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Liste des abréviations 
PL : Phospholipide 
DM : Dynamique moléculaire 
MB : Bleu de méthylène 
EtOH : Ethanol 
EtAc : Acétate d'éthyle 
MeOH : Méthanol 
DMSO : Diméthylsulfoxide 
CG : Chromatographie en phase gazeuse 
SPE : Extraction en phase solide 
CLHP : Chromatographie en phase liquide à haute performance 
Suffixes des phospholipides :  
PA : Acide phosphatidique 
PE : Phosphatidyléthanolamine 
PC : Phosphatidylcholine 
PI : Phosphatidylinositol 
PG : Phosphatidylglycérol 
Préfixes des phospholipides:  
M : Myristyl 
P : Palmityl 
O : Oléyl 
L : Linoléyl ou Lyso (si un seul préfixe) 
Ln : Linolényl 
S : Stéaryl 
D : Di (exemple : DLPC : dilinoleylphosphatidylcholine) 
Phospholipides oxydés: 
9-DLPC-OOH : 1-linoleyl, 2-[9-hydroperoxy-(10E, 12Z)linoleyl]-3-sn-phosphatidylcholine 
13-DLPC-OOH : 1,linoleyl, 2-[(9Z, 11E)-13-hydroperoxylinoleyl]-3-sn-phosphatidylcholine 
9,9-DLPC-OOH : 1,2-[9-hydroperoxy-(10E, 12Z)linoleyl]-3-sn-phosphatidylcholine 




Avec le développement croissant des filières d’agriculture biologique/raisonnée et des circuits 
courts, il apparait que les consommateurs associent de plus en plus le souci de leur santé avec 
celui de leur environnement. De même, il est de plus en plus exigé que l’aliment ne soit pas trop 
sucré, salé et même qu’il puisse posséder des vertus thérapeutiques avec des ingrédients 
susceptibles d’améliorer le bien-être et la qualité de vie. Il n’y a qu’un pas, ainsi, à ce que les 
médicaments ou les produits de soin soient eux-aussi regardés de plus près. S’il n’est encore pas 
toujours possible de trouver des alternatives vertes aux principes actifs utilisés dans la plupart des 
cas, le conditionnement de ces derniers et leur formulation peuvent bénéficier de nombreux 
ingrédients naturels ou biosourcés qui associent des propriétés hautement valorisables 
(tensioactives, émollientes, épaississantes…). Dans ces ingrédients, les phospholipides occupent 
une place de choix. En plus de leurs propriétés tensioactives reconnues qui leur permettent d’être 
utilisés dans de nombreuses formulations alimentaires et cosmétiques (principalement sous le nom 
de « lécithine »), ils ont la capacité de former des vésicules (« liposomes ») dans l’eau et ainsi de 
pouvoir encapsuler des substances afin d’en assurer le conditionnement et même d’en gérer la 
libération. La propriété la plus critique concernant le vecteur d’une substance active est en effet sa 
capacité à libérer cette dernière au bon moment de façon à en assurer le transport vers la zone à 
traiter. Il importe ainsi de pouvoir jouer sur une large gamme de perméabilités et de stabilités 
selon différentes contraintes chimiques et mécaniques. La synthèse chimique à façon de molécules 
ou polymères permet d’obtenir des propriétés de degrés et cinétiques très précis, s’adaptant à 
l’environnement chimique (par exemple pH et force ionique). Cette synthèse est principalement 
réalisée à partir de synthons d’origine fossile bien qu’il soit possible d’obtenir une large gamme de 
molécules ou macromolécules à partir de synthons biosourcés (Sheldon, 2014). De par leur forte 
variabilité naturelle, dépendant de la nature de leurs têtes polaires et chaînes grasses, les 
phospholipides peuvent former déjà une importante gamme de vésicules ou membranes 
différentes, telles qu’elles se rencontrent dans les organismes vivants. Cependant, leur 
modification chimique pourrait élargir celle-ci, notamment au niveau de la taille et de la 
perméabilité de ces organisations. Une modification naturelle des phospholipides est l’oxydation, 
généralement responsable d’une augmentation de la perméabilité des vésicules et d’une rupture de 
ces dernières dans le cas critique. Cependant, est-il possible de contrôler cette oxydation pour 
pouvoir gérer la perméabilité de vésicules phospholipidiques ? C’est la première question qui a été 
posée ici. L’application potentielle de telles vésicules dépend évidemment de la précision de leur 
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degré de modification chimique et du coût ainsi engendré. Les modifications simples pourraient 
par exemple trouver des applications dans des formulations agronomiques, permettant dans ce cas 
d’apporter des nutriments ou des substances phyto-actives aux plantes. Le projet SMON-FERT 
RECH n°14050981 (Systèmes Moléculaires Organisés Naturels (SMON) comme véhicules des 
matières actives bioFERTilisantes), s’appuie justement sur des productions agricoles régionales, 
notamment de tournesol et de soja, pour obtenir de nouvelles structures chimiques biosourcées 
capables de transporter des nutriments ou principes actifs aux plantes, en alternatives aux 
adjuvants phytosanitaires classiques. Ce projet a été initié entre le laboratoire de Chimie Agro-
Industrielle, et la société AGRONUTRITION (Carbonne, Occitanie) rassemblés au sein du 
LabCom C2R Bionut (Laboratoire Commun de la Chimie du Carbone renouvelable pour la 
biofertilisation et la nutrition des plantes), en partenariat avec le laboratoire LRSV (Toulouse, 
Occitanie). Il pourrait ainsi bénéficier de telles vésicules. Citons également dans ce projet d’autres 
structures composées de phospholipides comme les émulsions directes H/E (Huile dans Eau) 
d’oléosomes natifs et les émulsions complexes (H/E, E/H/E…) d’oléosomes modifiés des plantes 
oléoprotéagineuses. Dans le premier cas, avec un cœur composé de triglycérides et une membrane 
constituée de phospholipides (monocouche) et de protéines agissant en synergie (Deleu et al., 
2010), ces oléosomes peuvent encapsuler des composés lipophiles. Dans le deuxième cas, 
l’hydrolyse des triglycérides permet l’obtention d’émulsions complexes (H/E, E/H/E…) et ainsi 
l’encapsulation de composés hydrophiles (Emulsions E/H/E) et lipophiles (H/E, E/H/E). Un 
procédé contrôlé d’oxydation des phospholipides pourrait ainsi également intervenir sur les 
propriétés encapsulatrices de ces structures. Si cette application des phospholipides forme une 
boucle, allant de la plante à la plante, une approche véritablement écoresponsable (« du berceau au 
berceau ») doit mettre l’accent sur l’origine des phospholipides. Présents dans la plupart des 
graines oléagineuses, les phospholipides commerciaux viennent cependant presque exclusivement 
du soja et leur mode d’obtention est rarement précisé. Il importe de varier leur source en utilisant 
une graine préalablement choisie mais surtout de les obtenir au travers d’un schéma intégré à 
multi-sortie et à zéro déchet. Le laboratoire de chimie agro-industrielle s’est depuis toujours 
intéressé à la valorisation des graines oléoprotéagineuses au sein de nombreux projets impliquant 
des partenaires académiques et industriels, qu’ils soient interrégionaux (OLEOMA 2004-2010 
RECH 0401116, 0514077, 07003773, 09007560 UCAI/ITERG) ou européens (IBIOLAB 2006-
2009 UCAI/ITERG). Actuellement, en collaboration avec l’entreprise PANAM (Villemur-sur-
Tarn, Occitanie), une filière de culture et valorisation de graines de chia (Salva Hispanica) a été 
mise en place en France (Projet FEDER CHIA-EASYNOV 2017-2018 RECH 16004168 
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UCAI/PANAM/EMERAUDE) tandis qu’avec l’Institut Jean Pierre Bourgin de Versailles (IJPB), 
le CRT-CATAR de Toulouse et de la co-entreprise OLEAD (Terres Inovia, Iterg, Sofiproteol), 
une filière de culture et de transformation de graines de Caméline (Camelina Sativa) a été 
développée (Réseau Carnot 3BCAR : CAMELINOIL, ITE PIVERT n° 2015-GENESYS-
WP3P18-063 PROBIORAF INRA-UCAI/CRT-CATAR/INRA-IJPB/OLEAD). Le 
développement commercial de la graine de chia tient à la teneur très importante de son huile en 
acide gras linolénique OMEGA 3 ce qui lui ouvre un marché potentiel en France pour 
concurrencer les graines provenant d’Amérique du Sud. La graine de Caméline est déjà installée 
en France depuis des millénaires mais est sous exploitée, ayant été remplacée peu à peu par le 
colza, en particulier depuis la deuxième guerre mondiale. Elle porte d’ailleurs le nom peu flatteur 
de lin bâtard. Pourtant, de nombreuses études nous apprennent qu’en plus d’avoir un cycle de 
développement plus court et un faible besoin d’intrants (D.H. Putnam et al., 1993), elle offre une 
bonne résistance aux maladies et nuisibles (Conn et al., 1988) et même au froid (Zubr, 1997) 
(types « hiver »). Elle offre de même une grande variabilité génétique qui est étudiée depuis 
plusieurs années à l’INRA. Ainsi, il a été possible, notamment au Royaume-Uni (Ruiz-Lopez et 
al., 2014, 2012), de sélectionner des variétés riches en Omega 3 pour lui apporter une plus-value 
comme huile alimentaire. De même, elle a été cultivée dans certaines régions des Etats-Unis pour 
des essais d’applications comme biocarburant (Murphy, 2011). Cette graine pourrait donc trouver 
une meilleure place dans les schémas agronomiques, qu’elle soit destinée à des applications 
alimentaires ou industrielles. Dans ce dernier cas, son cycle court lui permet de se positionner 
facilement dans la rotation en complément plus qu’en compétition de cultures vivrières. Au sein 
des projets camelinoil, avec l’IJPB, la recherche est actuellement plutôt tournée vers le 
développement de variétés riches en acides gras monoinsaturés. Ces derniers pourraient être 
hydroxylés de façon à offrir une alternative à l’huile de ricin, celle-ci étant hautement stratégique 
pour de nombreuses applications industrielles (Ogunniyi, 2006). A la fois les graines de chia et de 
caméline se caractérisent par une couche mucilagineuse plus ou moins épaisse à leur surface. Ce 
« mucilage », constitué majoritairement de polysaccharides, a la faculté de gonfler en présence de 
l’eau, permettant de fortement épaissir une suspension aqueuse de graines. Ses propriétés, comme 
nous le verrons, lui permettent de trouver des applications en formulation pharmaceutique, additif 
ou complément alimentaire. Cependant, sa présence dans les tourteaux rend ceux-ci peu utilisables 
en alimentation animale (Cherian, 2012) et il peut être un obstacle à la trituration des graines ou 
leur traitement aqueux. Sa séparation semble ainsi être une étape préalable à l’extraction et la 
transformation des lipides des graines et a fortiori des phospholipides. Le laboratoire a acquis 
depuis plusieurs années une expertise dans la démucilagination de graines de lin par voie 
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ultrasonore, cette méthode permettant une extraction privilégiée des composés surfaciques des 
graines (Fabre et al., 2015b, 2015a). C’est de même une technologie qui peut être employée pour 
chauffer, homogénéiser, organiser des milieux et elle sera donc le pivot technologique de ces 
travaux. De nombreux essais ont déjà été entrepris concernant l’extraction du mucilage de graines 
de chia (Campos et al., 2016; Castejón et al., 2017; Orifici et al., 2018), et la variété ORURO de 
chia développée par PANAM a montré sa bonne compatibilité avec un climat tempéré. Cependant, 
les graines de caméline ont été préférées dans le cadre de cette étude, à la fois pour étendre la 
connaissance de son mucilage, peu documenté, mais aussi parce que la caméline est une graine 
bien plus mature au plan agronomique en France, permettant une plus grande potentialité de 
valorisation de ses coproduits. Une représentation des deux axes de recherche qui seront 
développés au cours de ces travaux est visible sur la Figure A. Une étude bibliographique dressera 
d’abord un état de l’art des connaissances sur le mucilage des graines oléoprotéagineuses et sur les 
phospholipides pour pouvoir mieux comprendre la méthodologie employée pour les extraire, les 
caractériser et en interpréter des propriétés chimiques et physico-chimiques. Les démarches 
entreprises pour tout d’abord séparer le mucilage de graines de Caméline puis d’extraire l’huile et 
les phospholipides de graines démucilaginées seront alors détaillées en tentant de comprendre 
l’influence de divers paramètres externes (technologiques, chimiques…) ou internes aux graines 
sur le rendement et certaines caractéristiques du mucilage et des phospholipides extraits. De façon 
à étudier en parallèle la modification chimique des phospholipides, une étude in vitro sur une 
lécithine de soja commerciale en solution sera réalisée, cette dernière source étant bien davantage 
disponible et peu onéreuse. De même, une étude « quasi » in vivo sera réalisée sur une émulsion 
d’oléosomes de tournesol et, enfin, une étude in silico permettra de modéliser l’arrangement de 
phospholipides natifs et modifiés. L’ensemble permettra de mieux appréhender comment cette 




































Objectifs techniques  
- Développer un procédé intégré permettant d’extraire les phospholipides de la graine 
de caméline tout en valorisant les co-produits. 
- Prouver la faisabilité d’une oxydation contrôlée de phospholipides commerciaux selon 
une chimie respectueuse de l’environnement. 
- Utiliser et mettre au point des méthodes d’analyse simplifiées pour le suivi de 
l’extraction du mucilage, l’analyse de sa composition de même que pour suivre 
l’extraction des phospholipides. 
Objectifs scientifiques  
- Déterminer quelles sont les forces qui gouvernent l’extractabilité du mucilage de 
Caméline. 
- Comprendre comment la composition du mucilage varie en fonction de ses conditions 
d’extraction. 
- Connaître, en se servant d’outils analytiques et de modélisation moléculaire les leviers 
permettant le contrôle de l’oxydation des phospholipides et leur agrégation pour 
former des vésicules d’une certaine perméabilité.  
 
 
Mots-Clés : Phospholipide, Vésicule, Mucilage, Caméline, Oxygène singulet, Ultrasons, 



















Cette thèse ayant pour objectif de tracer une ligne méthodologique, technologique et 
scientifique entre des graines à mucilage comme la caméline et des liposomes modifiés, il est 
nécessaire de présenter plus en détail l’état des connaissances actuelles sur les différents 
objets de ce parcours, notamment le mucilage et les phospholipides. 
1.1. Le Mucilage 
a. Nature et composition 
Le mucilage est une substance qui se retrouve dans la majorité des plantes. Sa principale 
caractéristique est qu’elle forme un gel en présence d’eau. Elle se trouve en surface des 
graines qui en contiennent, dans l’apoplasme des cellules épidermiques. Elle comporte 
principalement des polysaccharides, avec des chaînes neutres et acides. Les chaînes acides 
comportent des acides uroniques et peuvent s’apparenter à de la pectine. Concernant les 
graines oléoprotéagineuses, le lin est l’espèce la plus documentée (Tableau 1-1).  
Tableau 1-1. Nombre de références concernant le mucilage de lin, arabidopsis, moutarde et chia selon 
SCIFINDER, consulté en mars 2019. 
Graine Terme rentré Terme présent Concept présent 
Lin Flaxseed mucilage 113 356 
Flaxseed gum 544 609 
Linseed mucilage 63 356 
Linseed gum 84 463 
Linum Usitatissimum mucilage 9 189 
Linum Usitatissimum gum 15 232 
Arabidopsis 
Arabidopsis mucilage 25 204 
Arabidopsis gum 0 13 
Thale cress mucilage 0 126 
Moutarde Mustard mucilage 40 62 
Mustard gum 19 21 
Chia Chia mucilage 38 85 
Chia gum 13 18 
Salvia hispanica mucilage 7 59 
Salvia Hispanica gum 0 25 
Caméline Camelina mucilage 1 7 
Camelina gum 6 8 




Cependant, l’arabidopsis fournit un grand nombre d’études ayant trait à la physiologie de 
la graine et la structure du mucilage. C’est ainsi un modèle intéressant pour comprendre 
comment ce dernier se forme (Figure 1-1) et où il se situe (Figure 1-2 et Figure 1-3) 
 
Figure 1-1. Image du développement du mucilage des graines (adapté d’article (Voiniciuc et al., 2015b) – Licence 
CC BY 4.0) – JAF : jours après floraison 
Les cellules épidermales du tégument synthétisent tout d’abord une paroi primaire et deux 
parois secondaires. Quatre jours après floraison (JAF), ces cellules contiennent une large 
vacuole et ont accumulé des amyloplastes
*
 (A). Du quatrième au huitième jour, les cellules 
synthétisent des polysaccharides mucilagineux (M). Ceux-ci se placent sous la forme d’un 
anneau épais autour d’une colonne cytoplasmique qui sera peu à peu remplacée par ce qu’on 
appelle la columelle (C). Si elles sont hydratées, les cellules explosent, rompant la paroi 
primaire pour libérer le mucilage, à la fois sous forme de rayons et sous forme d’un ensemble 
plus dispersé avec une partie adhérente au tégument et une partie libre. 
 
Figure 1-2. Image du mucilage d’arabidopsis thaliana (Walker et al., 2011) - Mu :mucilage, CO : Columelle ; 
RW : paroi radiale (copyright de “American Society of Plant Biologists”). 
                                                 
*
 Organite composé d’une ou plusieurs membranes spécialisé dans le stockage d’amidon 
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Sur ces images microscopiques (Figure 1-2), se retrouvent la columelle, le mucilage avec une 
libération sous forme de rayons et d’un halo (coloration au bleu de toluidine et rouge de 
ruthénium) 
 
Figure 1-3. Structure et développement de la coque d’arabidopsis thaliana (Western et al., 2000) (copyright de 
“American Society of Plant Biologists”). 
Dans une autre publication, (Figure 1-3), une graine hydratée colorée au rouge de 
ruthénium développe deux couches de mucilage (A). Après agitation dans l’eau (image B), 
seule la première couche, adhérente, est encore visible et les rayons sont observables au-
dessus des columelles. Les images C et D correspondent à des observations par microscopie 
électronique à balayage (MEB) de la surface de la graine sèche (C) et hydratée puis séchée 
(D). Le mucilage est visible au-dessus des columelles. Chez Arabidopsis Thaliana, le 
mucilage se compose ainsi de deux parties, une couche externe et diffuse qui peut facilement 
être enlevée par simple agitation et une couche plus interne qui serait plus fortement attachée 
à la coque de la graine. Ces deux couches sont principalement composées de 
rhamnogalacturonan I (RG-I)(Ralet et al., 2016). Cependant, la couche interne contiendrait 
également de la cellulose avec des quantités mineures d’autres polymères. La cellulose serait 
présente sous la forme de microfibrilles qui maintiendraient le mucilage attaché à la graine 
(Macquet et al., 2007). Selon d’autres sources, cette adsorption du mucilage à la cellulose de 
la graine se ferait principalement par des chaînes hautement ramifiées de xylane (Ralet et al., 
2016; Voiniciuc et al., 2015a). L’adhésion serait, de plus, assurée par des interactions entre 
cellulose, xylanes, pectines et glycoprotéines (Voiniciuc et al., 2015a). Au final, le mucilage 
non adhérant aurait une concentration de 1,6% et le mucilage adhérent une concentration de 
2,2% (Zhao et al., 2017), soit un total de 3,8% de mucilage, une valeur comparable à celle 
d’autres plantes comme le lin, la chia et la moutarde (Tableau 1-2). Le mucilage de lin 
existerait également sous les deux états « adhérant » et « non adhérant » (Figure 1-4) (Naran 
et al., 2008). Cependant, il serait plus abondant que pour arabidopsis thaliana. La partie 
facilement soluble ne représenterait que 2% de la masse totale de la graine. 




Tableau 1-2. Quantité de mucilage et composition en protéines et minéraux de ce dernier dans diverses graines. 
Muc : Mucilage, Prot. : Protéine, Min : Minéraux, Mw : Masse moléculaire, ext. : couche externe du mucilage ; int. : 
couche interne du mucilage ; N.D. : Non disponible dans la littérature consultée 
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2016b) 
Dans le lin, le mucilage représente de 3 à 9% de la masse de la graine (Fedeniuk et 
Biliaderis, 1994). Une grande partie semble donc concerner des polysaccharides fortement 
attachés à la graine. Les polysaccharides acides sont principalement de la forme 
rhamnogalacturonan (Cui et al., 1994c; Naran et al., 2008) comme pour arabidopsis. Les 




polysaccharides acides de la graine de lin seraient cependant bien plus branchés que ceux 
d’arabidopsis (Naran et al., 2008). De plus, le mucilage de lin contient une forte proportion 
de polysaccharides neutres de forme (galacto)arabinoxylan (Erskine et Jones, 1957; Hunt et 
Jones, 1962) de plus haut poids moléculaire, et qui seraient responsables d’une viscosité et 
élasticité accrue de ce mucilage (Cui et al., 1994c; Warrand et al., 2005). 
 
Figure 1-4. Mucilage de lin révélé au rouge de ruthénium (Naran et al., 2008) illustrant les deux couches de 
mucilage (A et B : graines hydratées, C et D : graines hydratées toute une nuit et agitées (coloration au rouge de 
ruthénium) )-(copyright de “American Society of Plant Biologists”) 
Concernant la chia, le mucilage comporte également des carbohydrates neutres et acides. 
Il contiendrait xylose, mannose, arabinose, glucose et des acides glucuroniques et 
galacturoniques mais ne contiendrait pas de rhamnose, ni de galactose (Hernandez, 2012), 
monosaccharides prépondérants dans les mucilages de lin et d’arabidopsis. Cependant, des 
chercheurs citent la présence d’un oligosaccharide, le plantéose dans le mucilage de chia avec 
la présence de galactose (Xing et al., 2017). Cette présence de galactose est confirmée dans 
des graines de chia australiennes (Timilsena et al., 2016b). L’acide 4-O-methyl glucuronique 
serait, selon cette étude, responsable de la forte viscosité du mucilage de chia à cause de 
nombreux enchevêtrements intermoléculaires. Des rendements d’extraction importants 
peuvent être obtenus par un choix judicieux de la température et du rapport graines : eau. 
Ainsi, un rendement de 7,86% de mucilage est obtenu par une extraction à 80°C pendant 2 




heures avec un rapport graines : eau de 1 :40 (Felisberto et al., 2015). A une température de 
85°C pendant 2 heures et un ratio graines : eau de 1 :31, un rendement de 11,6% a été aussi 
obtenu (Orifici et al., 2018) 
Le mucilage de la graine de moutarde représenterait de 2 (Woods et Downey, 1980) à 5% 
du poids de la graine (Cui et al., 1993a) et contiendrait une forte proportion de glucose (Cui et 
al., 1993a, 1994b; Wu et al., 2009) avec la présence de galactose, rhamnose, mannose, xylose 
et acide uronique. Cette forte proportion d’acide uronique et de glucose de même que 
l’arrangement de ce dernier incitent à identifier des polysaccharides pectiques et cellulosiques 
(84% et 16% respectivement) (Wu et al., 2016b) 
Au niveau de la caméline, le mucilage représenterait 6,7% de la graine selon une étude 
utilisant différentes graines provenant d’Europe et de Scandinavie (Zubr, 2010). Cette valeur 
est trouvée en faisant une extraction aqueuse du mucilage en agitant des graines dans l’eau à 
40°C pendant 4 heures et en relavant plusieurs fois les graines filtrées à l’eau. Ce rendement 
est du même ordre de grandeur que pour le lin. Dans une autre étude, 10% de la masse de la 
graine ont été extraits. Dans ce cas, les graines ont été mélangées pendant 3 heures avec de 
l’eau à 55-60°C. Le mucilage alors extrait comporte de 10 à 15% de protéines (Sarv, 2017). 
Les monosaccharides les plus représentés sont le galactose, le glucose, le rhamnose et le 
xylose (Li et al., 2016).  
D’après les données rassemblées dans le Tableau 1-2, malgré une grande variabilité des 
données, il apparait que le mucilage peut représenter jusqu’à 12% de la masse d’une graine. 
La chaîne acide est généralement constituée de rhamnogalacturonan I et est donc proche de la 
pectine. Au niveau de la chaîne neutre, le mucilage semble généralement contenir du xylose et 
du glucose. Ce dernier se trouve vraisemblablement sous forme de cellulose et serait en 
grande partie responsable de la partie adhérente du mucilage. Le mucilage d’arabidopsis 
semble constitué de polysaccharides plus courts que celui de lin, chia et moutarde. La quantité 
extraite de mucilage de même que ses teneurs en protéines et cendres semblent très liées aux 
conditions d’extraction qui diffèrent entre toutes les publications. 
b. Modes d’extraction 
L’extraction de la couche mucilagineuse peut parfois se faire par abrasion, notamment sur 
des graines assez épaisses comme le lin (Hu et Liu, 1999; Myllymaki, 2000). Cependant, le 
mucilage, riche en composés polaires, se solubilise assez facilement dans l’eau. Il est donc 




généralement extrait par l’utilisation de ce solvant, seul ou avec la présence d’enzymes 
(Wanasundara et Shahidi, 1997; Wu et al., 2010). En présence d’eau, le mucilage va 
rapidement gonfler, éclater les cellules mucilagineuses et se déployer autour de la graine. Sa 
diffusion dans le milieu sera d’autant plus efficace que la quantité d’eau par rapport à la 
quantité de graines sera élevée. De même, une température élevée permettra d’augmenter 
cette vitesse d’extraction. Ainsi, de nombreuses publications mentionnent cette extraction à 
l’eau selon diverses durées et températures. Un changement de pH peut également être réalisé 
pour accroître la solubilité du mucilage (Singer et al., 2011). Cependant, cela peut également 
augmenter la solubilisation des protéines. De même, une température trop élevée pourrait 
provoquer la dénaturation des protéines de la graine et provoquer la dégradation d’autres 
composés valorisables de la graine (omega-3, omega-6, stérols…). La cinétique de libération 
du mucilage peut être accélérée par des forces de cisaillement importantes qui peuvent 
notamment faciliter le décrochage des chaînes de polysaccharides adhérentes à la graine. 
Parmi ces méthodes d’agitation, citons la cavitation et en particulier les ultrasons qui 
permettent une extraction localisée en surface et permettent de limiter le temps nécessaire à 
l’extraction du mucilage. Alliée à la perturbation mécanique du milieu, l’implosion de bulles 
de cavitation induites par les ultrasons peut projeter des puissants jets de liquide et produire 
des points chauds où la température et la pression peuvent être très élevées (T >1000 K, P 
>500 Atm (cf. Figure 1-5)).  
 
Figure 1-5. Schéma illustrant la formation et l’implosion d’une bulle de cavitation. Des micro-déplacements de 
céramiques piézoélectriques induisent des périodes de haute pression/basse pression acoustiques. Des bulles de 
cavitation sont ainsi créées et croissent jusqu’à un point critique avant d’imploser violemment. 




  Ainsi, la matière végétale soumise aux ultrasons reçoit des contraintes mécaniques 
importantes qui peuvent favoriser la lyse des cellules végétales et permettre ainsi la libération 
de composés d’intérêt. Il est alors possible de privilégier l’extraction des composés 
surfaciques (extraits par une action cisaillante) par rapport aux composés internes (extraits par 
diffusion). Par conséquent, l’extraction par ultrasons s’accompagne en général d’une 
diminution de la quantité de protéines et polysaccharides provenant de l’endosperme des 
graines (Fabre et al., 2015b). Si les ultrasons ont été utilisés pour l’extraction du mucilage de 
lin et ont permis l’extraction totale du mucilage en 5 minutes effectives à une puissance 
nominale de 1000 W/L, ils permettent également l’extraction du mucilage d’arabidopsis 
(Zhao et al., 2017). Dans ce dernier cas, quelques graines peuvent être débarrassées du 
mucilage adhérent en quelques dizaines de secondes avec des ultrasons de très forte 
puissance. En effet, 20 secondes seulement sont nécessaires à une puissance nominale de 78 
000 W/L. Pour la chia, des auteurs ont ajouté un traitement par sonde ultrasonore pendant 3 
minutes à une extraction aqueuse à 50°C pendant deux heures à un ratio graines: eau de 1 :50 
(Castejón et al., 2017). Ils obtiennent ainsi un rendement de 6,52%. Le volume utilisé pour 
l’extraction ultrasonore n’est pas précisé. Ainsi, il est difficile de comparer leur rendement à 
ceux obtenus pour d’autres graines. En tout cas, le but d’utiliser les ultrasons était ici d’éviter 
le recours à des pH élevés. Avec l’utilisation des ultrasons, en diminuant le temps d’extraction 
et le recours à des conditions chimiques extrêmes, les graines sont moins fragilisées. 
Cependant, une coque fine pourra se déstructurer plus facilement sous l’action d’un tel 
cisaillement et la rupture de son intégrité pourra alors entraîner une augmentation brutale de la 
diffusion de composés internes. Les ultrasons ont aussi un effet hydrolysant. En effet, ils 
permettent de dépasser l’énergie d’activation de l’hydrolyse des polysaccharides. Ainsi, si 
leur action cisaillante provoque une baisse de la viscosité du mucilage, viscosité qui peut 
croître à nouveau à l’arrêt des ultrasons (thixotropie du mucilage), leur action peut provoquer 
des coupures de chaînes et, ainsi, une diminution de la viscosité intrinsèque du mucilage.  
c. Applications du mucilage en formulation 
Le mucilage a des propriétés rhéologiques remarquables du fait de la nature des chaînes 
polymériques qui le constituent. Ainsi, ajouté à de faibles pourcentages dans l’eau (0,1-1%), il 
permet d’augmenter rapidement la viscosité du milieu tout en lui donnant un comportement 
rhéofluidifiant et élastique prédominant. Avec sa capacité de rétention d’eau, il forme un 
épaississant de choix pour la formulation d’émulsions alimentaires, cosmétiques, 
pharmaceutiques ou techniques.  




Ainsi, concernant les formulations alimentaires, il permet, entre autres, d’agir sur la 
texture, la cristallisation, la stabilité au crémage/sédimentation, protège la formulation contre 
les dégradations dues aux cycles gel/fusion (Imeson, 2011). Cependant, si les protéines 
peuvent posséder des acides aminés plus hydrophobes (tryptophane, phénylalanine, 
leucine…) que d’autres et posséder des propriétés tensioactives avérées, les polysaccharides 
ont rarement un enchaînement de motifs apolaires suffisant. Ainsi, le mucilage, à moins 
d’avoir une concentration en protéines importante a généralement peu de propriétés 
tensioactives. La comparaison de divers épaississants avec le mucilage de lin (Tableau 1-3) 
indique que ce dernier a une viscosité intrinsèque proche de celle de la gomme de guar dont il 
partage également le profil rhéométrique en écoulement. Ainsi, le mucilage de lin pourrait 
aisément remplacer la gomme de guar dans des formulations alimentaires. Le mucilage de 
chia semble avoir des propriétés épaississantes encore plus importantes, proches de celles de 
la gomme de caroube. Notons également que la plupart des épaississants détaillés dans ce 
tableau sont en grande partie constitués de galactose.  
a. Le mucilage de Caméline 
De même que pour le lin, le mucilage de caméline se trouve dans des cellules 
mucilagineuses à la surface des graines. Comme vu précédemment, il existe peu de références 
bibliographiques sur ce mucilage. Cependant, certains travaux académiques sont disponibles.  
Composition du mucilage 
Ainsi, les polysaccharides du mucilage de caméline seraient composés de 5 sucres 
neutres : rhamnose, arabinose, galactose, glucose et xylose ou mannose (Sanchez, 2014). En 
effet, la méthode utilisée dans cette étude ne permet pas de repérer les acides uroniques et ne 
permet pas de différencier le xylose du mannose. De plus, elle n’est ici que semi-quantitative. 
Le rapport des aires relatives indique une forte majorité de galactose et glucose par rapport au 
rhamnose, arabinose et xylose/mannose.  
Dans une autre étude (Li et al., 2016), le mucilage contient en majorité du galactose 
(58,1%) puis du glucose (25,0%), du rhamnose (11,6%) et du xylose (5,2%). L’arabinose 
n’est pas mentionné et, ici non plus, le dosage des monosaccharides acides n’a pas été pris en 
compte.




Tableau 1-3. Propriétés de mucilages et quelques épaississants/gélifiants utilisés comme additifs alimentaires. a. données issues de la revue de Wüstenberg (Wüstenberg, 2014). Ins. : insoluble, diss. : 
dissolution, C : concentration, N.D. : non disponible. 
Epaississant Code Polymère principal Monomères principaux Solubilité 







A C=0,3% m/V 
20-25°C 









Gel après diss. à chaud 
et T<Tgel 
Inapplicable Inapplicable 













E410 Galactomannane Galactose, Mannose Soluble Pseudoplastique à 1% 20-60 mPa.s 
(Garcia-Ochoa et Casas, 
1992) 
~1600 mPa.s (C=1%) 
(El Batal et al., 2012) 
16dL/g  
(Elfak et al., 1977)  




 Très soluble Pseudoplastique à 0,5% 30-40 mPa.s  
(Mazza et Biliaderis, 1989) 
11,0 dL/g  
(Wang et al., 2015) 
19,2 dL/g  
(Elfak et al., 1977), 
11,3 dL/g, 1M NaCl 
(Cui et Mazza, 1996),  




Gomme arabique E414 Arabinogalactane
a





Très soluble Pseudoplastique à partir 
de 25% 
1-2 mPa.s  
(Mazza et Biliaderis, 1989) 
0,18 dL/g, 0,1M NaCl 
(Gómez-Díaz et al., 2008);  
0,14 dL/g, 1M NaCl  
(Cui et Mazza, 1996),; 
Xanthane E415 Cellulosique
a




Très soluble  150 mPa.s  
 (Mazza et Biliaderis, 1989) 
57,1 dL/g  
(Brunchi et al., 2014) ;  
13.5 dL/g, 1M NaCl  
(Cui et Mazza, 1996),  
Mucilage de lin  Arabinoxylan, 
Rhamnogalacturonan 
Arabinose, Xylose, Rhamnose, 
Galactose, Acide galacturonique 
Très soluble Pseudoplastique à partir 
de 0,2% 
(Mazza et Biliaderis, 
1989) 
15-20 mPa.s  
(Mazza et Biliaderis, 1989) 
4,3-6,6 dL/g, 1M NaCl (Cui 
et Mazza, 1996) ;  
11,7-13.2 dL/g, 40°C 
 (Fabre et al., 2015b),  
Mucilage de 
Moutarde 
 Glucane Glucose, Galactose Très soluble Pseudoplastique à 0,3% ~20mPa.s 
(Cui et al., 1993b) 
N.D. 
Mucilage de chia  N.D. 
(Arabinoxylan ?) 
Xylose, Arabinose, Mannose Très soluble Pseudoplastique à 
0,25% 
~ 100 mPa.s (C=0,25%) 
(Capitani et al., 2015) 
7,2dL/g, 1M NaCl 
(Goh et al., 2016) 
16dL/g, 20°C 
(Timilsena et al., 2015),  




Propriétés rhéologiques du mucilage 
Les propriétés rhéologiques du mucilage de caméline ont été plus détaillées. L’influence 
de la température, de la concentration et du pH ont été étudiés par plusieurs chercheurs. En 
étude rotationnelle, une solution de mucilage de caméline montre déjà un comportement 
rhéofluidifiant à une concentration de 0,1% (Sanchez, 2014) et, en étude oscillatoire, une 
dominante élastique dès 0,1% à haute fréquence (1-10 Hz) et dès 0,5% sur la gamme de 
fréquences de 0,1 à 10 Hz (Li et al., 2016). La déformation appliquée n’est cependant pas 
indiquée. Typiquement, si sa courbe d’écoulement est tracée pour plusieurs pH (pH=2, 3, 7, 9, 
10, 11,12), la viscosité est la plus élevée à un pH entre 11 et 12 et la plus faible à un pH entre 
2 et 3 (Cao et al., 2018; Li et al., 2016). Pour une solution faiblement concentrée, à 0,5%, la 
viscosité ne diminue pas profondément avec la température, passant d’environ 40 000 mPa.s à 
30 000 mPa.s de 10 à 90°C (Li et al., 2016). Concernant l’influence d’additifs, NaCl, CaCl2 et 
le sucrose n’ont pas montré d’effet significatif à une concentration de 0,5 à 5% sur la viscosité 
d’une solution de mucilage. Seul CaCl2, à une concentration de 10%, entraîne une diminution 
significative de la viscosité (Li et al., 2016) . Enfin, le mucilage de caméline serait totalement 
soluble dans l’eau de même que dans l’huile (Sarv et al., 2017).  
Propriétés et applications du mucilage de caméline 
La caméline est une plante très économique, peu exigeante en énergie pour sa production. 
Ainsi, son huile pourrait être obtenue à bas coût et trouver de nombreuses applications 
(Sanchez, 2014) en alimentation humaine ou dans des applications techniques. Des essais 
d’utilisation de l’huile de caméline comme biocarburant ont été d’ailleurs entrepris avec un 
certain succès (Borah et al., 2019; Moser, 2010; Murphy, 2011), notamment sur des vols 
commerciaux (IATA, 2018). Cependant, son mucilage est actuellement sous-exploité au vu de 
ses propriétés rhéologiques. En alimentation humaine, si l’huile de caméline, étant donné sa 
richesse en omega-3 et son haut ratio omega3/omega6 peut s’utiliser en complément 
alimentaire et aider au développement cérébral, le mucilage de caméline, malgré un profil 
proche de celui du lin, n’est pas exploité en nutraceutique. Il n’est revendiqué expressément 
dans aucun brevet comme agent épaississant même si des articles le citent comme une 
alternative à des épaississants plus chers, notamment la gomme de guar en tant que liant pour 
hydromulch ou agent agglomérant pour litière de chat (Vaughn et al., 2013). Ses capacités 
filmogènes sont aussi démontrées dans un article récent (Qi et al., 2016). 




1.2. Les Phospholipides 
a. Nature 
Les phospholipides sont les principaux lipides polaires présents dans les membranes 
animales mais également dans certaines membranes végétales. Ils sont composés d’un 
glycérol, un phosphate, deux acides gras et un alcool (Molécule 1-1). La partie formée par les 
deux acides gras positionnés sur le carbone 1 et 2 du glycérol constitue la section hydrophobe 
du phospholipide tandis que la partie formée par le groupement glycérol, phosphate et alcool 
constitue la section hydrophile. En ce sens, un phospholipide est une molécule amphiphile.  
 
Molécule 1-1. Représentation générale d’un phospholipide. R1 et R2 sont des chaînes carbonées. R3 est un 
groupement polaire qui détermine la nature du phospholipide 
En général, chez les mammifères, la chaîne grasse positionnée sur le premier carbone du 
glycérol est saturée tandis que la deuxième chaîne, sur le deuxième carbone, est insaturée. 
Sept classes de phospholipides peuvent se décliner en fonction de la nature de l’alcool 
condensé sur le groupement phosphate. En fonction de ce groupement, les phospholipides 
peuvent porter une charge nette nulle (zwiterrions) ou négative au pH physiologique mais 
aussi une charge positive à des pH très acides.  
Ainsi, les classes sont :  
1. Acide phosphatidique   Aucun alcool  PA 
2. Phosphatidylcholine   Choline  PC 
3. Phosphatidylethanolamine  Ethanolamine  PE 
4. Phosphatidylinositol   Inositol  PI 
5. Phosphatidylglycérol   Glycérol  PG 
6. Phosphatidylsérine   Sérine   PS 
7. Diphosphatidylglycérol  Phosphatidylglycérol DPG ou CL 




Pour chacune de ces classes de phospholipides, la formule chimique, la charge, l’abondance 
naturelle, les rôles métaboliques de même que les interactions chimiques généralement 
observées avec ces molécules peuvent être détaillées. 
- Acide phosphatidique (PA)  
 
Molécule 1-2. Représentation simplifiée d’un acide phosphatidique. R1 et R2 sont des chaînes carbonées. 
Cet acide (Molécule 1-2) est peu présent en général dans les membranes biologiques mais il y 
joue un rôle essentiel. Ce phospholipide est à la fois le précurseur d’autres phospholipides 
(Vance, 1996) mais aussi le résultat d’une hydrolyse enzymatique de phospholipides plus 
complexes. Il peut ainsi être directement généré par l’action de la phospholipase D sur la 
phosphatidylcholine (Lambeth et Ryu, 1996). Il porte une charge nette négative 
d’environ -1,5 au pH physiologique (Stillwell, 2016a). Il est impliqué dans de nombreuses 
fonctions cellulaires (Stillwell, 2016b), notamment la transmission de signaux chimiques 
(Lambeth et Ryu, 1996). 
 
Figure 1-6. Représentation d’une bicouche avec acide phosphatidique (en rouge) induisant une courbure négative 
(dessin adapté et simplifié (Bullen et Soldati-Favre, 2016)) 
Feuillet interne 
Feuillet externe 
    




Concernant ses propriétés tensioactives, c’est une molécule amphiphile (comme tous les 
phospholipides) qui a une forme conique. Elle s’insèrerait ainsi difficilement dans des 
bicouches planes (Bullen et Soldati-Favre, 2016) et génèrerait une courbure membranaire 
négative comme peut le montrer la Figure 1-6 (Kooijman et al., 2003). Concernant 
l’interaction de ce phospholipide avec les protéines, il est remarqué que les résidus lysine et 
arginine dans les protéines peuvent augmenter la charge de PA en interagissant avec son 
groupement phosphate. PA pourrait également favoriser l’insertion interfaciale de protéines 
(Kooijman et al., 2007). 
 
- Phosphatidylcholine (PC) 
 
Molécule 1-3. Représentation simplifiée d’une phosphatidylcholine 
La phosphatidylcholine (Molécule 1-3) est le phospholipide qui est en général le plus 
concentré dans les végétaux et le phospholipide principal des membranes animales. C’est une 
source de diverses molécules intervenant dans les signaux biologiques. En général, PC a un 
acide gras saturé en position sn-1 et insaturé en position sn-2. Il possède une forme 
cylindrique lui permettant de facilement s’intégrer dans des membranes. Il forme d’ailleurs 
très facilement des bicouches lipidiques. PC peut se lier à certaines protéines membranaires, à 
la fois par des interactions venant de la tête polaire et des chaînes grasses. Le phosphate est 
stabilisé par l’histidine ou l’arginine (Yeagle, 2016). 
 
Du fait de son abondance, c’est le phospholipide le plus employé pour ses propriétés 
tensioactives largement utilisées pour l’alimentation. C’est d’ailleurs le constituant essentiel 
de la lécithine dont c’est parfois le synonyme. Cependant, s’il permet une forte diminution de 
la tension interfaciale huile/eau, du fait de sa nature zwiterrionique, il ne provoque que peu de 
répulsion électrostatique dans une large gamme de pH. 




- Phosphatidylethanolamine (PE) 
 
Molécule 1-4. Représentation simplifiée d’une phosphatidyléthanolamine 
Autre phospholipide très présent dans les végétaux (Molécule 1-4), deuxième plus abondant 
chez les humains et majoritaire chez les bactéries, la phosphatidyléthanolamine est moins 
encline à faire des phases lamellaires que la phosphatidylcholine mais plutôt des phases 
hexagonales inverses (Bergenståhl, 2008). Elle est aussi appelée Céphaline car elle est un 
composant de la substance blanche du cerveau. Elle se retrouve principalement dans le feuillet 
intérieur de la bicouche lipidique des membranes plasmiques (Mishkind, 2000). Au contraire 
de PC qui garde une nature zwiterrionique sur une large gamme de pH, PE possède en général 
une charge nette légèrement négative. Sa tête polaire est assez petite et peu hydratée 
(Stillwell, 2016a). Elle serait de même moins hydrophile que PC. PE peut se lier fortement 
par liaison hydrogène et ionique à un phospholipide voisin, formant une paire d’ion entre 
l’amine + d’un PL et le phosphate – de l’autre. L’importance de PE a récemment émergé en 




Molécule 1-5. Représentation simplifiée d’un phosphatidylinositol 




Ce phospholipide (Molécule 1-5) se trouve principalement sur la face interne des bicouches 
lipidiques. Il se retrouve en abondance dans les phospholipides végétaux mais moins dans les 
animaux si ce n’est dans le système nerveux. Il peut constituer 10% des phospholipides du 
cerveau. Il porte une charge nette négative au pH physiologique. 
Comme PC, il porte en général une chaîne grasse saturée en position 1 et insaturée en position 
2. Un grand nombre d’événements cellulaires sont rendus possibles par les phosphoinositides 
(Di Paolo et De Camilli, 2006). Ainsi, il a un rôle central dans la signalisation cellulaire, 
notamment avec ses formes dérivées, phosphorylées, qui peuvent permettre l’ouverture de 
canaux ioniques. PI peut aussi lier un grand nombre de protéines à la surface des membranes 
par un pont glycosyle (Ferguson et Williams, 1988; Yeagle, 2016).  
 
- Phosphatidylsérine (PS)  
 
 
Molécule 1-6. Représentation simplifiée de la phosphatidylsérine 
Si les concentrations de phosphatidylsérine (Molécule 1-6) sont relevées dans un grand 
nombre de végétaux (Frank, 2013), il apparaît que ce phospholipide est indécelable ou à l’état 
de trace dans la plupart des plantes, semblant se retrouver principalement dans les oléosomes 
(Tzen et al., 1993). Si la phosphatidylsérine est un phospholipide que l’on retrouve faiblement 
dans les végétaux, c’est le phospholipide majoritaire de la membrane des neurones et des 
études montrent qu’il aurait justement un rôle essentiel dans la transmission des messages 
neuronaux, une déficience en phosphatidylsérine pouvant être liée à des cas de dépression ou 
de diminution des facultés cognitives (Cenacchi et al., 1993) même si cela est sujet à 
controverse (Jorissen et al., 2001). Au niveau des propriétés surfaciques, la phoshatidylsérine 
peut exercer des répulsions électrostatiques car c’est un anion sur une large gamme de pHs 
(pKa1=2,1 et pKa2=2,2). Cependant, PS est peu stable en solution aqueuse, particulièrement 




en milieu acide (Liu et al., 2015). PS se place quasi-exclusivement sur la couche interne de la 
bicouche membranaire et, lors de l’apoptose, les cellules peuvent exposer de la 
phosphatidylsérine sur la couche externe de la membrane plasmique, juste avant d’être 
phagocytées (Fadok et al., 1992). L’intérêt de PS dans les membranes plasmiques a incité des 
chercheurs à la synthétiser pour concevoir des liposomes pour la vectorisation de principes 
actifs. Il peut être utilisé comme complément alimentaire sous forme de capsule, en tant 
qu’ingrédient pour des aliments, dans des formulations cosmétiques sous forme de sel de 
calcium ou dans une émulsion huile dans eau (Liu et al., 2015).  
 
- Phosphatidylglycérol (PG) 
 
Molécule 1-7. Représentation simplifiée du phosphatidylglycérol 
Le phosphatidylglycérol (Molécule 1-7) se retrouve de façon plus rare dans les plantes et ne 
compte que de 1 à 2% des lipides des tissus animaux (Uphoff et al., 2008). Cependant, son 
manque chez certains animaux peut conduire à une détresse respiratoire sévère car il participe 
à la formation du surfactant pulmonaire. Il se retrouve sinon en abondance dans les parois des 
bactéries (Stillwell, 2016b). C’est aussi un précurseur de la cardiolipine.  
 
- Cardiolipine (Phosphatidyldiglycerol) 
 
La cardiolipine est constituée d’un assemblage de deux molécules de phosphatidylglycérol. 
Elle a donc 4 chaînes grasses et deux groupements phosphates. Elle est essentielle pour les 
membranes impliquées dans la phosphorylation oxydative (Hoch, 1992). Elle est très présente 
dans les mitochondries et est impliquée dans l’activation de plusieurs enzymes, notamment 
celles participant aux fonctions respiratoires (Uphoff et al., 2008). 




b. Présence dans les graines végétales 
Dans les cellules végétales, les organites se trouvent dans un cytoplasme séparé du milieu 
extérieur par une membrane. Celle-ci est composée d’une bicouche de lipides amphiphiles 
constitués principalement de phospholipides (Figure 1-7) 
 
Figure 1-7. Structure d’une membrane cellulaire (Image libre de droit issue de « commons.wikimedia.org »). 
Parmi les organites présents dans les cellules végétales des graines oléagineuses, nous 
trouvons principalement des corps lipidiques appelés oléosomes qui sont en général entourés 
d’une membrane avec une monocouche de phospholipides (Figure 1-8, Figure 1-9). 
 
Figure 1-8. Illustration de graines d’arabidopsis (Kanai et al., 2016) en vue normale (A) et en coupe 
microscopique (B). OB : corps lipidique (oil-body) ; PB : corps protéique (protein-body)  





Figure 1-9. Illustration d’un oléosome avec la monocouche de phospholipides représentée (Buchanan et al., 2015)  
Ainsi, les phospholipides vont principalement se retrouver dans des graines oléagineuses 
et/ou comportant une importante surface membranaire. Si nous observons justement le 
marché des huiles végétales (Figure 1-10), il apparait que celui-ci est largement dominé par 
les huiles de palme et de soja, suivies par le colza, le tournesol, l’huile de noyau de palme, 
l’huile d’arachide, de coton, de coprah et d’olive. Il est ainsi intéressant de s’intéresser aux 
phospholipides contenus dans ces différentes graines ainsi que les graines mucilagineuses 
détaillées précédemment. 
 
Figure 1-10. Représentation de la production mondiale (en millions de tonnes) de différentes huiles végétales 





















Malgré la forte consommation et production d’huile de palme au niveau mondial, peu 
d’études ont été référencées concernant l’analyse de la teneur et la composition des 
phospholipides de l’huile extraite du mésocarpe (huile de palme) ou du noyau du fruit (huile 
de palmiste). Les gouttelettes récupérées dans les résidus d’extraction de presses à huile 
seraient concentrées en phospholipides (10% massique de l’huile) et ces derniers seraient 
principalement composés de PG (37%), PE (21%) et PI (11%) avec une prédominance des 
acides palmitiques et oléiques comme pour les triglycérides (Chow et Ho, 2002). Par contre, 
selon une autre étude, les phospholipides ne se trouvent qu’à une concentration de 0,1 à 
0,2mg/g de l’huile extraite du mésocarpe par le mélange habituel chloroforme/méthanol (1 :2 
v/v) (Goh et al., 1982). Ces phospholipides seraient alors majoritairement composés de PC 
avec des concentrations importantes et équivalentes de PE et PI. Si l’acide palmitique est 
l’acide gras le plus commun dans les phospholipides, l’acide linoléique est largement plus 
représenté dans les phospholipides que dans les triglycérides de l’huile. Au contraire du 
palme, le soja a fait l’objet de beaucoup plus d’études concernant ses phospholipides qui 
forment l’essentiel de ceux que l’on peut trouver sur le marché. En effet, avec des 
concentrations allant jusqu’à 2% des graines et 3% de l’huile extraite par solvant, c’est un 
coproduit intéressant à valoriser. Les phospholipides seraient majoritairement à base de PC, 
suivi de PE et PI et seraient principalement composés des acides linoléique, palmitique, 
oléique et stéarique (Liu et Ma, 2011). Cependant, des chercheurs ont pu extraire des 
oléosomes avec une plus forte concentration en PE (Martin et Wilson, 1985). Une revue 
(Szuhaj, 1989) montre ainsi la variabilité des classes de phospholipides et de leur répartition 
en acides gras (Tableau 1-4,Tableau 1-5).  
Tableau 1-4. Composition des phospholipides de soja – extrait d’article (J.P. Cherry et W.H. Kramer, 1989) 
Composant Abréviation 
Gamme de concentrations (%) 
Faibles Intermédiaires Elevées 
Phosphatidylcholine PC 12,0-21,0 29,0-39,0 41,0-46,0 
Phosphatidyléthanolamine PE 8,0-9,5 20,0-26,3 31,0-34,0 
Phosphatidylinositol PI 1,7-7,0 13,0-17,5 19,0-21,0 
Acide Phosphatidique PA 0,2-1,5 5,0-9,0 14 
Phosphatidylsérine PS 0,2 5,9-6,3 
 Lysophosphatidylcholine LPC 1,5 8,5 
 Lysophosphatidylinositol LPI 0,4-1,8 
  Lysophosphatidylsérine LPS 1 
  Acide Lysophosphatidique LPA 1 
  




Tableau 1-5. Composition en acides gras des phospholipides de soja (J.P. Cherry et W.H. Kramer, 1989) 
Acide gras Abréviation Gamme de concentrations (%) 
  
Faibles Intermédiaires Elevées 
Myristique C14:0 0,3-1,9 
  Palmitique C16:0 11,7-18,9 2,5-26,7 42,7 
Palmitoléique C16:1 7,0-8,6 
  Stéarique C18:0 3,7-4,3 9,3-11,7 
 Oléique C18:1 6,8-9,8 17,0-25,1 
 Linoléique C18:2 17,1-20,0 37,0-40,0 55,0-60,8 
Linolénique C18:3 1,6 4,0-6,2 9,2 
Arachidique C20:0 1,4-2,3 
  
 
Tableau 1-6. Concentration en phospholipides de diverses graines, de l’huile extraite des graines et du tourteau 
(lorsque les valeurs sont en pourcentage de phosphore, celles-ci ont été multipliées par 24) – (NT : valeur non trouvée) 
Graine mg/g de graine mg/g d’huile mg/g d’huile (tourteau) 
Arachide 3,6 (Guo et al., 2005) ; 6,2 (Wagner et Wolff, 
1964) ; 5 (Pardun, 1989; Singleton et 
Stikeleather, 1995) 
4-16 (Pasini et al., 2013); 
3-4 (Pardun, 1989), 16 
(Yoshida et al., 2005) 
 
Cameline NT 45 (Belayneh et al., 2017) 
– Avec SC-CO2 + EtOH 
93 (Cansell et al., 
2017) 
Chia NT NT 9(Bushway et al., 
1984) 
Colza 15 (Goraj-Moszora et Drozdowski, 1990; 
Pardun, 1989; Weihrauch et Son, 1983) 
 
21-28 (Hamama et al., 
2003); 
2-5 (Pardun, 1989) 
NT 
Colza (Canola) 15-19 (Goraj-Moszora et Drozdowski, 1990) 
 
NT NT 
Colza 00 10-18 (Goraj-Moszora et Drozdowski, 1990) 
 
NT NT 
Colza (Oléosome) 20 (Tzen et al., 1993a) NT NT 
Coco NT 2 (Krishnamurthy et 
Chandrasekhara, 1983) 
4 (Gopalakrishnan et 
al., 1987) 
Coton 38 (Chernenko et al., 1993) 13-27 (Pardun, 1989)  
Lin 7,5 (Pardun, 1989) 18 (Pardun, 1989) ; 
8,3 (Teneva et al., 2014) 
48-76(Cansell et al., 
2017) 
Olive (graine) 0,2 (Vioque et Maza, 1973) NT NT 
Olive (noyau) 4,1 (Alter et Gutfinger, 1982) NT NT 
Olive (chair) 3,6 (Alter et Gutfinger, 1982) NT NT 
Palme (mésocarpe) NT 1-2(Goh et al., 1982)  
Palme (noyau) NT NT NT 
Ricin ~2 (Elsebaiy et al., 1980) NT NT 
Soja 4,9 (Guo et al., 2005) ; 20,4 (Weihrauch et 
Son, 1983) 
15-25 (Gunstone, 2008); 
18-32 (Pardun, 1989) 
NT 
Tournesol 10,9 (Weihrauch et Son, 1983), 5 (Pardun, 
1989) 
<12 (Gunstone et 
Harwood, 1994); 5-10 
(Pardun, 1989) ; 46,1 
(Yoshida et al., 2001a) 
NT 




Concernant le colza, les concentrations en phospholipides des graines sont légèrement 
plus faibles que pour le soja (1,5% des graines -Tableau 1-6), ce qui explique la plus faible 
disponibilité des phospholipides de colza sur le marché. Le tournesol est une autre graine 
contenant une concentration significative en phospholipides (jusqu’à 1% de la graine). Ces 
derniers sont riches en phosphatidylcholine avec des proportions de classes similaires 
(Tableau 1-7). L’arachide, avec une concentration maximale de 0,6% de phospholipides dans 
la graine et de 1,6% de l’huile est moins exploitable pour cette ressource. Notons que deux 
équipes ont détecté de la phosphatidylsérine dans les oléosomes d’arachide (Inanaga et al., 
1990; Tzen et al., 1993a). Le coton est une autre ressource comparable au soja pour sa 
richesse en phospholipides. Deux études sur les trois référencées par une revue indiquent la 
présence de phosphatidylsérine (Frank, 2013). Concernant l’huile de coprah, celle-ci contient 
très peu de phospholipides (0,2%), encore une fois majoritairement composés de PC. Le 
noyau ou la chair de l’olive contiennent environ 0,4% de phospholipides avec toujours une 
prédominance de PC et du PS retrouvé cependant dans la chair.  
Au sujet des graines à mucilage, notons une concentration très importante de 
phospholipides dans l’huile extraite des graines et l’huile extraite de tourteaux de caméline 
par le CO2 supercritique en présence d’éthanol (quasi-exclusivement PI). Cette concentration 
est un peu inférieure dans l’huile extraite de tourteaux de lin. Pour le tourteau de chia, l’étude 
considère des paramètres différents mais la quantité de phospholipides trouvée est cependant 
très inférieure. L’huile extraite des graines par pressage contient en général peu de 
phospholipides, ces derniers ne s’exprimant pas facilement avec l’huile. D’après les résultats 
précédents, il est possible de constater un manque évident de données concernant la teneur en 
phospholipides de certaines graines comme la caméline et la chia.  
L’observation des classes de phospholipides montre parfois des variations importantes 
pour une même espèce, comme l’exemple du lin peut le montrer avec une composition 
relative en PC qui peut aller du simple au double selon les études (Tableau 1-7). Cette 
variabilité peut s’expliquer par les génotypes mais aussi par des conditions d’extraction, de 
traitement ou de récolte différents. Cependant, la prédominance de la phosphatidylcholine se 
retrouve dans quasiment tous les cas avec ensuite PE et PI en proportions variables. Les autres 
classes sont en général minoritaires même si la concentration importante de 
phosphatidylsérine dans la graine de coton des deux variétés étudiées en 1970 par l’équipe de 
Nockrashy et Frampton est remarquable (Nockrashy et Frampton, 1970).  




Tableau 1-7. Classes de phospholipides dans différentes graines (N.I : non identifiés ; C.L. : corps lipidique ; LP : 
Lysophospholipide) 
Graine PC PE PI PA PG PS DPG LP N.I Références 
Arachide 66 13 16 2 3     (Singleton et Stikeleather, 
1995) 
Arachide 51 17  2 2 17    (Inanaga et al., 1990) 
Arachide (C.L) 62 5 8   25    (Tzen et al., 1993a) 




5  1    (Mansour et al., 2014) 
Caméline 22 4 74       (Belayneh et al., 2017) 
Coco 35 25 19 3    8  (Krishnamurthy et 
Chandrasekhara, 1983) 
Colza 40 23 12 7     18 (Deleu et al., 2010) 
Colza HO 33-49 24-30 13-16 12-23      (Abidi et al., 1999) 
Colza printemps 30-59 20-65 5-30       (Beermann et al., 2003) 
Colza hiver 58-74 13-28 13-16       (Ambrosewicz-Walacik et 
al., 2015) 
Colza 42 28 21 2 5   2  (Goraj-Moszora et 
Drozdowski, 1990) 
Colza (C.L) 60 6 14   20    (Tzen et al., 1993a) 
Colza 00 57 17 18 2 4   3  (Goraj-Moszora et 
Drozdowski, 1990) 
Coton GHerb 42 7 14   13  17  (Nockrashy et Frampton, 
1970) 
Coton GHIGlanded 37 22 111   14  8  (Nockrashy et Frampton, 
1970) 
Coton (C.L) 59 5 18   19    (Tzen et al., 1993a) 
Coton (C.L)  35 21 34 4      (Chapman, 1991) 
Lin (C.L) 57 3 7   33    (Tzen et al., 1993a) 
Lin 35 11 38 7   4   (Teneva et al., 2014) 
Lin 18 28 26 2 11     (Herchi et al., 2012) 
Olive (chair) 49 5 18   7    (Alter et Gutfinger, 1982) 
Palmier à huile 27 21 32 (+PS)  20 32 
(+PI) 
   (Chow et Ho, 2002) 
Palmier à huile 34-35 22-26 21-25  5-7    7-8 (Kulkarni et al., 1991) 
Tournesol 54 14 32       (Yoshida et al., 2001b) 
Tournesol 56 12 7 4 4 2    (Elsebaiy et al., 1980) 
Tournesol 61 19 20       (Guo et al., 2005) 
Tournesol (C.L) 79 13 8 0      (Millichip et al., 1996) 
Soja 32 20 14  16  18   (Omogbai, 1990) 
Soja (C.L) 15 29 25  1  6   (Martin et Wilson, 1985) 
Soja (C.L) 58 15 14 13      (Simpson et Nakamura, 
1989) 
Soja (C.L) 57 13 16 10 3     (Simpson et Nakamura, 
1989) 
Soja 22 14 12 6 2   3 4 (Gunstone, 2008) 
Soja 54 30 17       (Guo et al., 2005) 




Concernant la composition en acides gras des phospholipides extraits (Tableau 1-8), les 
valeurs peuvent encore une fois varier selon les mêmes paramètres que précédemment. 
Cependant, des chaînes à 16 ou 18 atomes de carbone sont très majoritairement rencontrées.  
 
Tableau 1-8. Répartition des acides gras des phospholipides de plusieurs graines (N.I. : non identifié, J.A.F : 
jours après floraison) 
 14 :0 16 :0 16 :1 18 :0 18 :1 18 :2 18 :3 20 :0 20 :1 22 :0 N.I.  
Arachide 0,9 14 0,6 5 52 22  15 6 38 6 (Offem et al., 1993) 
Arachide  25 3 4 33 35      (Singleton et Pattee, 1981) 
Coton  25   33 42      (Vijayalakshmi et Rao, 1972) 
Coton 1 33  4 16 46      (Chernenko et al., 1983) 
Colza (Hiver) 0,1 6 0,3 1,5 58 20 8 1 1 0,3 4 (Beermann et al., 2003) 
Colza (Printemps) 0,1 5 0,3 2 57 19 9 0,6 2 0,4 5 (Beermann et al., 2003) 
Colza (lécithine)  7  1 56 25 6    5 (van Nieuwenhuyzen et 
Tomás, 2008) 
Palme  38  1 37 32      (Goh et al., 1982) 
Palme   29  18 29 17      (Kulkarni et al., 1991) 
Soja 0,1 18 0,4 4 5 63 9    1 (Yoshida et al., 1997) 








 8  7 56 29      (Millichip et al., 1996) 
Caméline  12  6 17 22 29  13  3 (Kirkhus et al., 2013) 
Caméline  8  3 15 20 34 13 2  3 (Belayneh et al., 2018) 
Caméline  14  4 36 29 12  1,7  3,3 (Mansour et al., 2014) 
Caméline (tourteau)  18  6,5 24 28 16 0,2 2  5 (Cansell et al., 2017) 
Chia 9 16 5 8 30 10 13   2 3 (Bushway et al., 1984) 
Lin  20  2 28 30 20     (Herchi et al., 2012) 
Lin (tourteau)  18  7 24 36 11 0,1 0,3  3 (Cansell et al., 2017) 
L’acide linolénique, généralement majoritaire dans les triglycérides des huiles de lin et de 
chia n’est que peu représenté dans les acides gras des phospholipides. Si les données 
concernant les classes de phospholipides sont associées à leur composition en acides gras, il 
ressort qu’à cause des variabilités intra-espèces, il est difficile d’exprimer des différences 




significatives entre les graines mais plutôt des tendances. D’après une équipe de recherche 
(Teneva et al., 2014), les phospholipides du lin seraient principalement composés de PC (26-
43%) et PI (36 à 40%) avec comme acides gras majeurs C18 :0 et C18 :1. Cependant, une 
autre équipe (Herchi et al., 2012) a déterminé que PE et PI sont les classes majoritaires et les 
principaux acides gras représentés sont C16:0, C18:1 et C18:2 avec assez peu de C18:3 qui 
est pourtant un acide gras majeur de l’huile.  
Concernant la caméline, selon une équipe (Mansour et al., 2014), PC est le phospholipide 
majoritaire mais pour une autre (Belayneh et al., 2017), il s’agit de PI avec une forte 
variabilité en fonction des conditions d’extraction sous CO2 supercritique en présence 
d’éthanol. PC comprend surtout des combinaisons 18:2/18 :2 et 18 :1/18 :2 (Buré et al., 
2016). Selon l’équipe de Maged Mansour (Mansour et al., 2014), l’acide oléique serait plus 
représenté que l’acide linoléique et linolénique mais selon celle de Bente Kirkhus (Kirkhus et 
al., 2013), dans l’huile, la composition en acides gras des phospholipides est dans l’ordre 
inverse avec tout d’abord l’acide linolénique, puis linoléique et enfin oléique.  
Dans le ricin, étrangement, la bibliographie indique l’absence de l’acide ricinoléique de la 
composition des phospholipides (Kondoh et Kawabe, 1975). Les acides gras majoritaires 
étant, dans l’ordre, l’acide linoléique, oléique et palmitique. Les classes PC, PE et PI semblent 
équivalentes.  
 Dans la chia, les acides gras principaux des phospholipides seraient l’oléique, le 
linolénique et le palmitique (Bushway et al., 1984). 
1.3. Extraction des phospholipides végétaux 
Les phospholipides sont en général des sous-produits issus du raffinage de l’huile extraite 
à partir de graines oléagineuses. Si la très grande majorité des phospholipides commerciaux 
provient du soja, les technologies ont également été mises au point pour le colza et le 
tournesol. Cependant, il est rare de trouver mention d’un rendement d’extraction dans les 
références bibliographiques, les protocoles s’intéressant davantage à la concentration 
résiduelle de phospholipides dans l’huile dégommée. Le mode d’obtention de l’huile a alors 
une grande importance. Selon que celui-ci fasse appel à un pressage mécanique, une 
extraction par solvant organique ou un mélange des deux, la quantité de phospholipides dans 
l’huile pourra être très différente. Concernant le soja, la très grande majorité des extractions 
d’huile se fait par solvant.  




1.3.i. Extraction par solvant 
a. Extraction par hexane  
L’hexane est un solvant totalement apolaire qui extrait parfaitement les triglycérides et 
peut être utilisé aussi pour l’extraction de phospholipides non hydratés. Ainsi, dans un brevet 
de 2008 (Sunder, 2008), ce solvant est utilisé pour extraire la lécithine de soja. Cependant, ce 
brevet indien ne fait nullement mention du rendement d’extraction des phospholipides mais 
plutôt de la composition de la lécithine extraite et purifiée. Ainsi, le rendement d’extraction en 
phospholipides est plus important si la quantité d’hexane augmente (Nash et Frankel, 1986) 
mais une extraction au soxhlet avec 5% d’acide acétique ajoutés à l’hexane permet 
d’augmenter par trois le rendement d’extraction des phospholipides par rapport à l’hexane 
seul (0,75% contre 0,24% de la masse des flocons de soja) (Bhagya, 1992). Un autre brevet 
(Snyder, 2004) montre qu’une farine de soja permet une meilleure extraction d’huile que des 
flocons mais qu’une augmentation de l’humidité de 4 à 9% permet d’augmenter grandement 
la quantité de phospholipides extraits par l’hexane. 
b. Extraction par éthanol 
Des chercheurs ont effectué des essais d’extraction d’huile de soja avec de l’éthanol à 
différents grades (Arnold et Choudhury, 1962). L’éthanol le plus pur permet d’extraire, sur un 
broyat de graines (600mL pour 100g d’échantillon), environ 19g de lipides. Cependant, dans 
cette extraction, des composés solides sont aussi extraits et sont traités par du diéthyl éther. 
Au total, l’huile de soja extraite contient 3,3% de phospholipides, (ce qui fait 0,63% du 
broyat) et ainsi un rendement proche de celui obtenu par un mélange hexane et acide acétique. 
c. Extraction par CO2 supercritique et éthanol 
Le CO2 supercritique, de par une très faible tension de surface et une haute diffusivité, 
pénètre facilement dans la matière organique. C’est généralement un bon solvant pour les 
composés non polaires. Utilisé seul, il solubilise assez peu les phospholipides mais, utilisé 
avec de l’éthanol, il permet d’obtenir une fraction enrichie en phospholipides. L’équipe de 
Luigi Montanari (Montanari et al., 1999) a ainsi fait une extraction avec tout d’abord du CO2 
supercritique seul sur des flocons de soja pour extraire l’huile (principalement triglycérides) et 
du CO2 supercritique additionné d’éthanol sur les flocons partiellement délipidés de soja 
(FDS) pour extraire les phospholipides. A 70°C et 68,9 MPa, ils obtiennent une quantité de 




phospholipides extraits (1,08% des FDS) légèrement supérieure à celle obtenue par un 
mélange de solvants benzène, éthanol et éther de pétrole (réactif de Bollmann) (0,97 % des 
FDS). Ces valeurs sont supérieures à celles obtenues par l’hexane, hexane/acide acétique et 
l’éthanol. 
d. Extraction par mélange acétate d’éthyle/éthanol 
Le mélange acétate d’éthyle/éthanol est un mélange actuellement utilisé pour remplacer le 
couple si connu méthanol/chloroforme utilisé dans les protocoles d’extraction d’huile de 
Folch ou Bligh and Dyer (Breil et al., 2017). Il permet d’avoir un rendement d’extraction 
lipidique sur des levures à peine moins important que l’extraction de Folch. Cependant, son 
utilisation dans le cas de l’extraction des phospholipides de graines n’a pas encore été 
effectuée selon la littérature.  
1.3.ii. Extraction par pressage mécanique  
Lors du pressage des graines, les composés liquides s’écoulent d’autant plus facilement 
qu’ils ont des liens faibles avec les matrices solides les contenant et que leur point de fusion et 
point d’écoulement sont bas. Il est ainsi évident que les valeurs des contraintes mécaniques et 
de la température de pressage auront une forte influence sur la quantité de liquide extraite 
(Evon et al., 2013; Kartika et al., 2005). Les lipides neutres, contenus dans des oléosomes, ont 
un comportement de liquide newtonien et peuvent s’extraire assez facilement comme le 
contenu de poches qui explosent sous la contrainte. Cependant, les phospholipides, s’ils sont 
liquides individuellement à la température d’extraction, sont organisés généralement sous 
forme de monocouches (oléosomes) ou bicouches (membranes) et ont donc un comportement 
viscoélastique avec également des interactions protéines / phospholipides / carbohydrates.  
Yingzi Wu et Tong Wang (Wu et Wang, 2003) comparent les classes et la composition en 
acides gras des phospholipides de soja extraits avec un extrudeur et une monovis et avec de 
l’hexane à 60°C. Si peu de différences de composition des phospholipides sont observées 
avec ces deux voies d’extraction, il n’est pas ici fait mention de différences de rendement 
d’extraction. L’équipe de Maud Cansell (Cansell et al., 2017) montre que l’huile contenue 
dans un tourteau obtenu après pressage non chauffé de différentes graines (cameline, lin, 
sésame…) est enrichi en phospholipides avec entre 6 et 9% de phospholipides dans l’huile 
extraite du tourteau de cameline et entre 5 et 8% de phospholipides dans l’huile extraite du 
tourteau de lin. Enfin, une autre équipe (Ambrosewicz-Walacik et al., 2015) montre que la 




teneur en phospholipides d’une huile extraite par pressage va fortement varier en fonction du 
conditionnement des graines et de la température de pressage.  
Tableau 1-9. Teneur en phospholipides de plusieurs huiles de colza en fonction de leur traitement et de 
différentes références (tableau adapté et corrigé de l’article de Ambrosewicz-Walacik et al., 2015). 
Type/Origine de l’huile de colza 
Teneur en 
PL de l’huile 
extraite (%) 
 
Graines pressées à froid (<55°C) 0,029 (Cvengroš et al., 1999) 
Graines pressées à 80-90°C 0,0252 
(Prior et al., 1991) 
Graines pressées à 90-100°C 0,0324 
Graines préchauffées à 80°C/30 min, pressées à 105-110°C 0,0442 
Graines préchauffées à 100°C/30 min, pressées à T<105°C 0,0834 
Graines préchauffées à 100°C/30 min, pressées à 105-127°C 0,1284 
Pressage sur flocons de graines préchauffées 0,54 (Przybylski et Eskin, 
1991) 
 
Pressage sur graines entières préchauffées 0,63 
Huile Brute 0,57 
(Szydlowskaczerniak, 
2007) 
Huile Neutralisée 0,04 
Huile Blanchie 0,02 
Huile raffinée 0,02 
 
Ainsi, de grandes variabilités apparaissent dans les teneurs en phospholipides d’huiles 
obtenues par pressage (Tableau 1-9). Cependant, autant certains résultats sont détaillés (Prior 
et al., 1991), autant d’autres (Przybylski et Eskin, 1991; Szydlowskaczerniak, 2007) 
proviennent d’huiles dont les conditions d’obtention sont mal précisées. D’après le Tableau 
1-9, il semble qu’un préchauffage des graines de même qu’une température élevée de 
fourreau permette une meilleure extraction des phospholipides. Plusieurs protocoles 
d’extraction des phospholipides sont alors utilisables à partir d’une huile extraite par pressage, 
selon que ceux-ci se déroulent en mode batch ou continu (Liu et Ma, 2011). En mode batch, 
l’extraction se fait tout d’abord par une filtration des impuretés de l’huile et une phase de 
préchauffage de l’huile à 80°C. Ensuite, en fonction de la quantité de phospholipides estimée 
dans l’huile, une certaine quantité d’eau est rajoutée, en général 3,5 fois la quantité de 
phospholipides. L’eau ajoutée est souvent chauffée et peut être utilisée seule ou avec l’ajout 
de sels. De même, elle peut être ajoutée en une fois ou graduellement. Le milieu est agité 
rapidement au début et plus lentement lorsque des ensembles commencent à précipiter. La 
phase surnageante est alors de l’huile raffinée tandis que la phase précipitée contient les 
phospholipides hydratés. Ces phospholipides peuvent être déshydratés partiellement ou 




totalement par chauffage à 80°C et mise sous vide. Un solide ou une pâte de couleur marron 
est alors récupérée. Elle peut être blanchie avec un traitement à l’eau oxygénée. Cependant, 
elle contient encore beaucoup de lipides neutres et peut être purifiée d’avantage selon les 
besoins. Cette purification est généralement réalisée avec l’acétone, un solvant dans lequel les 
phospholipides sont peu solubles au contraire de l’eau et des lipides neutres. Dans un exemple 
d’utilisation (Liu et Ma, 2011), l’acétone en large excès (10 fois la masse du concentrat de 
phospholipides) est ajoutée. Après agitation et sédimentation, la phase supérieure est 
éliminée et encore trois autres lavages sont réalisés avec un rapport 5:1 d’acétone. Le 
précipitat de phospholipides est alors centrifugé et encore une masse d’acétone double de 
celle du concentrat est ajoutée. Après centrifugation, le précipitat contient encore de 
l’acétone et est alors séché. Il est étonnant de ne pas trouver de mention de température dans 
cette étape de purification, celle-ci ayant une grande importance dans la solubilité des 
différents composants dans l’acétone. En mode continu, l’huile est chauffée à 80°C et 
centrifugée avant d’être additionnée de 2% d’eau (m/m) à 80°C. L’huile dégommée et le 
sédiment sont centrifugés et le sédiment est envoyé dans un évaporateur à film mince pour 
être séché à moins de 1% d’humidité.  
1.4. Oxydation des phospholipides 
Il existe de très nombreux systèmes oxydants pour les phospholipides (Reis et Spickett, 
2012), que ce soit avec des couples métaux/eau oxygénée, composés azoïques, avec activation 
avec les ultraviolets mais aussi des oxydants enzymatiques.  
Auto-Oxydation 
En 1980, des chercheurs ont laissé une solution de 1-palmityl, 2-linoleylphosphatidylcholine 
s’évaporer jusqu’à former un film mince. Celui-ci a ensuite été exposé à un courant d’air sec 
pendant 16 heures. Plusieurs composés d’oxydation sont alors détectés par CCM, CLHP et 
des peroxydes sont identifiés avec l’apparition de diènes conjugués (Porter et al., 1980). Leur 
formation serait due à une réaction en chaîne radicalaire. 
R-O-O
-




  L-O-O• 
Ils trouvent alors, comme composés (notation sur la chaîne linoléique) : 9-cis, 11-trans, 13-
hydroperoxy ; 9-trans, 11-trans, 13-hydroperoxy ; 10-trans, 12-cis, 9 hydroperoxy et 10-trans, 




12-trans , 9-hydroperoxy. Dans leur étude, les auteurs ont ensuite réduit les hydroperoxydes 
avec de la triphénylphosphine pour obtenir des phospholipides monohydroxylés. Concernant 
justement l’oxydation de l’acide linoléique, tous modes d’oxydation confondus, si 
l’hydroperoxyde peut se former au niveau des carbones 8, 9, 10, 11, 12, 13 et 14, la 
bibliographie indique une prépondérance de références concernant la position 13 (1103 
références au 26 mars 2019) et la position 9 (576 références au 26 mars 2016) par rapport aux 
autres positions, les positions 11 et 14 étant très peu mentionnées. Dans les deux cas 
favorisés, la migration de l’insaturation provoque l’apparition d’une conjugaison avec une 
liaison cis et l’autre trans.  
 Avec initiateurs de radicaux 
 
Figure 1-11. Processus d’oxydation de la chaîne grasse d’un phospholipide (LH) après attaque par des espèces 
réactives à base d’oxygène (ROS) ou d’azote (RNS) – MPO : myeloperoxidase, LOX : lipoxygénase, COX : 
cyclooxygénase (Reis et Spickett, 2012). 
Dans le cas de la peroxydation radicalaire, la Figure 1-11 montre un grand nombre de 
voies menant à des hydroperoxydes, peroxydes et des produits de scission. La chaîne grasse 




LH est attaquée par un radical libre et perd un hydrogène. La réaction radicalaire peut se 
propager alors de différentes façons. L’addition de molécules de dioxygène peut se faire 
plusieurs fois sur les chaînes polyinsaturées. Dans les chaînes insaturées, les atomes 
d’hydrogènes situés sur les groupes –CH2- adjacents aux doubles liaisons sont relativement 
labiles et peuvent assez facilement partir avec une attaque radicalaire, donnant une espèce 
radicale. Une étude de 1994 révèle qu’avec un initiateur de radicaux hydrosolubles, 
l’hydroperoxydation de phosphatidylcholine ou phosphatidyléthanolamine ne présente pas de 
grandes différences, la nature des acides gras jouant un plus grand rôle que la nature de la tête 
polaire (Yazu et al., 1994). Plusieurs autres études d’oxydation des phospholipides peuvent 
être citées, que ce soit avec H2O2 seul, avec des catalyseurs comme FeCl2 au travers de la 
réaction de Fenton (Megli et Russo, 2008) : 
Fe 
2+
 + H2O2 → Fe 
3+













mais aussi avec l’utilisation d’initiateurs de radicaux azoïques :  
AMVN : 2,2'-azobis(2,4-dimethyl-valeronitrile) (Shvedova et al., 2001) 
MeOAMVN : 2,2'-azobis(4-methoxy-2,4-dimethylvaleronitrile) (Mazari et al., 2010), 
AAPH : 2,2-azobis(2-amidinopropane)dihydrochloride (Kawai et al., 1999; Wang et al., 
1995). 
Avec enzymes et bactéries 
L’oxydation enzymatique d’acides gras est connue depuis de nombreuses années. Citons 
par exemple deux études utilisant une lipoxygénase de soja pour oxyder l’acide linoléique 
(Iacazio et al., 1990; Nor et al., 2003). Ils forment alors principalement l’acide 9,-cis, 11-
trans 13-hydroperoxylinoléique. Ce dernier est ensuite réduit par du NaBH4. D’autres 
chercheurs ont oxydé l’acide oléique par Pseudomonas sp. 42a2 pour former un 
hydroperoxyde (acide 10-hydroperoxy-8-octadecenoique) un monohydroxyle (acide 10-
hydroxy-8-octadecenoique) et un dihydroxyle (acide 7,10-8-octadécénoique) (Guerrero et al., 
1997). Le champignon Gaeumannomyces graminis a aussi pu convertir l’acide linoléique en 
acide 8-hydroxylinoléique et acide 7,8 dihydroxylinoléique (Brodowsky et Oliw, 1992). 30mg 
de mycelia ont été incubés avec 2µg d’acide linoléique dans 0,8 mL de tampon borate 
pendant 30 minutes dans une atmosphère de 
18
O2. En fait, c’est une action en deux étapes avec 
une action de dioxygénase puis une peroxydase et une hydroperoxyde isomérase.  




Avec l’oxygène singulet 
Le dioxygène possède plusieurs états excités singulet, de plus haute énergie que l’état 
triplet. Rappelons que la multiplicité de spin se calcule sous la forme 2S+1 où S est le 
moment angulaire de spin. L’état singulet correspond à une multiplicité 1 et l’état triplet à une 





Figure 1-12. Représentation d’états excités du dioxygène 
Le deuxième état excité, 
1Σ+g a une configuration électronique identique à celle de l’état 
fondamental sauf que les deux électrons ont des spins opposés. L’état 
1Δg est relativement  
stable, pouvant rester jusqu’à 1ms en solution (Merkel et Kearns, 1972a). Dans cet état, 
l’oxygène est plus oxydant, plus électrophile notamment et peut donc facilement réagir avec 
des liaisons insaturées. Il est donc adapté à la formation de composés peroxydés. Cet état 
singulet est cependant transitoire et nécessite des conditions adéquates pour pouvoir perdurer 
assez longtemps pour interagir avec les substrats à oxyder. La vitesse de disparition de 
l’oxygène singulet dans différents solvants (Kochevar et Redmond, 2000) est indiquée ci-
dessous (Tableau 1-10). 




Eau 3 x 10
5
 
Méthanol 9,6 x 10
4
 
Ethanol 6,7 x 10
4 
Benzène 3,1 x 10
4
 
Acétonitrile 1,5 x 10
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D’après le Tableau 1-10, l’oxygène singulet a une décroissance rapide dans l’eau par 
rapport aux autres solvants. Notons l’acétonitrile qui possède une vitesse assez lente et est 
moins toxique que le chloroforme ou le benzène. La production d’oxygène singulet peut se 
faire de diverses façons. Une voie courante est la dismutation de l’eau oxygénée avec l’aide 
de catalyseurs, citons notamment les ions molybdates (Aubry et Cazin, 1988; Boehme et 
Brauer, 1992) 



























Une autre voie est la photosensibilisation d’un composé colorant. Il en existe plusieurs dont 
les plus courants sont l’éosine, le rose de Bengale et le bleu de méthylène (Molécule 1-8).  
 Bleu de méthylène 
  Rose de Bengale 
  Eosine 
Molécule 1-8. Représentation de trois photosensibilisateurs courants 




L’excitation du photosensibilisateur est assurée par une source de lumière. Celle-ci va porter 
le photosensibilisateur à un état excité singulet Sn. Il va alors se relaxer jusqu’à l’état de plus 
faible énergie, S1. Une conversion intersystème génère un état triplet T1 de plus grande durée 
de vie que S1. La Figure 1-13 présente l’exemple du bleu de méthylène. 
 
Figure 1-13. Représentation de la photosensibilisation avec le bleu de méthylène 
Rappel : La conversion intersystème est une transition à énergie constante d’un état singulet 
vers un état triplet. L’inversion de spin qui en résulte est rendue possible par un couplage 
spin-orbite fort, ce qu’on retrouve principalement dans des molécules avec des atomes lourds. 
La durée de vie de l’état T1 va lui permettre de réagir de deux façons possibles.  
Mécanisme de type I. 
Dans ce cas, un transfert d’électron ou une déhydrogénation entre un état excité du 
photosensibilisateur et le substrat va produire des radicaux libres. Ces derniers peuvent alors 
réagir avec l’oxygène pour former des anions radicaux O2
•-
 Ce mécanisme nécessite une 









Etat excité triplet (T1) 
Etat singulet 
excité (S1) 


























Mécanisme de type II. 
Dans ce cas, une collision entre le photosensibilisateur et de l’oxygène sous forme 
triplet va amener ce dernier à l’état singulet par transfert d’énergie. L’oxygène singulet une 
fois produit va pouvoir réagir avec des molécules insaturées. Concernant l’acide linoléique 
(Figure 1-14) :  
 
Figure 1-14. Mécanismes réactionnels simplifiés de la réaction entre l’acide linoléique et l’oxygène singulet 
De très nombreux exemples de peroxydation des phospholipides par photosensibilisation 
sont disponibles dans la littérature. En 1981, une équipe a analysé les hydroperoxides formés 
par l’oxydation de la phosphatidylcholine avec de l’oxygène singulet (Terao et al., 1981). 
100mg de dilinoleylphosphatidylcholine ont été dissous dans 5mL de méthanol avec 0,1 mM 
de bleu de méthylène. Le milieu a ensuite été illuminé par une lampe de tungstène 30W 
pendant 12 heures avec une intensité de 10mW/cm². Deux fractions sont alors obtenues, l’une 
contenant 2 hydroperoxylinoleates et l’une contenant à la fois un hydroperoxylinoleate et un 
linoléate non oxydé. Les quatre isomères de position 9-, 10-, 12-, 13- étaient représentés avec 
cependant une prédominance des positions 9 et 13 (ratios 9- :10- :12- :13-  = 34 :16 :16 :34). 
Des chercheurs ont comparé le rendement de formation d’oxygène singulet permise par 
plusieurs photosensibilisateurs, comme le bleu de méthylène, l’érythrosine, 













R1 = -(CH2)6COOH 
R = -(CH2)2CH3 




l’oxydation d’esters d’acides gras polyinsaturés en considérant un mécanisme de type II 
(Chacon et al., 1988). Pour le linolénate de phényle, quel que soit le photosensibilisateur 
utilisé, la sélectivité est identique avec les peroxydes situés préférentiellement en positions 9 
et 16 (9-OOH et 16-OOH : 20,5-22% et 26,5-31,2% respectivement alors que les positions 10, 
12, 13 et 15 représentent chacune entre 10 et 14%). Sinon, le bleu de méthylène a un 
rendement de formation d’oxygène singulet équivalent à l’hématoporphyrine et l’érythrosine 
mais a une moindre cinétique de décomposition que les autres photosensibilisateurs testés 
dans le méthanol. Plusieurs revues permettent de comparer le rendement d’oxygène singulet 
entre plusieurs photosensibilisateurs (Kochevar et Redmond, 2000; Redmond et Gamlin, 
1999; Tanielian et al., 1984) (Tableau 1-11). 
Tableau 1-11. Comparaison du rendement d’oxygène singulet entre plusieurs photosensibilisateurs 
Sensibilisateur Rendement d’oxygène singulet Solvant 
Bleu de méthylène  0,42-0,49 (Spiller et al., 1998) Ethanol  
Bleu de méthylène 0,50 ( Tanielian et al., 1984) Méthanol 
Bleu de méthylène 0,52 (Usui et Kamogawa, 1974) Eau 
Rose de Bengale 0,68 (Gottschalk et al., 1986) , 0,79 (Spiller et al., 
1998) 
Ethanol 
Rose de Bengale 0,76 (Neckers, 1989)  
0,79 (Gollnick, 2007; Merkel et Kearns, 1972b) 
Méthanol 
Rose de Bengale 0,75(Gandin et al., 1983) Eau  
Tétraphénylporphyrine 0,88-0,89 ( Tanielian et al., 1984) Benzène, 
Toluène  
Eosine 0,42( Tanielian et al., 1984) Méthanol  
Eosine 0,42 (Tanielian et al., 1984) Ethanol 
Chlorophylle 0,60 (Battino, 1981) Benzène  
Chlorophylle 0,68(Battino, 1981) Toluène 
Rubrène 0,90 (Tanielian et al., 1984b) Benzène  
Erythrosine B 0,63 (Gandin et al., 1983) Eau 
Erythrosine B 0,69 (Gandin et al., 1983) Ethanol 
Riboflavine 0,47 (Chaon et al., 1987) Méthanol 
Les exemples de photosensibilisateurs ci-dessus ont des absorptions importantes dans le 
visible du fait de la présence d’hétéroatomes et de cycles conjugués. Les avantages du bleu de 
méthylène par rapport à d’autres photosensibilisateurs sont son rendement d’oxygène singulet 




important, sa grande solubilité dans l’eau et l’éthanol, sa stabilité chimique et son plus faible 
nombre d’atomes. Concernant les lipides et a fortiori les phospholipides, les 
photosensibilisateurs les plus utilisés sont le bleu de méthylène et le rose de Bengale.  
Bleu de méthylène 
Si le comportement du bleu de méthylène est analysé dans des solvants de différentes 
polarités, il apparait que son absorbance est plus importante dans l’éthanol puis le méthanol, 
l’eau et l’isobutanol avec un pic se situant respectivement à 678, 676, 667 et 685 nm 
(Mahmood et al., 2013). L’éthanol apparait ainsi comme un solvant de choix pour l’utilisation 
du bleu de méthylène comme photosensibilisateur. Le bleu de méthylène peut cependant être 
de même oxydé et perdre en absorption en fonction des composés qu’il va former en solution. 
Selon une étude assez ancienne (Marshall, 1976), plusieurs colorants pourraient être produits 
par l’oxydation du bleu de méthylène (Tableau 1-12). La décoloration du bleu de méthylène 
interviendrait à cause d’une interaction entre les groupes hydroperoxydes et l’état triplet du 
photosensibilisateur (Tanielian et al., 1992). Une lyse de l’hydroperoxyde produirait des 
radicaux qui interviendraient à la fois dans la décoloration du colorant et la scission de la 
chaîne du substrat (polybutadiène dans leur exemple). Selon une autre étude, la décoloration 
du bleu de méthylène interviendrait par sa réduction au travers de l’hydrogène porté par les 
fonctions –OOH. Ainsi : 
LOOH + MB  LOO• + MB-H , la forme MB-H n’étant plus colorée dans ce cas, ce 
serait la forme 13-OOH de l’acide linoléique qui serait préférentiellement responsable du don 
d’hydrogène (Toyosaki, 1996).  
Tableau 1-12. Principaux produits d’oxydation du bleu de méthylène 
Composé  
Thionolines 




Selon que R1 – R4 sont des méthyles ou des 
hydrogènes, plusieurs composés sont possibles  
  
  




1.5. Perméabilité des bicouches lipidiques. 
Au sein d’un liposome, les composés polaires sont solubilisés dans la phase interne tandis 
que les composés apolaires se retrouvent à l’intérieur de la bicouche phospholipidique. Celle-
ci est alors la membrane gouvernant les phénomènes de diffusion des différents types de 
composés (ions, eau, composés polaires et composés apolaires). Dans la membrane cellulaire, 
rappelons que les trois classes principales de lipides sont les phospholipides, les 
sphingolipides et le cholestérol avec des protéines dans un rapport protéines/lipides de 1/40.  
Deux modes de transport sont à l’œuvre :  
- le transport actif qui fait intervenir des « transporteurs » interagissant avec différentes 
parties de la membrane cellulaire pour permettre la diffusion de composés par un 
apport d’énergie métabolique. 
 
- le transport passif pour lequel la diffusion au travers de la membrane ne nécessite pas 
d’énergie mais est le résultat de gradients électriques ou de concentration.  
Seul le transport passif de molécules à travers des bicouches phospholipidiques sera 
détaillé. Plusieurs données expérimentales de perméabilités peuvent déjà être mentionnées 
(Tableau 1-13, Tableau 1-14). Ces valeurs indiquent une perméabilité très importante des gaz 
comme l’oxygène et le gaz carbonique, une perméabilité bien plus faible de l’eau mais 
supérieure à celles de l’urée et du glycérol. Le glucose se situe bien en dessous de ces 
dernières valeurs mais les composés possédant les plus faibles perméabilités sont les ions, 
exception faite du proton H
+
. Plusieurs modèles physiques ont été développés pour rendre 
compte du transport de solutés à travers une membrane de phospholipides. Certains sont plus 
adaptés à certains types de solutés ou de phospholipides. En effet, les perméabilités d’une 
petite molécule hydrophile, hydrophobe, chargée, d’un ion ou d’une molécule plus grosse ne 
font pas forcément intervenir les mêmes mécanismes. Au cours des dernières années, la 
modélisation moléculaire a permis de corroborer les observations expérimentales et les 
modèles postulés précédemment.  
a. Modèle de solubilité – diffusion. 
Un des premiers modèles est celui de la solubilité/diffusion qui considère que la 
perméabilité va être directement corrélée au coefficient de partage du soluté entre l’eau et la 
bicouche. Une fois solubilisé dans la bicouche, le soluté diffuse avec un certain coefficient. 








Tableau 1-14. Perméabilité de divers solutés mesurée dans quelques bicouches lipidiques (en cm/s) 
Composé Membrane/Vésicule 
artificielle 
PC ou Lécithine d’œuf (EPC ou EL) DOL PC Courte chaîne (20 Å) PC Chaîne longue (37,5 Å) 
O2 23 (Subczynski et al., 1989)     
CO2 0,35 (Gutknecht, 1988)     
Urée 10
-6
 (Finkelstein, 1976; Orbach, 1980) 4x10
-6 
(Nitsche et Kasting, 2013) (EL/EPC) ; 
3,6x10
-6
 (Gallucci et al., 1971) 
 3,4x10
-6 
(Paula et al., 1996) 
6,0x10
-7 
(Paula et al., 1996) 
Glycérol 10
-6
 (Finkelstein, 1976; Orbach, 1980) 5,4x10
-6
 (EL) (Nitsche et Kasting, 2013)  
5,7x10
-6
 (Gallucci et al., 1971) 
 6,2 x10
-6 
(Paula et al., 1996) 
1,1x10
-6 








(Terashima et al., 1999)  
3x10
-11
 (Brunner et al., 1980)    
K
+
   3,5x10
-12
 à 303K 
(Paula et al., 1998, 1996) 
1,5x10
-10 
(Paula et al., 1996) 
1,7x10
-12 





à 277K (Hauser et al., 1973)  12,1x10
-9
 à 303K  
















 (Rossignol et al., 1985) 10
-8
 (Cafiso et Hubbell, 1983)  1,3x10
-2
  
(Paula et al., 1996) 
4,9x10
-5 





DOPS SOPC DMPC DLPC DLPE POPC DOPC SLnPC PC Courte 











































(Paula et al., 1996) 
5,0x10
-3 
(Paula et al., 1996) 




La corrélation entre le coefficient de partage et la perméabilité a d’abord été avancée 
par Meyer et Overton il y a plus d’un siècle (Meyer, 1899; Missner et Pohl, 2009; Overton, 
1901) : 
P=K.Dc/dc où P est la perméabilité, K est le coefficient de partage eau/membrane, Dc, le 
coefficient de diffusion et dc l’épaisseur de la membrane. Le modèle de solubilité/diffusion a 
été plusieurs fois corrigé et/ou développé pour rendre compte notamment de l’influence de 
l’arrangement des chaînes sur la perméabilité (Xiang et Anderson, 1997 ; Parisio et al., 2013). 
b. Modèle des pores transitoires  
Si les modèles de solubilité/diffusion sont pratiques du point de vue d’un traitement d’un 
grand nombre de données expérimentales, ils ne permettent pas réellement de comprendre les 
mécanismes mis en œuvre lors du passage d’un soluté au travers de la membrane. De même, 
s’ils sont assez fiables pour les composés hydrophobes, ils ne sont pas adaptés à l’étude de la 
perméabilité des composés polaires, de l’eau et des ions. Plusieurs hypothèses sont alors à 
l’œuvre, certaines n’excluant pas forcément les autres, comme le modèle des pores 
transitoires. Avec les fluctuations thermiques, les chaînes grasses peuvent s’écarter et les 
phases internes et externes se rapprocher, provoquant l’apparition de pores qui permettraient 
aux solutés de traverser la membrane à différentes vitesses. Selon certains chercheurs, il est 
entendu que le flux d’eau à travers la couche hydrophobe de la bicouche est possible grâce à 
la formation spontanée de pores (Przybyło et al., 2014). Cela rejoint d’autres travaux 
indiquant que l’eau diffuse à travers des pores transitoires provenant de fluctuations de densité 
au sein de la bicouche (Jansen et Blume, 1995). Le modèle solubilité/diffusion entraîne peu de 
variations de la perméabilité en fonction de l’épaisseur de la bicouche tandis que le modèle 
poreux montre une relation exponentielle. Ainsi l’eau, l’urée et le glycérol voient leur 
perméabilité être diminuée par 5 si les chaînes grasses passent de 14 à 24 atomes de carbone 
tandis que les protons et les ions potassium diminuent de deux ordres de grandeurs entre 14 et 
18 atomes. La formation de pores ne semble plus pouvoir se former aux chaînes longues 
saturées, certainement à cause d’une plus grande stabilité de la bicouche (Paula et al., 1996).  
c. Modèles du volume libre et des perturbations 
Si les pores considèrent un passage privilégié entre la phase externe et interne, certains 
modèles imaginent plutôt une perméabilité de proche en proche en utilisant le volume libre ou 
des défauts transitoires (perturbations) dans la bicouche membranaire. Les deux modèles se 




rejoignent cependant assez facilement. Le modèle de Träuble (Träuble, 1971), affiné par 
Haines et Liebovitch en 1995 est lié à l’expansion latérale de la bicouche. Le mouvement 
latéral des phospholipides induit une cavité dans le réseau de têtes polaires dans laquelle l’eau 
peut pénétrer. Cette eau est ensuite recouverte par un groupe adjacent et elle se place dans 
l’espace créé par une irrégularité de la chaîne. L’eau se place entre deux irrégularités et 
traverse la membrane pendant que les chaînes bougent latéralement (Figure 1-15) (Haines et 
Liebovitch, 1995). 
 
Figure 1-15. Mouvement d’une molécule d’eau le long d’une couche de phospholipides selon le déplacement 
d’irrégularités (Haines et Liebovitch, 1995) 
Dans le cas du volume libre, la perméabilité serait d’autant plus dépendante du volume 
moléculaire. Le soluté « sauterait » d’une poche de volume important à l’autre. Ce modèle se 
rapprocherait de la diffusion dans des membranes de polymères selon eux (Walter et 
Gutknecht, 1986). Cette hypothèse des sauts est notamment formulée pour des petites 
molécules. En 1996, une équipe retrouve le modèle de Träuble par modélisation moléculaire 
et le relie à celui du volume libre (Jin et Hopfinger, 1996). Ainsi, ils indiquent un transport 
par perturbation (kink) dans les zones à fort angle de torsion et un transport par volume libre 
dans les zones à faible angle de torsion, aboutissant à un modèle à trois zones : la zone de la 
tête polaire (volume libre et insertion d’eau par liaisons hydrogène), la zone assez dense 
hydrocarbonée (déplacement par perturbation), la zone de fin des chaînes grasses (volume 
libre important). Ce modèle à trois couches a été repris par des chercheurs qui montrent 
qu’une augmentation des insaturations augmente le volume libre dans le milieu de la 
membrane (Rabinovich et al., 2005). Un découpage de la bicouche en quatre zones a aussi été 
proposé avec des simulations numériques allant dans ce sens (Marrink et al., 1996; Marrink et 




Berendsen, 1996, 1994). La 1
ère
 zone correspond à celle où les têtes polaires sont encore peu 
présentes mais où se retrouvent alors surtout les molécules d’eau liées faiblement aux 
groupements cholines. La deuxième zone correspond aux têtes polaires à proprement parler et 
les molécules d’eau sont fortement liées à celles-ci. La troisième zone correspond à la zone la 
plus ordonnée des queues lipidiques avec une forte densité. La quatrième zone comporte la 
majeure partie de la fin des chaînes lipidiques. Cette région est beaucoup moins ordonnée et a 
une plus faible densité. La répartition du volume libre dans ces quatre régions a ensuite été 
analysée, permettant de postuler la possibilité de faire une relation quantitative entre la 
perméabilité de petites molécules et le volume libre. 
d. Paramètres influents  
Si les modèles vus ci-dessus privilégient le volume libre et le coefficient de partage 
Eau/Bicouche, certains paramètres qui y sont plus ou moins liés semblent exercer une certaine 
importance sur la perméabilité des bicouches lipidiques. Ainsi, certains paramètres sont 
connus pour généralement influencer la perméabilité « P » de l’eau et de la plupart des solutés 
dans un certain sens : 
- le poids moléculaire du soluté (Mw ↗  P↘) (Cohen et Bangham, 1972; Lieb et Stein, 
1969; Terashima et al., 1999) 
- l’aire de la section transversale du soluté (A↗ P↘) (Xiang et Anderson, 1998) 
- la longueur de la chaîne alkyle des phospholipides (Longueur ↗  P↘)  (Sugii et al., 
2005) 
- la nature de la tête polaire (PC/PE ↗  P↘) (Huster et al., 1997; Singer, 1981) 
- le pH qui va modifier la charge des têtes polaires (Charge ↗  Ecart entre têtes 
polaires ↗ P↗) (Graham et Lea, 1972) 
- l’état gel/liquide de la bicouche (Etat liquide ↗  P↗) (Gerritsen et al., 1980; 
Noordam et al., 1980; Rossignol et al., 1985) 
D’autres ont une influence qui mérite d’être détaillée : 
- Les insaturations.  
 
La perméabilité du glycérol au travers de membranes de lécithine suit l’ordre DSL < SOL < 
DOL < DLL (De Gier et al., 1968). Ainsi, plus les phospholipides sont insaturés, plus la 
perméabilité du glycérol est importante. Rappelons ici que les insaturations, particulièrement 




en configuration cis, en introduisant un arrangement moins régulier et moins dense des 
chaînes peuvent induire des perméabilités plus importantes que les chaînes saturées (Huster et 
al., 1997). Terashima et al., montrent un comportement différent pour les molécules chargées 
avec une forte dépendance de la charge sur la perméabilité. Ainsi, des molécules non chargées 
comme du glucose ou de l’aniline passeront plus facilement dans des phospholipides aux 
chaînes longues insaturées que dans des chaînes courtes mais saturées (DOPC par rapport à 
DMPC). En revanche, des molécules chargées comme la lysine ou le glutamate (chargées 
négativement) passeront plus facilement dans DMPC que dans DOPC (Terashima et al., 
1999). Selon cette étude, une chaîne saturée, plus compacte, permet une meilleure 
neutralisation des charges qu’une chaîne insaturée. Celle-ci exercera alors plus de répulsion 
envers des molécules chargées. 
 
- La capacité à former des liaisons hydrogène. 
 
Citons déjà la règle des 5 de Lipinski (Lipinski, 2004; Lipinski et al., 2001, 1997), selon 
laquelle un composé est peu susceptible d’être absorbé par une membrane lipidique si :  
logP > 5 ; Mw > 500 g/mole ; plus de 5 donneurs d’hydrogène ; plus de 10 (5x2) 
accepteurs d’hydrogène (atomes d’oxygène ou d’azote) 
De même, une corrélation a pu être trouvée entre l’énergie d’activation pour la perméabilité 
au travers de liposomes et le nombre de liaisons hydrogène que le soluté peut former avec 
l’eau (Cohen, 1975; Stein, 1986). Ainsi, il apparait que cette énergie va dans le sens : 
(Glycérol > Urée > Eau). Cela rejoint les observations généralement faites d’une perméabilité 
plus faible du glycérol que l’urée et l’eau (Peterlin et al., 2012) (Tableau 1-13, Tableau 1-14). 
La présence de cholestérol permet d’augmenter cette énergie d’activation, le cholestérol 
diminuant l’aire occupée par molécule membranaire pour aboutir à un état plus condensé, 
réduisant la mobilité des chaînes hydrocarbonées (Cohen, 1975).  
- L’aire par lipide ou volume moléculaire des lipides. 
Sur la figure (Figure 1-16) est introduite la notion d’aire par lipide A et la différence a = A-A0 
qui est l’aire de surface libre. Xiang et Anderson, en 1997, montrent l’importance de la 
compacité des chaînes, reliée à l’aire de surface libre sur la perméabilité quel que soit 
l’arrangement des chaînes, leur longueur, ou la structure de la bicouche (Xiang et Anderson, 




1997). Si le volume libre est un paramètre important à prendre en compte, plusieurs équipes 
indiquent que, dans le cas de la perméabilité de l’eau, celui-ci ne serait pas suffisant pour un 
certain nombre de cas. Leur conclusion est que l’aire occupée par lipide est le paramètre le 
plus important et que l’épaisseur de la bicouche, la longueur de la chaîne, sa saturation et la 
composition de la tête polaire ne seraient pas critiques. Elles sont cependant déterminantes 
pour fixer ce premier paramètre (Mathai et al., 2008; Nagle et al., 2008). Selon une étude 
récente, l’influence des liaisons hydrogène est contenue dans les autres paramètres et l’aire de 
surface libre est considérée comme un paramètre critique pour déterminer le partitionnement 
du soluté et sa mobilité dans toutes les régions de la bicouche (Nitsche et Kasting, 2016). 
Selon cette même étude, les phospholipides de la bicouche, dans l’état cristallin, occupent une 
aire minimale, généralement observée de 40,8 Å.  
 
Figure 1-16. Illustration montrant l’aire par lipide A et l’aire de surface libre (A-A0) qui permet le passage d’un 
soluté à travers la zone polaire jusque dans la partie hydrophobe de la bicouche. 
Les aires par lipides peuvent être calculées selon diverses méthodes : rayons X 
gravimétriques (GX), profils de densité électronique, diffraction des neutrons… Quelles que 
soient les méthodes utilisées, il ressort que DOPC a une aire par lipide plus importante que 
DPPC, laquelle est plus importante que DMPC, dans l’ordre des longueurs de chaîne (Nagle 
et Tristram-Nagle, 2000). 
Eau 













e. Relations Quantitatives Structures-Propriétés (QSPR) 
Au vu des différents paramètres reconnus avoir une influence sur la perméabilité, 
plusieurs modèles de corrélation peuvent être mentionnés. Un modèle QSAR a été construit à 
partir de résultats expérimentaux obtenus par la méthode PAMPA (parallel artificial 
membrane permeation assay
2
) montrant que la capacité à former des liaisons hydrogènes ainsi 
que l’hydrophobicité à un certain pH permet de rendre compte de la perméabilité de diverses 
molécules (Fujikawa et al., 2005). Flaten et al. ont pu corréler des mesures de perméabilités 
d’un grand nombre de principes actifs avec, notamment, l’aire de surface polaire (PSA) et le 
logD expérimental (Flaten et al., 2006). Mitragotri et al. relient la perméabilité de la région 
ordonnée de la bicouche (coefficient de perméation et diffusion) avec la densité des chaînes 
lipidiques, l’aire libre et le paramètre d’arrangement (« order parameter ») des chaînes. Selon 
eux, la dépendance de la perméabilité par rapport à la taille des solutés ne s’expliquerait pas 
par des pores transitoires mais plutôt par un travail différent pour la création de cavités de 
rayon r. Ce dernier variant comme exp(-r²) pour des solutés relativement gros et comme 
exp(-r) pour des solutés petits. D’ailleurs, ici aussi, plutôt que le volume moléculaire, c’est 
l’aire de la section transversale qui est prise en compte (Mitragotri et al., 1999). Leung et al. 
ont utilisé des modèles de mécanique moléculaire pour rendre compte de la perméabilité de 
certains solutés. Ils trouvent que l’énergie libre de désolvatation des solutés est un paramètre 
fondamental dans le modèle QSPR développé (Leung et al., 2012). Nitsche et al. ont mis au 
point une corrélation universelle pour prédire les coefficients de perméabilité de 
phospholipides par rapport, principalement, à l’aire par chaîne phospholipidique mais aussi le 
coefficient de partition eau/1-9 décadiène, la densité surfacique relative des lipides, un facteur 
solvant et la masse molaire (Nitsche et Kasting, 2016). 
f. Diffusion des ions ou des molécules chargées 
En général, du fait de leur haut degré d’hydratation, les ions traversent très 
difficilement les bicouches lipidiques, quelle que soit leur taille. En effet, l’enthalpie 
d’hydratation de Na+ par exemple est de -405kJ/mol alors que la barrière énergétique pour la 
perméation de cet ion est d’environ 230 kJ/mol (Wilson et Pohorille, 1996). La charge de 
l’ion va avoir également une incidence sur sa capacité à pénétrer la bicouche selon la charge 
de la tête polaire des phospholipides (Qiao et Olvera de la Cruz, 2013). Selon Deamer et 
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Bramhall, la perméabilité des anions est plus importante que celle des cations et celle du 
proton-hydroxyde beaucoup plus importante que des ions inorganiques (Deamer et Bramhall, 
1986). De manière plus générale, alors que les anions ont des perméabilités de 10
-12
 cm/s 
environ, les cations ont plutôt des perméabilités de l’ordre de 10-13 – 10-14 cm/s (Terashima et 
al., 1999). Les différences entre anions et cations pourraient s’expliquer par le fait que les 
anions diminueraient la largeur hydrophobe effective de la membrane par des attractions 
charge-dipôle tandis que les cations l’augmenteraient (Tepper et Voth, 2006). Volkov et al. 
indiquent que le rayon ionique a une grande importance dans la perméabilité des ions. Pour 
des lipides à courte chaîne, ils privilégient une perméabilité par des pores transitoires (Volkov 
et al., 1997). Cependant, selon Wilson et al., le transport des ions s’accompagne de 
l’apparition de défauts dans la bicouche, l’ion restant solvanté durant ce processus et ne 
profiterait pas du mécanisme de formation de pores. Ce phénomène est connu sous le nom de 
« ion-induced defect mechanism » (Wilson et Pohorille, 1996). Au travers d’expériences et de 
modélisation, Vorobyov et al. indiquent que le transport des ions ne passe pas par un modèle 
solubilité/diffusion mais aussi par l’apparition de défauts locaux induits par les ions 
(Vorobyov et al., 2014) (Figure 1-17).  
 
Figure 1-17. Mécanismes de perméation des ions au travers de membranes lipidiques (Vorobyov et al., 2014) 
Cardenas et al. montrent que le tryptophane traverse plus rapidement une membrane 
phospholipidique s’il est chargé positivement (Cardenas et al., 2015). Ici aussi, l’influence de 
défauts locaux est avancée. Un composé chargé positivement tire les groupements phosphates 
et les groupes polaires glycériques dans la direction du centre de la membrane. Cependant, un 
anion plus petit, ayant peu d’effet sur l’intérieur hydrophobe de la membrane se déplacerait 
plus facilement qu’un cation. L’arginine se comporte comme Na+, K+ et Cl- avec des profils 
d’énergie libres et de coefficients de diffusion qui dépendent peu de la charge et de la nature 




de l’ion. Ce mécanisme pourrait être en compétition avec le modèle des pores transitoires 
pour expliquer la perméation non seulement des ions mais de peptides et protéines. Dans tous 
les cas, ils indiquent que l’ion resterait hydraté pendant sa diffusion.  
1.6. Bicouches lipidiques oxydées 
La communauté scientifique s’intéresse depuis déjà un certain temps aux 
conséquences d’une modification des phospholipides, principalement l’oxydation, sur la 
perméabilité des membranes cellulaires. Les effets provoqués par une oxydation des 
phospholipides sur les mécanismes d’échanges de nutriments, de protéines, et de principes 
actifs peuvent induire des conséquences considérables sur la santé humaine. Il est en général 
reconnu que la perméabilité des bicouches lipidiques est augmentée par une oxydation des 
phospholipides. Il est intéressant de s’intéresser plus en détail à ce phénomène.  
Dès 1980, Vladimirov et al. constatent une décroissance de la fluidité membranaire suite à 
la peroxydation des lipides et une modification de sa perméabilité. Ils notent une détérioration 
des fonctions barrière de la bicouche lipidique (Vladimirov et al., 1980). Selon Tanfani et al., 
en augmentant la quantité de phosphatidylcholine oxydée dans les liposomes, une 
augmentation de la polarité interne est observée et une diminution de la fluidité membranaire 
apparaît (Tanfani et Bertoli, 1989). Dans une étude datant de 1990, des liposomes ont été 
constitués avec des mélanges de phosphatidylcholine oxydée et non oxydée. Une analyse en 
DSC a pu montrer que la quantité d’eau piégée dans les liposomes diminuait lorsque la 
proportion en phosphatidylcholine oxydée augmentait. De même, des liposomes réalisés avec 
plus de 50% de phosphatidylcholine oxydée ne montrent pas d’eau piégée (Tanfani et al., 
1990). Toujours selon Tanfani, la perméabilité d’une membrane composée de 
phosphatidylcholine peut être modifiée par l’oxydation. Ainsi, dans une vésicule composée de 
phosphatidylcholine oxydée, la perméabilité augmente en fonction du degré d’oxydation des 
lipides (Tanfani et al., 1989). En 2012, Jurkiewicz et al. ont montré que les phospholipides 
oxydés entraînaient une diminution des températures de transition de phase, une expansion 
latérale et un rétrécissement de la bicouche lipidique, des altérations des profils d’hydratation 
de la bicouche, une mobilité lipidique accrue de même qu’un échange de lipides entre les 
couches (flip-flop) augmenté (Jurkiewicz et al., 2012), comme l’indiquaient aussi d’autres 
chercheurs (Volinsky et al., 2011). Dans des cas extrêmes, la bicouche est désintégrée. 
Lorsque l’oxydation est limitée à une forme hydroxyde ou hydroperoxyde, les conséquences 
de l’oxydation sont plus modérées. Il est en effet important de différencier les effets 




provoqués par différents produits d'une oxydation sans scission des chaînes grasses et une 
oxydation qui aboutit à la formation d’aldéhydes. Selon Aikens et al., une bicouche de DLPC 
avec 5% d’hydroperoxydes arrive à maintenir son intégrité structurelle (Aikens et Dix, 1993). 
Selon Riske et al., l’irradiation de phospholipides insaturés avec un photosensibilisateur à 
base de porphyrine provoque la formation d’hydroperoxydes qui migrent à la surface de la 
bicouche (Riske et al., 2009). Le phospholipide oxydé occupe alors une plus large surface 
(voir Figure 1-18). Cela ne serait pas le cas pour un groupement peroxyde (Garrec et al., 
2014a). Par contre, même avec 60% d’hydroperoxyde, l’intégrité membranaire est conservée. 
Megli et al., montrent que PLPC oxydée, avec un hydroperoxyde en position 9, permet même 
d’obtenir une bicouche plus rigide. Les hydroperoxydes permettent de maintenir la structure 
membranaire tandis que les composés carboxyles, issus d’une oxydation plus poussée 
provoquent rapidement une rupture de la membrane (Megli et al., 2009). En 2014, Itri et al. 
indiquent, comme Riske et al. auparavant, que l’hydroperoxydation d’un phospholipide 
provoque une augmentation de son aire mais n’observent pas de modification significative de 
la perméabilité membranaire, au contraire de ce qui se passe avec un phospholipide aux 
chaînes plus courtes (Itri et al., 2014; Riske et al., 2009).  
 
Figure 1-18. Représentation de l’augmentation de l’aire par lipide suite à la formation d’un hydroperoxyde. 
(Riske et al., 2009). 
Certaines études mentionnent cependant une augmentation de la perméabilité à l’eau. Les 
effets de la peroxydation de PLPC ont été modélisés par dynamique moléculaire (Wong-
ekkabut et al., 2007). Les chercheurs montrent une augmentation de la perméabilité de l’eau 
avec l’augmentation de la concentration en hydroperoxydes, une augmentation plus notable 
lorsque l’hydroperoxyde se situe en position 13 plutôt qu’en position 9. Ils montrent 




également que l’augmentation de la concentration en espèces oxydées induit une 
augmentation de l’aire par lipide moyenne et une diminution de l’épaisseur de la bicouche 
avec une inclinaison des chaînes oxydées vers la phase aqueuse. Conte et al. ont également 
effectué l’oxydation de PLPC en hydroperoxydes ou hydroxydes en position 13. Ils ont pu 
montrer une pénétration augmentée de l’eau dans la bicouche en parallèle d’une augmentation 
de la polarité au centre de la bicouche de même qu’une faculté accrue à créer des liaisons 
hydrogène (Conte et al., 2013). Cependant, comme mentionné plus haut, les effets sur la 
perméabilité et l’intégrité membranaire sont mineurs par rapport à ceux provoqués par des 
scissions oxydatives. Cwiklik et Jungwirth montrent par dynamique moléculaire qu’une 
oxydation massive de DOPC (par scission de l’acide oléique) provoque une destruction de la 
bicouche dans des temps courts (simulation de moins de 100ns) (Cwiklik et Jungwirth, 2010). 
Runas et Malmstadt montrent justement que l’incorporation du produit d’oxydation POxnoPC 
(comprenant une chaîne raccourcie -nonanal- cf. Figure 1-19) à moins de 10% dans une 
bicouche de PLnPC augmente d’un facteur 10 la perméabilité d’une molécule fluorescente. 
Au-delà de 12,5%, l’intégrité membranaire est détruite (Runas et Malmstadt, 2015). 
 
Figure 1-19. Deux molécules issues de la scission oxydative de phospholipides 
D’après la bibliographie, c’est notamment le nombre et la largeur des pores créés qui 
seraient en cause. Ceux-ci se forment d’autant plus facilement que l’ordre moléculaire est 
fortement réduit ou l’aire par lipide largement augmentée. Wratten et al., montrent que la 




présence de petites quantités (2-5%) de phospholipides oxydés (PLPCOOH) dans des 
membranes de PLPC induit une diminution de l’ordre moléculaire (Wratten et al., 1992). Van 
der Paal et al. prédisent par modélisation moléculaire cette diminution de l’ordre des lipides 
avec la peroxydation des phospholipides avec, également, une formation de pores à haut degré 
d’oxydation. L’ajout de cholestérol permet au contraire d’augmenter cet ordre moléculaire et 
de protéger la membrane contre la formation de pores. Cela explique selon eux pourquoi la 
technologie plasma
3
 permet, en oxydant les membranes, de fragiliser préférentiellement les 
cellules cancéreuses, plus pauvres en cholestérol (van der Paal et al., 2016). Kotova et al. font 
aussi l’hypothèse de la formation de défauts hydrophobes ou de pores-hydrophobes qui 
rendraient la membrane plus perméable aux composés amphiphiles mais moins aux composés 
hydrophiles et ions inorganiques. En effet, après une oxydation d’un liposome formé à partir 
de PC de jaune d’œuf et de cholestérol par photosensibilisation, une augmentation de la 
perméabilité d’une molécule amphiphile (acide 2-n-octylmalonique) est observée mais pas de 
KCl ni d’ammoniac. Ils observent de même une augmentation d’échange de lipides entre les 
deux couches (flip-flop) (Kotova et al., 2011). Lis et al. montrent que l’incorporation de 
POVPC (1-palmitoyl-2-(5’-oxo-valeroyl)-sn-glycero-3-phosphocholine) – (Figure 1-19) à 15 
ou 30% dans une membrane de PC d’œuf ou de DOPC augmente légèrement la perméabilité 
de l’eau. Ce n’est que lorsqu’un pore est formé que la perméabilité croît fortement. La vitesse 
d’ouverture de pores dépend de la quantité de POVPC introduite. POVPC, par une 
réorientation facilitée des chaînes permet la pénétration d’eau à l’intérieur de la membrane et 
l’ouverture de pores. Ensuite, les groupes polaires des chaînes oxydées stabilisent le pore par 
liaisons hydrogènes (Lis et al., 2011). Selon Itri et al., l’oxydation par photosensibilisation 
avec un mécanisme de type II forme un hydroperoxyde qui peut augmenter la surface de la 
membrane sans affecter significativement la perméabilité. Avec un mécanisme de type I, 
cependant, une formation d’aldéhydes et d’acides carboxyliques est possible, pouvant aboutir 
à la formation de pores hydrophiles et, à haut degré d’oxydation, la rupture de la membrane 
(Itri et al., 2014).  
Le type ou degré d’oxydation peut être relié à plusieurs facteurs, notamment par 
exemple, la quantité de photosensibilisateur. Selon Caetano et al., la lyse des membranes de 
vésicules géantes intervient par photodécomposition dans des solutions aqueuses de bleu de 
méthylène. Ils montrent qu’en dessous d’une concentration de 25 µM en bleu de méthylène, la 
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dégradation des phospholipides de DOPC est peu décelable. Cependant, avec l’augmentation 
de la concentration, la taille des vésicules diminue avec la formation de lenticules bleues. La 
réduction de la taille est indiquée comme le résultat de l’éjection par la membrane de produits 
de peroxydation solubles. A très haute concentration, au-dessus de 100µM, la destruction des 
vésicules est rapide avec formation de larges pores. De même, le bleu de méthylène pourrait 
selon eux accompagner des phospholipides de la membrane vers la solution et l’interface eau-
air. La scission oxydative de l’acide oléique et la formation de l’acide nonanoique, plus 
tensioactif, s’accompagnent d’ailleurs d’une diminution de la tension de surface (Caetano et 
al., 2007).  
En parallèle de l’intensité de l’oxydation, il faut également mentionner la sensibilité 
des phospholipides à l’oxydation. Ainsi, la nature des phospholipides peut avoir une 
importance. Eisenberg et al. avaient déjà montré que la lyse de liposomes intervenait 
différemment selon l’intensité de l’oxydation, notamment avec la quantité d’oxygène singulet 
générée. Ils indiquent aussi que, plus le nombre d’insaturations est important, plus la lyse se 
fait facilement. Ainsi, une membrane de DLnPC se lysera plus vite qu’une membrane de 
DLPC et qu’une membrane de DOPC (Eisenberg et al., 1992). De même, Mazari et al. 
indiquent que la position de la chaîne insaturée peut influencer l’oxydation (Mazari et al., 
2010). Par exemple, selon cette étude, PLPC s’oxyde moins vite que LPPC. Ainsi, un acide 
gras en position 1 du motif glycérique est plus facilement exposé. 
Enfin, il est important de citer une étude récente qui mentionne un produit d’oxydation 
ayant un effet positif sur l’intégrité membranaire. Ainsi, Yusupov et al. montrent que 
l’oxydation d’une membrane de DOPC avec des oxygènes réactifs (par plasma) peut 
provoquer l’apparition de plusieurs produits selon une modélisation et des expériences 
effectuées. Ainsi, si la modélisation indique une oxydation de la tête polaire pour former un 
groupe NC3H8
+, l’expérience montre principalement deux produits d’oxydation, l’un avec une 
scission oxydative avec formation ainsi de deux aldéhydes (ALD) et l’autre avec le départ 
d’un alcool gras (OX2), ce dernier produit, au contraire des autres produits d’oxydation, 
diminuant l’aire par lipide, augmentant l’ordre et l’épaisseur de la membrane. Leur 
modélisation montre également que l’oxygène réactif touche d’abord les têtes polaires puis les 
chaînes grasses, provoquant une baisse du facteur d’ordre des lipides, ce qui permet à 
l’oxygène réactif de pénétrer à l’intérieur des cellules par la formation de pores (Yusupov et 
al., 2017). Le Tableau 1-15 résume les conséquences de différents modes d’oxydation sur les 
propriétés de différentes membranes.  













Epaisseur Perméabilité Lyse Réf. 
N.P. RPE VML, PLPC PLPC-OOH, 
PLPC-OH 
N.P. N.P. N.P. N.P. NON (Megli et al., 
2009) 
N.P. RPE BC, PLPC PLPC-OOH, 
HPSAPC 








↘↘ N.P. N.P. N.P. OUI 
Micelle>BC 
(Megli et al., 
2010) 
N.P. Fluorimétrie/P-C6-NBD-PS, MD POPC, POPS PoxnoPC N.P.   ↗ N.P. (Volinsky et al., 
2011) 
Plasma DM, DMR, Fluorimétrie/laurdan DOPC OX2 ↗ ↘ ↗ N.P. N.P. (Yusupov et al., 
2017) 
Plasma DM, DMR, Fluorimétrie/laurdan DOPC ALD ↘ ↗ ↘ N.P. N.P. (Yusupov et al., 
2017) 
1
O2, PS(MB) microscopie, TS VGU, DOPC AC-C9 N.P. N.P. N.P. N.P. OUI à 
[MB]>25µM 
(Caetano et al., 
2007) 




↘ ↗ ↘ Pore à haut degré 
d’oxydation 
N.P. (van der Paal et 
al., 2016) 
Notes : N.P. : Non précisé, C.A.P : Cold Atmospheric Plasma (Plasma Froid), DM(R) : Dynamique Moléculaire (Réactive), VGU : Vésicule géante 
unilamellaire, BC : Bicouche, VML : Vésicule multilamellaire ; PS(MB) : Photosensibilisation par le Bleu de Méthylène ; HPSAPC : Hydroperoxyde de 
SAPC ; RPE : résonance paramagnétique électronique, TS : Tensiométrie 




1.6.i. Modélisation moléculaire de phospholipides oxydés. 
Tel qu’indiqué dans le paragraphe précédent, un grand nombre d’études s’appuie sur la 
modélisation moléculaire pour comprendre la structure et les propriétés physiques des 
membranes et bicouches phospholipidiques. Parmi celles-ci, certaines concernent des 
phospholipides oxydés. Jurkiewicz et al. ont réalisé une revue recensant bon nombre d’entre 
elles (Jurkiewicz et al., 2012). Quelques-unes sont rassemblées ici avec d’autres trouvées plus 
récemment (Tableau 1-16). Il est cependant nécessaire de détailler les différents types de 
modèles utilisés.  
Modèles Ab-Initio  
Sans aller dans les détails de la physique quantique, il faut cependant comprendre que les 
lois de la physique classique s’adaptent mal à l’infiniment petit. La connaissance précise des 
propriétés d’un atome ou d’une molécule dépend fortement de l’énergie et la répartition des 
électrons qui les composent. Ces électrons ne peuvent prendre que certaines énergies, 
quantifiées. La connaissance de ces dernières n’est possible qu’avec un grand nombre de 
calculs itératifs dont la complexité dépend du modèle et du nombre d’éléments pris en compte 
(électrons, noyaux). Ces calculs prennent généralement pour base la résolution de l’équation 
de Schrödinger qui, en considérant une approche ondulatoire, permet de parfaitement décrire 
un système.  
?̂?Ψ = 𝐸Ψ 
?̂? est l’opérateur mathématique (Hamiltonien), Ψ est la fonction d’onde. 
Les opérations qui permettent de résoudre cette équation sont d’une complexité qui croît 
selon une loi de puissance avec le nombre d’éléments à décrire. Ainsi, il est évident que la 
représentation d’une molécule de plus de 50 atomes ne peut se faire sans un grand nombre 
d’approximations. Ainsi, tout en restant dans le formalisme quantique, les approximations les 
plus courantes sont : 
- Approximation de Born-Oppenheimer : Le mouvement des électrons est indépendant 
de celui du noyau, beaucoup plus lent. 
- Approximation orbitale ou d’Hartree-Fock : Les électrons peuvent être considérés de 
manière indépendante. Un terme d’interaction coulombienne peut être considéré entre 




un électron et la distribution moyenne des électrons mais aucun effet de corrélation 
n’est pris en compte entre les mouvements des électrons. Du fait d’une répulsion 
électronique généralement mal paramétrée, les énergies calculées peuvent différer de 
façon importante de la réalité expérimentale.  
- Approximation LCAO : Les orbitales moléculaires sont exprimées comme une 
combinaison linéaire d’orbitales atomiques (Linear Combination of Atomic Orbitals), 
lesquelles sont représentées avec plus ou moins d’approximations par un set de base :  
o 𝜙 = ∑ 𝑎𝑖𝜑𝑖
𝑛
𝑖=1  où  
𝜙 est l’estimation de la fonction d’onde, ai est le coefficient d’expansion orbitalaire associé à 
une fonction 𝜑𝑖. Plus le nombre N de ces fonctions est important (le set de base), plus le 
calcul sera complexe. Il est alors possible, sans avoir une résolution parfaite de l’équation de 
Schrödinger, de choisir des approximations permettant une bonne corrélation entre la théorie 
et des valeurs expérimentales (géométries, spectres UV, IR, RMN, conductivité…).  
Modèles DFT (théorie de la fonctionnelle de la densité) 
Citons rapidement les modèles DFT qui forment aujourd’hui l’essentiel de ceux 
utilisés dans les calculs quantiques. Dans ce cas, la fonction d’onde n’est plus utilisée mais 
plutôt la densité électronique. Ces modèles ne font pas appel aux approximations de Hartree-
Fock mais plusieurs théorèmes en ont fourni la base (Hohenberg et Kohn, 1964; Kohn et 
Sham, 1965). Comme précédemment, le choix d’un set de base pour la LCAO est important. 
La modélisation en DFT nécessite toujours un temps de calcul important, la complexité du 
système augmentant comme N
3
 selon le nombre de fonctions de bases N. Elle est donc déjà 
coûteuse en puissance de calcul pour un simple phospholipide. Cependant, quelques études 
existent, notamment celle de Krishnamurty et al. qui ont étudié plus en détail la conformation 
d’une molécule de DMPC (dimyristoyl phosphatidylcholine) (Krishnamurty et al., 2008a). 
Quelques années après, avec une puissance de calcul supérieure, ce même Krishnamurty a 
participé à une étude DFT pour comprendre l’orientation de molécules d’eau autour des têtes 
polaires des phospholipides (Mishra et al., 2013).  
Modèles semi-empiriques 
Le grand nombre d’approximations physiques et mathématiques à apporter à la 
résolution de l’équation de Schrödinger pour un phospholipide peut nécessiter, afin de limiter 




le temps de calcul, de passer par une résolution encore plus simplifiée de cette équation. 
Certaines intégrales de l’hamiltonien sont ignorées et seuls les électrons de valence sont pris 
en compte. De même, un set de base simplifié est utilisé, cela permettant de fortement réduire 
le nombre N de fonctions. Les autres intégrales sont paramétrées en fonction d’un grand 
nombre de propriétés expérimentales obtenues pour diverses molécules. Cela ne permet pas 
de rendre compte d’autres propriétés que celles qui ont servi à construire le modèle. La 





Actuellement, les modèles les plus employés sont issus du logiciel MOPAC (Stewart, 2016) 
et utilisent une amélioration d’un ancien modèle (NDDO) de Dewar et Thiel (Dewar et Thiel, 
1977). Le dernier hamiltonien développé, PM7, permet une bonne corrélation avec 
l’expérience, comparable à certaines méthodes DFT et généralement supérieure aux méthodes 
Hartree Fock concernant plusieurs propriétés comme le potentiel électrochimique (Gieseking 
et al., 2018), le pKa (Jensen et al., 2017) la structure de réseaux métal-organique (MOF) 
(Daniel et al., 2015).   
Mécanique moléculaire 
A partir d’un certain nombre d’atomes ou lorsque des calculs doivent être réalisés pour 
de nombreux candidats, il est numériquement impossible de conserver une résolution 
quantique du système. La mécanique classique est alors à nouveau utilisée (en association ou 
pas avec la mécanique quantique). Les atomes peuvent alors être considérés comme des objets 
uniques (boules) et les liaisons qu’ils font avec d’autres atomes peuvent être considérées 
comme des ressorts. Il s’agit alors de définir les forces auxquelles les atomes sont soumis. Ici 
encore, des données expérimentales sont utiles pour définir des longueurs, des angles et des 
forces de liaisons (champ de force) ou des calculs DFT sont effectués sur une molécule 
lorsque ces données sont manquantes. La résolution du système est alors simplifiée, sa 
complexité n’augmentant alors qu’avec le nombre d’atomes et les électrons n’étant pas ou peu 
pris en compte. C’est en général une méthode intéressante pour déterminer la géométrie d’une 
molécule. Si l’énergie trouvée en mécanique moléculaire n’a pas un sens physique absolu, elle 
est utile pour des études comparatives, l’énergie de plusieurs conformères pouvant être 
rapidement calculée pour trouver celui qui possède l’énergie la plus basse. De même, utilisée 
en dynamique moléculaire, il est possible d’évaluer plus facilement l’évolution d’un système 
moléculaire dans le temps, selon la température et la pression appliquées, en effectuant des 
calculs d’énergie avec un pas de l’ordre de la femtoseconde.  





Lorsqu’un système d’une taille de plusieurs nanomètres doit être modélisé, le nombre 
d’atomes devient important, comme dans la représentation d’une organisation de 
phospholipides (plusieurs dizaines de phospholipides et plusieurs centaines de molécules 
d’eau). La résolution du système peut alors demander des ressources ou un temps 
indisponibles. La modélisation peut alors ne plus considérer les atomes seuls mais des 
groupes d’atomes appelés grains. En général 3 à 6 atomes « lourds » (C, O, N…) sont 
associés dans un ensemble auquel sont attribuées des propriétés uniques (charge, masse, 
polarisabilité). Plusieurs méthodes de définition et de traitement de ces grains existent en 
modélisation gros grains. Citons notamment les systèmes ELBA et MARTINI (Marrink et al., 
2004; Siani et al., 2016), ce dernier étant assez développé et implémenté déjà dans plusieurs 
logiciels comme NAMD (Hudiyanti et al., 2014). Il attribue quatre classes aux grains (polaire 
P, non polaire N, apolaire C et chargé Q), chacune avec des variations selon le degré de 
polarité (P1, P2…) et en fonction de capacités à accepter (« a ») ou à donner (« d ») un 
hydrogène (Na, Nd, Qda). Par exemple, 4 molécules d’eau sont représentées par un seul grain 
de type P4, un phosphate PO
4-
 est représenté par un type Qa, le butane est représenté par un 
grain C1 et l’octane par deux grains C1 passant ainsi d’une représentation de 26 atomes à deux 
grains, soit une simplification d’environ un ordre de grandeur. Cela permet ainsi de calculer 
dans des temps équivalents un système avec environ 10 fois plus d’atomes ou de l’explorer 
sur une durée 10 fois plus longue. Cette modélisation gros grains est de plus en plus utilisée 
pour les assemblages de phospholipides même si la dynamique moléculaire simple (« tout 
atome ») est encore principalement utilisée.  
Modélisation avec atomes unifiés 
Dans cette modélisation, la simplification est moindre que pour la modélisation gros 
grains. Ici, chaque groupe hydrocarboné CH3, CH2 et CH est considéré comme une simple 
particule. Ainsi, une molécule de DOPC, avec 138 atomes ne contient plus que 54 particules. 
Plusieurs champs de force correspondent à ce modèle, le plus employé ayant été mis au point 
par Berger et al. (Berger et al., 1997).  
Avec le panel d’outils et méthodes disponibles, le choix se fait en fonction d’un 
compromis entre la précision souhaitée, la puissance de calcul et le temps disponibles.  
 




Tableau 1-16. Principales études de modélisation moléculaire sur des phospholipides oxydés 
Références Nombre/ type de 
Phospholipides 




(de Souza et al., 
2017) 





(Klauda et al., 
2010) 
140 A/L, Ordre, densité 
massique, liaisons H 
(Yusupov et al., 
2017) 








GROMACS  GROMOS43A1S3 
(Chiu et al., 2009) 
 
 A/L, Ep., Ordre 
(Guo et al., 2016) 512  
POPC, DOPC 








(N-H ; P-R) GROMOS53A6 
(Oostenbrink et al., 
2004) 
300 Ordre, A/L, Ep., liaisons H 
(Hermetter et al., 
2013) 








(Berger et al., 
1997) 
  
(Khabiri et al., 
2012) 
128 DOPC Aldéhydes UAM GROMACS 
/VMD 
PME, (N-H ; 
P-R) 
(Berger et al., 
1997) 
50 A/L, densités atomiques 
(Volinsky et al., 
2011) 











PGPC 1-palmitoyl-2-glutaryl-sn-glycero-3-phosphocholine  
PoxnoPC 1-palmitoyl-2-(9′-oxo-nonanoyl)-sn-glycero-3-phosphocholine 
POVPC 1-palmitoyl-2-(5’-oxo-valeroyl)-sn-glycero-3-phosphocholine 
lipide SCH : Base de schiff provenant de la condensation entre POVPC et POPE 
UAM : dynamique moléculaire avec atomes unifiés 
CGM : dynamique moléculaire avec modélisation gros grains 
P, T, Electrost. : Mode de prise en charge de la pression, température et interactions électrostatiques 
N-H : Nosé-Hoover thermostat algorithm (Braga et Travis, 2005) 
P-R : Parrinello-Rahman thermostat algorithm (Parrinello et Rahman, 1981, 1980) 
A/L : Aire par lipide 
Ep : Epaisseur de la membrane 
 
(Lis et al., 2011) 128 DOPC Aldéhydes UAM GROMACS PME, (N-H ; 
P-R)SETTLE 
(Berger et al., 
1997) 
>100 A/L, Ep., Perméabilité 






UAM GROMACS PME, (N-H ; 
P-R) 
(Berger et al., 
1997) 







Aldéhydes UAM GROMACS PME, (N-H ; 
P-R) 
(Berger et al., 
1997) 
100 Structure, mobilité, A/L ; 
densité électronique ; Pores 
(Khandelia et 
Mouritsen, 2009) 












(Feller et al., 1997) 
>100 Structure, mobilité, A/L, Ep 
(Wong-ekkabut 
et al., 2007) 





PME Berger, Bachar 
(Bachar et al., 
2004) 
180 Structure, mobilité 




Selon le logiciel utilisé, les algorithmes permettant le contrôle des paramètres (température, 
pression, interactions électrostatiques, liaisons hydrogènes…) ne sont pas identiques. De même, si 
plusieurs champs de force peuvent servir de base à l’étude des produits oxydés, très peu d’études 
utilisent des champs de forces « tout atome ». Sous GROMACS, ce sont principalement des 
champs de forces à atomes unifiés tandis que sous NAMD, c’est le champ de force gros grains 
MARTINI qui est utilisé. Notons le travail d’une équipe qui a effectué tout un travail de 
paramétrage pour des hydroperoxydes (de Souza et al., 2017). Un grand nombre d’études 
s’intéresse particulièrement aux produits issus d’une scission oxydative. Elles procèdent toutes par 
une étape d’équilibration du système plus ou moins longue, c’est-à-dire une évolution du système 
jusqu’à stabilisation de l’énergie avant l’application de conditions de pression et températures 
permettant une évolution du système dans un temps plus long. Plusieurs niveaux de complexité se 
trouvent dans ces études, certaines faisant appel à la DFT pour permettre une analyse d’une 
molécule ou d’un petit nombre d’entre elles avant d’utiliser ces calculs pour une étude à plus 
grande échelle. La puissance de calcul est rarement mentionnée cependant dans ces études.                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                               
1.7. Conclusion sur la partie bibliographique 
Ce point bibliographique montre à quel point les phospholipides, composants essentiels des êtres 
vivants, sont étudiés dans leur diversité de composition, structure, propriété, réactivité. Ce sont des 
molécules qui régissent les organes vitaux dans le règne des plantes supérieures comme chez ceux 
des animaux supérieurs (poumons, cerveau, cœur…). Ils associent des intérêts multiples dans les 
domaines de l’émulsification, de l’encapsulation et plus généralement dans la compréhension de 
nombreux mécanismes cellulaires, comme le montrent les très nombreuses études qui leur sont 
consacrées. La modélisation permet de montrer la complémentarité de certaines hypothèses 
(parfois vieilles de plus d’un siècle) qui paraissaient au demeurant contradictoires, pour peu à peu 
éclaircir le rôle membranaire de ces molécules. Si le mucilage est l’objet d’un nombre bien 
moindre d’études, il allie une large gamme de compositions qu’il conviendrait de valoriser au-delà 
des simples actions épaississantes que ses propriétés viscoélastiques autorisent. Constitué d’une 
complexité de sucres, protéines et minéraux, c’est une couche énergétique à la surface des graines 
des plantes oléoprotéagineuses à mucilage. L’alliance de ces deux objets dans ce chapitre, si elle 
se comprend au vu des travaux exposés par la suite, permet de refléter aussi la richesse des graines 
oléo-protéagineuses à mucilage, qui associent la diversité et la polyfonctionnalité des corps 
lipidiques à celles des corps glucidiques, tous deux éléments pouvant satisfaire plusieurs besoins 









Chapitre 2. Matériels et Méthodes 
 
  




Les méthodes et techniques qui vont être présentées ont pu bénéficier de la « plateforme 
technologique de transformation des lipides végétaux » au sein du Laboratoire de Chimie Agro-
Industrielle. Celle-ci est dédiée à la production et à la transformation des lipides des plantes oléo-
protéagineuses (colza, tournesol, lin…) en agromolécules pour différents usages. Elle comprend 
donc des moyens analytiques divers pour l’identification des constituants majeurs et mineurs des 
plantes (CPG-FID, HPLC-UV, HPiC, GPC, HPLC-MS, HPLC-DDL, IR…), des outils de 
caractérisation physico-chimiques (rhéométrie, tensiométrie, DSC, granulométrie, microscopie 
optique…), et différentes techniques de traitement mécanique/chimique (réacteur hydrothermal, 
réacteur film mince, homogénéisateur haute pression, broyeur colloïdal…). Elle bénéficie 
également de partenariats internes à l’INRA à travers des thématiques transversales mais aussi 
français et étrangers au travers d’organismes de recherche publics, privés mais aussi de TPE/PME, 
instituts et centres techniques. Elle a comme objectif d’élargir son champ applicatif en augmentant 
et améliorant ses moyens techniques et méthodologiques. Ainsi, le projet de recherche présenté ici 
a eu pour ambition de s’inscrire dans cette optique en exploitant mais surtout en essayant de faire 
évoluer cette plateforme, notamment par des technologies ultrasonores et des outils in silico. 
2.1. Méthodes d’extraction du mucilage 
2.1.i. Sonde à ultrasons 
Les sondes à ultrasons utilisées dans le cadre de ces travaux de recherche sont reliées à un 
générateur d’ultrasons SONICS VIBRACELL – 500 qui agit à une fréquence de 20 kHz et dont la 
puissance peut atteindre 500W. Deux sondes en Titane (Ti-6Al-4V) sont utilisées en fonction du 
volume traité : une sonde d’un diamètre de 13mm avec une amplitude maximale de 114µm qui 
peut traiter des volumes de 50 à 250mL et une sonde d’un diamètre de 3mm et une amplitude de 
160µm pour traiter des volumes de 0,5 à 10 mL. Les ultrasons sont réglés en mode pulsé, en 
général de 5s d’activité suivis de 10 à 20s de repos. L’amplitude peut être réglée de 10% à 100% 
de l’amplitude maximale pour la sonde de 13mm et de 10% à 30% pour la sonde de 3mm. 
2.1.ii. Colonne à ultrasons 
La colonne à ultrasons utilisée est le modèle LIXEA FORMULATOR C80-500-PI, de la 
marque SINAPTEC. Elle a été conçue expressément pour l’application demandée. Elle est 
constituée d’un cylindre de section DN80 et d’une longueur de 50cm pour un volume de 3,1 L. 
Elle comporte 4 générateurs d’ultrasons de 500W chacun, disposés à intervalles réguliers autour 
du cylindre, ce qui fait une puissance volumique d’environ 650W/L. Chaque générateur fournit les 




ultrasons par 8 transducteurs à 22kHz. La puissance peut être régulée indépendamment pour 
chaque générateur, au travers du logiciel de contrôle NEXTGEN 2001. Les générateurs sont 
refroidis par un flux d’air comprimé, ce qui permet d’opérer à des températures allant jusqu’à 
80°C. Sur cette colonne, un module électrique de coupure (Temporisateur asymétrique 1RT) 
M1ARM a été ajouté pour pouvoir travailler en mode pulsé.  
 
Figure 2-1. Module utilisé pour l’agitation des graines dans la canalisation à ultrasons 
Une sortie a été usinée pour pouvoir travailler en mode circulatoire et une pâle a été usinée 
pour pouvoir agiter le milieu en mode batch. De même, un système contre-pâle - module anti-
tourbillon a été mis au point pour pouvoir immerger des sondes in situ (Figure 2-1). En mode 
circulatoire, une pompe Grundfos CR4-60 travaillant à un débit nominal de 100 L/min a été 
utilisée. En mode batch, un moteur d’agitation IKA Eurostar 100 control, avec interface 
RS232/USB, a été acquis pour permettre une connexion RS232 ou USB à l’ordinateur et un 
couple suffisant pour des milieux fortement mucilaginés. L’interfaçage en mode RS232 a été 
réalisé avec un module de connexion RS232 National Instruments et en utilisant le logiciel de 
communication gratuit Comtools v2.4.4.0, lequel permet de générer l’envoi de commandes à 
intervalles réguliers pour récupérer sur l’ordinateur les données issues de la sonde de température 
et du moteur d’agitation. De même, un appareil pH-mètre/conductimètre Mettler Toledo Seven 
Excellence a été installé pour fonctionner avec une sonde pH métrique inlab Routine Pro et une 
Géométrie à hautes pâles pour 
agiter sur toute la hauteur du 
réacteur 
Géométrie à ailettes 
d’accompagnement du flux et pour 
prévenir la formation de tourbillons 
Système à contre-pâles anti-
tourbillonnaire 




sonde conductimétrique inlab 741 placées en haut du réacteur ou dans un circuit déporté. Un 
réfractomètre Bellingham-Stanley RFM300 a également été installé pour mesurer l’indice de 
réfraction en mode continu ou discontinu avec une résolution pouvant aller jusqu’à 10-6 (Figure 
2-2). 
 
Figure 2-2. Montage de la colonne à ultrasons en mode batch avec la circulation du liquide au sein des différents 
instruments de mesure. 
Au final, la température, le couple d’agitation, le pH, la conductivité et l’indice de réfraction 
peuvent être suivis en cours d’extraction.  
Sous mode batch, l’extraction du mucilage se fait par un premier remplissage de la colonne par 
environ 1,5L d’eau distillée. Les graines sont ensuite ajoutées sèches ou déjà mélangées à un 
certain volume d’eau distillée. La colonne est ensuite complétée à 3,1 L et refermée. Le 
programme d’extraction (vitesse d’agitation, amplitude des ultrasons, temps, modes de pulsation) 
est ensuite appliqué. A la fin de ce programme, la colonne est vidée par le robinet de vidange. Le 
milieu est alors filtré sur des tamis métalliques de mailles 1mm puis 0,5mm posés sur une cuve 
« Troposphère VI » usinée à façon (Figure 2-3). 





Figure 2-3. Système de filtration du mucilage 
2.2. Appareils de conditionnement du mucilage 
2.2.i. Lyophilisateur 
Le mucilage, de même que les graines démucilaginées, peuvent être séchés par lyophilisation. 
Un appareil CRYO-RIVOIRE d’un volume de 80 L est utilisé en ce sens. Il permet de sécher 
l’échantillon par l’application d’un vide poussé (jusqu’à 0,2 mBar) et d’une faible température (-
40°C). Pour la lyophilisation du mucilage, 1 litre d’extrait mucilagineux est placé dans une plaque 
en inox de façon à ne pas dépasser 1 cm d’épaisseur. 6 plaques peuvent être utilisées en même 
temps et donc 6 litres de mucilage peuvent être lyophilisés dans une même session. Après mise de 
3 thermocouples au fond des liquides, le lyophilisateur est démarré avec le programme 
suivant (mucilage.prg) : 
- Refroidissement de l’échantillon à 0,5 °C/minute jusqu’à 5°C 
- Refroidissement de l’échantillon à 0.1°C/minute jusqu’à -20°C 
- Refroidissement de l’échantillon à 0.5°C/minute jusqu’à -40°C 
Une fois la température de consigne atteinte, les plateaux se remettent progressivement à la 
température ambiante (-40 à -7.5°C à 0.1°C/minute ; jusqu’à 10°C à 0,2°C/min : jusqu’à 20°C à 
0,5°C/min) 




2.2.ii. Etuves – Matière Sèche 
Pour la détermination des matières sèches ou le séchage des échantillons, des étuves de 
différents volumes et températures de consigne sont utilisées. Pour la détermination de la matière 
sèche, une étuve régulée à 103°C est utilisée. Trois prélèvements de l’échantillon sont pesés et mis 
à sécher à l’étuve. Après un minimum de 4 heures, ils sont retirés, refroidis sous dessiccateur et 
pesés. La matière sèche (MS) de chaque prélèvement est calculée comme :  
MS = msec x 100 /mhumide 
2.3. Appareils/Méthodes d’analyse du mucilage 
2.3.i. Chromatographie ionique 
De façon à analyser les monosaccharides constituant les carbohydrates du mucilage, la 
chromatographie ionique a été utilisée. Un appareil HPIC DIONEX ICS 3000 DC-EG est relié à 
une colonne Carbo-PAC PA1, une post-colonne avec NaOH 300mM et un passeur d’échantillons 
AS3000. L’ensemble est géré par le logiciel Chromeleon (Chromeleon (c) Dionex 1996-2006 
Version 6.80 SR15 Build 4656). La détection se fait par une cellule électrochimique à base de 
chlorure d’argent. L’échantillon est tout d’abord hydrolysé avec 1,25mL d’une solution d’acide 
sulfurique à 72% (m/m) puis 13,5mL d’eau sont ajoutés et l’ensemble est chauffé à 100°C dans 
des tubes à hydrolyse fermés pour différentes durées. La fin de l’hydrolyse est provoquée par 
l’ajout de 3,6 mL de NaOH 32% (m/m) et l’échantillon est dilué 50 fois avec de l’eau ultra-pure 
avant analyse.  
Tableau 2-1. Caractéristiques des calibrations effectuées sur différents monosaccharides (MonoS). Le 2-deoxy-d-
galactose sert d’étalon interne. 
Temps de 
rétention 
Composé Points R² 
AIRE=a[MonoS]²+b[MonoS]+c 
c b  a  
(min)     %       
5,87 Fucose 7 99,6988 0,0000  2,5070  -0,0112  
7,90 2-deoxy-d-galactose 12 n.a. n.a. n.a. n.a. 
13,05 Arabinose 5 99,6182 0,0000   2,5383   -0,0037   
16,33 Galactose 6 99,5545 0,0000   3,3595   -0,0056   
19,30 Glucose 6 99,8318 0,0000   3,5420   0,0022   
23,03 Xylose 6 99,1091 0,0000   4,0523   -0,0052   
24,65 Mannose 6 99,3084 0,0000   2,2920   -0,0099   
28,50 Fructose 6 99,8254 0,0000   2,5954   -0,0049   




La concentration de chaque monosaccharide est déterminée pour chaque temps d’hydrolyse et 
la valeur maximale est retenue, certains monosaccharides nécessitant plus de temps que d’autre 
pour être libérés et certains pouvant se dégrader au cours du temps. Les caractéristiques des 
courbes de calibration pour chaque monosaccharide sont rassemblées sur le Tableau 2-1 et un 
exemple de chromatogramme est donné (Figure 2-4). Des détails supplémentaires sont disponibles 
en annexe (ANNEXE 1). 
 
Figure 2-4. Exemple de chromatogramme d’un mucilage de caméline 
2.3.ii. Analyse de la teneur en protéines 
a. Dosage de l’azote Kjeldahl 
La teneur en azote total des mucilages a été déterminée par le procédé Kjeldahl. Il s’agit tout 
d’abord de minéraliser à 400°C l’échantillon dans de l’acide sulfurique concentré avec un 
catalyseur à base de cuivre (Kjeltabs) pendant environ 1h30 sous forte (5 minutes) puis faible 
aspiration. Une fois l’azote organique converti en azote minéral sous la forme (NH4)2SO4, 
l’échantillon est placé dans un système automatisé d’ajout d’eau et soude puis chauffé de façon à 
transformer l’ammonium en ammoniac (NH3). Les vapeurs d’ammoniac sont condensées et 
recueillies dans une solution d’acide borique additionnée de vert de bromocrésol et rouge de 
méthyle de façon à former un complexe bleu. De l’acide chlorhydrique à 0,1M est ajouté 
automatiquement jusqu’à disparition du complexe et de la coloration. Ainsi, la quantité d’acide 




ajoutée est équivalente à la quantité d’azote présente dans l’échantillon. Si l’azote dosé correspond 
uniquement à de l’azote protéique, il est possible d’utiliser un coefficient de conversion %Azote-
>%Protéines. Celui-ci dépend de la nature des protéines. Une valeur de 6,25, utilisée 
communément par la FAO (MacLean et al., 2003) pour les plantes oléoprotéagineuses constitue 
déjà une bonne évaluation mais l’analyse des acides aminés des protéines permet de corriger cette 
valeur. 
b. Méthode de Lowry (Lowry et al., 1951) 
Cette méthode s’appuie sur la formation d’un complexe coloré avec les protéines. Le sulfate de 
cuivre (II) est tout d’abord réduit par les liaisons peptidiques en milieu alcalin pour produire Cu+ 
et le complexe protéine-Cu
+
 réagit ensuite avec un réactif de Folin-Ciocalteu (à base de phénol) 
pour obtenir un chromophore. Un complexe phosphomolybdotungstate est en fait réduit en un 
complexe bleu hétéropolymolybdate à travers l’oxydation des acides aminés aromatiques, 
notamment tyrosine et tryptophane. La forte couleur bleue obtenue alors est détectée par 
spectrophotométrie entre 500 et 800 nm avec un maximum à 750 nm. Cette méthode a été réalisée 
avec des microplaques de 96 puits à l’aide d’un kit de dosage « Pierce Modified Lowry Protein 
Assay Kit » provenant de Sigma-Aldrich. Ce kit contient une solution de sulfate de cuivre en 
milieu alcalin avec de l’iodure de potassium et du tartrate de sodium dans un tampon carbonate, 
des ampoules d’une solution standard de BSA (albumine de sérum bovin) à une concentration de 
2mg/mL et un réactif de Folin-Ciocalteu.  
 
Figure 2-5. Courbe d’étalonnage utilisée pour la détermination de la teneur protéique en équiv. BSA selon Lowry 
y = 473.76x2 + 942.41x - 10.007 





























Absorption 750nm (avec correction du Blanc) 




La microplaque est remplie de plusieurs étalons de BSA dans l’eau distillée et des 
échantillons. La procédure détaillée est disponible en annexe (ANNEXE 2). Une courbe de 
calibration est réalisée avec une solution de BSA avec 10 concentrations (1 ; 5 ; 25 ; 125 ; 250 ; 
500 ; 750 ;1000 ; 1500 µg/mL) et un blanc (Figure 2-5). 
2.3.iii.  Analyse des acides aminés 
La distribution moyenne des acides aminés de l’échantillon est analysée par chromatographie 
liquide avec un appareil BIOCHROME en utilisant une colonne remplie d’une résine échangeuse 
de cations fonctionnalisée sous forme sodium et un ensemble de solutions tampons servant 
d’éluants. 
Un passeur d’échantillons réfrigéré est utilisé. Tout d’abord, une solution standard d’acides 
aminés (concentrés chacun à 2,5nmol/mL sauf la cystine à 1,25nmol/mL) est injectée selon cinq 
différents volumes (10, 20, 40, 70 et 90µL) puis les différents échantillons sont injectés (volume 
de 10 à 80µL) dans la colonne. Les différents tampons de pHs croissants vont entraîner petit à 
petit les acides aminés en fonction notamment du pKa de ces derniers, les échantillons acides 
éluant en premier. En sortie de colonne, ils sont mis à réagir à 135°C avec de la nihydrine de façon 
à former un complexe coloré détecté par une cellule photométrique à deux longueurs d’onde (720 
et 414 nm). Un protocole détaillé est disponible en annexe (ANNEXE 3). Mis à part pour 
l’arginine qui montre une courbe de calibration quadratique, les autres acides aminés sont calibrés 
par des fonctions affines ou linéaires. Les coefficients de régression sont supérieurs à 0,99. La 
quantification des différents acides aminés d’un hydrolysat permet ensuite de calculer la quantité 
de protéines dont il est issu et de déterminer le facteur de conversion azote/protéines. Si 
l’échantillon a été totalement hydrolysé, la quantité de protéines de l’échantillon peut de même 
être calculée.  
2.3.iv. Analyse de la teneur en sucre 
Comme pour les acides aminés, la teneur en sucre peut être déterminée par une analyse 
chromatographique quantifiant tous les monosaccharides obtenus par hydrolyse du mucilage ou 
par des méthodes spectrophotométriques. Dans ce dernier cas, la méthode au phénol/acide 
sulfurique plus connue sous le nom de méthode de Dubois (DuBois et al., 1956) permet de doser le 
sucre en formant tout d’abord un furfural ou hydroxyfurfural à partir des monosaccharides. Un 
réactif à base de phénol réagit alors avec ces composés pour former un complexe coloré. Ainsi, un 
dosage spectrophotométrique permet de connaître la concentration en sucre du milieu en utilisant 




une droite d’étalonnage réalisée à partir de solutions de glucose. La teneur obtenue est donc en 
équivalent glucose. Ce protocole peut être adapté à une mesure en microplaque (en quartz) avec le 
« Total Carbohydrate Assay Kit » de Sigma-Aldrich comportant un tampon, un réactif à base de 
phénol et d’acide sulfurique et une solution standard de glucose à 2mg/mL (ANNEXE 4). Le 
mode microplaque permet une meilleure gestion de la cinétique de coloration des échantillons, les 
standards et les échantillons étant mesurés quasiment en même temps. 5 étalons sont préparés (4, 
8, 12, 16 et 20 µg de glucose) et un blanc. Les différentes courbes de calibration utilisées sont 
présentées ci-dessous (Figure 2-6 & Figure 2-7). 
 
Figure 2-6. Droite d’étalonnage obtenue lors de la détermination de la teneur en sucres de coques et broyats de 
cameline 
 
Figure 2-7. Droite d’étalonnage obtenue lors de la détermination de la teneur en sucres d’échantillons de mucilage 
lyophilisé. 
y = 0.071x + 0.1926 






















quantité de glucose par puits (µg) 
y = 0.1208x + 0.1237 
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2.3.v. Analyse de la teneur en acides uroniques 
Les acides uroniques sont dosés en équivalents « acide galacturonique » par la méthode de 
Blumenkrantz (Blumenkrantz et Asboe-Hansen, 1973), soit en mode cuve ou adaptée en mode 
microplaque. Dans le mode classique, les échantillons sont hydrolysés à 100°C avec une solution 
de tétraborate de sodium dans de l’acide sulfurique. Après refroidissement des échantillons, une 
solution basique de metahydroxybiphényl est ajoutée. Il se produit alors une complexation 
détectée à 520-540 nm. 
 
Figure 2-8. Courbe de calibration utilisée pour le dosage des acides uroniques par la méthode de Blümenkrantz en 
microplaque. 
La concentration est obtenue par une calibration avec différents standards d’acide 
galacturonique. Dans le mode microplaque, la méthode est un peu modifiée en s’inspirant de la 
littérature (Luzio, 2004; van den Hoogen et al., 1998), donnant une courbe de calibration 
satisfaisante (Figure 2-8). Le détail est disponible en annexe (ANNEXE 5). 
2.3.vi. Analyse rhéométrique 
La viscosité cinématique du mucilage est déterminée à 40°C avec des tubes capillaires en U, 
de type Cannon Fenske et en mesurant le temps mis par le fluide pour parcourir deux distances 
successives (t1 et t2) dans ces tubes. Ce temps de parcours est directement proportionnel à la 
viscosité.  
 = [(k1.t1) + (k2.t2)]/2 
Avec  : viscosité en cSt (mm²/s) ; ki : constante dépendant de la température et de la taille du 
capillaire (elle est donnée à 40°C) ; ti : temps nécessaire, en secondes pour parcourir la distance i. 
y = 0,0035x + 0,1468 
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Le profil rhéologique du mucilage est déterminé avec un rhéomètre ANTON-PAAR MCR-
302, équipé d’une géométrie cône-plan (cône de 5 cm de diamètre et d’angle de 2°C avec un 
entrefer de 0,214mm). Un volume d’environ 1,4mL peut prendre place au sein de cet entrefer, 
formant une couche mince de liquide. Le cône positionné au-dessus de l’échantillon va se mettre 
en rotation à une certaine vitesse (convertie en gradient de cisaillement). Plus la viscosité de 
l’échantillon est importante, plus le couple d’agitation (converti en contrainte de cisaillement) 
devra être important pour maintenir cette vitesse. Le rapport Contrainte/Gradient donne la 
viscosité dynamique de l’échantillon. Si ce dernier est Newtonien, ce rapport restera constant, quel 
que soit le gradient de cisaillement. La viscosité dynamique peut alors être comparée à la viscosité 
cinématique avec la formule :  
cin = dyn x  (où  est la masse volumique du fluide) 
La contrainte peut sinon obéir à une fonction affine du gradient de cisaillement si le fluide a un 
seuil d’écoulement. Ainsi, une contrainte minimale doit être produite pour mettre le fluide en 
mouvement. Enfin, le fluide peut s’écouler plus facilement ou moins facilement à mesure que la 
contrainte augmente (comportement rhéofluidifiant ou rhéoépaississant). Il existe de nombreux 
modèles rhéologiques pour décrire le comportement d’un fluide en mode rotationnel. Pour 
déterminer plus précisément la stabilité et les performances « mécaniques » de l’échantillon, il est 
nécessaire d’effectuer des mesures en mode oscillatoire. Dans ce cas, en tournant le cône avec une 
certaine amplitude et fréquence, l’appareil peut déterminer le comportement viscoélastique de 
l’échantillon. Il peut déterminer ainsi s’il se comporte plutôt comme un solide (la déformation 
imposée en surface est transmise à tout l’échantillon avec aucun ou peu de déphasage) ou un 
liquide (la déformation au sein de l’échantillon est fortement déphasée par rapport à la 
déformation imposée).  
L’étude est d’abord réalisée en mode rotationnel en faisant varier le gradient de cisaillement et 
en mesurant la contrainte nécessaire pour obtenir ce gradient à 25°C. La régression de la courbe 
contrainte = f (cisaillement) permet de déterminer quel modèle rhéologique représente le mieux le 
produit étudié. Une caractérisation est ensuite menée en mode oscillatoire pour déterminer les 
modules élastiques et visqueux du produit selon différentes amplitudes et fréquences de 
déformation. Un balayage en amplitude de déformation de l’échantillon est tout d’abord réalisé à 
une fréquence fixe de 1 Hz. Une amplitude est alors choisie dans la zone d’évolution linéaire du 
module élastique pour effectuer un balayage en fréquence.  
 




2.4. Appareils/Méthodes d’analyse des phospholipides 
2.4.i. Extraction des lipides par la méthode de Folch 
L’échantillon est tout d’abord broyé à sec (moulin à café ou broyeur à couteaux) puis il est 
mélangé à du méthanol dans un rapport 1/10 (m/V). L’ensemble est homogénéisé une minute avec un 
broyeur Ultraturrax. Du chloroforme est ajouté pour être dans un rapport Solide/Solvant 1/30 (m/V) 
et l’ensemble est encore homogénéisé 2 minutes. L’ensemble est centrifugé et le surnageant est filtré 
puis conservé tandis que le résidu est repris dans le même volume d’une solution de 
chloroforme/méthanol (2/1 v/v) et homogénéisé 3 minutes. Le résidu est ainsi traité 3 fois. Les phases 
surnageantes sont rassemblées et représentent un volume V. L’ensemble est additionné d’une 
solution de KCl à 8,8g/L dans l’eau (m/V) d’un volume de V/4. Le mélange est agité vigoureusement 
puis laissé à décanter. La phase supérieure est éliminée. La phase inférieure d’un volume V’ est 
additionnée d’un volume V’/4 d’une solution méthanol/KCl 8,8g/L (1/1 v/v). Après agitation et 
décantation, la phase inférieure est filtrée et séchée au travers de sulfate de sodium anhydre, puis le 
solvant est évaporé sous un flux d’azote. 
2.4.ii. Extraction phase solide (SPE) 
Pour séparer les lipides précédemment extraits entre molécules polaires et non polaires, une 
méthode d’extraction en phase solide a été utilisée. Une colonne est préparée avec un gel de silice 
(Mills et Goldhaber, 2010) ou une cartouche Supelclean LC-Si SPE 500mg /6mL (Supelco) est 
utilisée. Elle est alors conditionnée en y faisant percoler 5mL de méthanol et 5mL de chloroforme. 
100mg d’extrait lipidique dans 200µL de chloroforme sont déposés sur la cartouche SPE. Après 
dépôt de l’échantillon, celui-ci va éluer avec 5mL de chloroforme pour éluer les lipides non 
polaires. Une fois la fraction récupérée, l’élution continue avec 10mL d’acétone pour éluer les 
glycolipides, et une fois la deuxième fraction obtenue, avec 10mL de méthanol. C’est la fraction 
obtenue par cette dernière élution qui contient les phospholipides. Le méthanol est alors évaporé 
sous courant d’azote et les phospholipides sont analysés en chromatographie HPLC/ELSD. 
2.4.iii. Chromatographie HPLC/ELSD 
Après évaporation du méthanol, l’extrait obtenu par SPE est repris dans 1mL de chloroforme 
puis éventuellement dilué suivant la teneur en phospholipides et injecté (volume d’injection de 
20µL) dans un appareil de chromatographie liquide relié à un détecteur par diffusion de lumière 
ELSD (Evaporative Light Scattering Detector) selon la procédure détaillée dans la littérature 




(Silversand et Haux, 1997). La colonne utilisée est de type Lichrospher 100 diol (5µ) 150 x 3mm. 
Le four est réglé à une température de 40°C et le détecteur (Alltech 3300) fonctionne à une 
température de 35°C avec une arrivée d’air à 4 bars et un débit de 1,6L/h. Deux éluants sont 
préparés (Tableau 2-2) : ils sont mélangés avec un gradient de concentration dans le temps 
(Tableau 2-3). 
Tableau 2-2. Détail des éluants utilisés pour l’analyse chromatographique des phospholipides 
Eluant A Eluant B 
Isooctane 82% Isopropanol 85% 
Isopropanol 17% Eau 14% 
Acide acétique 1% Acide acétique 1% 
Triéthylamine 0,08% Triéthylamine 0,08% 
 
Tableau 2-3. Gradient d’élution au sein de la chromatographie HPLC/ELSD 
 Temps 
 0 24’ 25’ 32’ 33’ 40’ 
% A 95 60   95 95 
% B 5 40 100 100 5 5 
Les différents phospholipides sont identifiés par comparaison de leurs temps de rétention avec 
ceux de standards commerciaux. La quantification est effectuée par étalonnage externe. 
2.4.iv. Chromatographie CG/DIF 
Le profil d’acides gras des phospholipides est déterminé par chromatographie en phase 
gazeuse couplée à un détecteur à ionisation de flamme. Les phospholipides sont tout d’abord 
hydrolysés et dérivés par trans-méthylation avec une solution de 0,2M de triméthylsulfonium 
hydroxyde dans le méthanol selon la norme AFNOR EN ISO 152966-3. Les esters méthyliques 
d’acides gras sont ensuite analysés avec une chromatographie gazeuse équipée avec une colonne 
CP-Select CB (50m de long, 0,32 mm de diamètre interne et une épaisseur de film de 0,50 µm). 
L’hélium est utilisé comme gaz vecteur, à un débit de 1,2 mL/min ; l’injecteur et le détecteur FID 
sont maintenus à 250°C. La température initiale du four est fixée à 185°C pendant 40 minutes puis 
est élevée à 250°C à une vitesse de 15°C/min pour être maintenue à cette valeur pendant 10 
minutes. 




2.4.v. Analyse RMN des phospholipides 
Les analyses RMN ont été réalisées à l’Université Paul Sabatier, au service RMN géré par M. 
Marc Vedrenne. Un spectromètre Bruker AVANCE III HD NMR a été utilisé. Il opère à 500,13 
MHz et est équipé d’une cryosonde BBFO ATMA Prodigy de 5mm. Les mesures ont été réalisées 
à 298K avec la séquence zgig30. Le nombre de scans a été fixé à 16 et le logiciel Topspin 3.2 a été 
utilisé pour l’acquisition et le traitement des expériences. Le logiciel Mestrenova a ensuite été 













H ont été réalisées.  
2.4.vi. Spectrophotométrie UV/Visible 
Deux spectrophotomètres ont été utilisés : 
- Un spectrophotomètre Shimadzu UV1800 qui permet d’enregistrer un spectre par balayage 
progressif des longueurs d’onde et peut mesurer l’absorbance à une longueur d’onde 
précise. Il est adapté à la mesure d’échantillons placés dans des cuvettes en plastique ou 
quartz. Cet appareil a été relié à un ordinateur de façon à pouvoir enregistrer et traiter les 
spectres de façon plus rapide. Le schéma de fonctionnement de cet appareil est présenté ci-
dessous (Figure 2-9). 
 
Figure 2-9. Schéma simplifié du parcours lumineux au sein d’un spectrophotomètre à deux cuves et deux lampes. 




- Un spectrophotomètre BMG Labtech Spectrostar NANO (avec le logiciel éponyme de 
version V2.12), qui permet de réguler la température de 25°C (température ambiante) à 
45°C.  
Il peut analyser à la fois des échantillons dans des microplaques ou des cuves. Il procède par une 
illumination de l’échantillon par tout le spectre sous forme d’un nombre déterminé de flashs 
lumineux. Le spectre de la lumière récupérée après traversée de l’échantillon est alors analysé 
pour donner un spectre d’absorption. Au contraire du spectrophotomètre précédent, la référence 
est enregistrée préalablement dans l’appareil et non comparée en simultané (sauf en mode 
microplaque). La précision de la mesure est de Abs ± 0,02. Le coefficient d’extinction d’un 
échantillon à une longueur d’onde  est déterminé en mesurant son absorbance à différentes 
concentrations (C) et en appliquant la loi de Beer-Lambert avec : Abs = C.l où l est le trajet 
optique de la lumière dans l’échantillon. Ce trajet est de 1 cm avec les cuves standards et 
correspond à la hauteur de l’échantillon dans les puits des microplaques.  
2.4.vii. Spectroscopie Infrarouge 
Un spectromètre Tensor 27 de la marque Bruker a été utilisé pour les caractérisations 
infrarouges des extraits de phospholipides. Pour effectuer des mesures quantitatives grâce à la 
spectroscopie infrarouge, une cellule liquide Crystal Laboratories SL-3 à base d’un cristal ZnSe a 
été utilisée.  
2.4.viii. Dosage du phosphore  
Le phosphore a été déterminé sur les échantillons en utilisant la norme AOCS Ca12-55. Elle 
consiste à transformer tout le phosphore organique en phosphore minéral par utilisation d’acide 
nitrique et calcination à 400°C en présence d’oxyde de zinc. Ensuite, ce phosphore est complexé 
par un mélange de molybdate de sodium et d’hydrazine. La quantité de complexe formé est 
déterminée par spectrophotométrie en mesurant l’absorbance à 420nm et en la comparant à une 
droite de calibration effectuée avec différentes solutions de phosphate de potassium. Le 
pourcentage de phosphore obtenu, s’il provient exclusivement de composés organiques, peut 
permettre de déterminer la concentration en phospholipides en utilisant un facteur de conversion. 
Ce facteur a une valeur de 30 dans la norme utilisée. Cependant, comme cela a déjà été remarqué 
avec les protéines, il peut dépendre de la nature des phospholipides présents. Ici, il considère de 
l’huile de soja.  




2.5. Appareils/Méthodes d’analyse des vésicules 
2.5.i. Granulométrie Laser par DLS 
La taille des vésicules formées par les phospholipides a été mesurée avec l’aide d’un 
granulomètre MALVERN Zetasizer Nano ZS.  
Celui-ci permet de mesurer la taille moyenne d’un échantillon dans la gamme 0,6 nm – 6 µm 
et une distribution de taille lorsque celle-ci est gaussienne ou que deux populations sont présentes. 
Il procède en récupérant la lumière diffusée par les particules soumises au mouvement brownien, à 
un angle de 173° permettant la rétrodiffusion et/ou 3°. La rétrodiffusion permet de mesurer des 
échantillons non totalement transparents et donc plus concentrés et de minimiser la diffusion 
multiple. La position du laser de même que sa puissance peuvent être réglées manuellement ou 
automatiquement de façon à optimiser le rapport signal/bruit. La mesure est donnée sous la forme 
d’une distribution granulométrique en intensité. Ainsi, la taille est pondérée en fonction de sa 
contribution à l’intensité lumineuse détectée. A partir de l’indice de réfraction et de la viscosité du 
milieu, cette valeur peut être convertie en distribution granulométrique en volume, la taille étant 
alors pondérée en fonction de sa contribution au volume. Les particules les plus fines ne sont pas 
visibles dans cette distribution si elles ne représentent pas un volume suffisant. Les particules les 
plus grosses sont, au contraire, particulièrement représentées. Enfin, si un signal a été détecté pour 
de faibles particules, une distribution en nombre est accessible, le logiciel calculant combien de 
particules sont nécessaires pour obtenir un signal d’une intensité donnée. Ainsi, la distribution en 
nombre, si elle est plus proche de la valeur qu’on pourrait obtenir en mesurant les particules une à 
une au microscope n’est valide que dans le cas où ces particules ne sont pas mélangées à des 
particules bien plus grosses qui peuvent diffuser toute la lumière. Une petite erreur d’acquisition 
se transforme alors en une importante erreur en distribution en nombre. Par conséquent, les 
différentes données Zaverage (valeur moyenne harmonique en intensité) et DV (valeur moyenne en 
volume) sont relevées et DN (valeur moyenne en nombre) est donnée à titre purement informatif. 
2.5.i. Zétamétrie 
L’appareil précédent s’utilise aussi comme Zétamètre pour déterminer le potentiel Zêta des 
particules ou macromolécules. Le potentiel Zêta d’un échantillon peut se comprendre comme la 
charge des particules en solution (Figure 2-10).  





Figure 2-10. Illustration du potentiel Zêta (adaptée du site https://www.malvernpanalytical.com) 
Il est calculé en le corrélant à la mobilité de la particule soumise à un champ électrique connu. 
En effet, la particule va être attirée par l’électrode de charge opposée à la sienne. Elle va se 
déplacer à une certaine vitesse en fonction de ce champ.  
𝑉 = 𝜇 𝑋 𝐸 
V : vitesse en µm/s 
E : champ électrique en V/cm 





Avec 𝜀, constante diélectrique ; 𝜂, viscosité cinématique du milieu ; 𝜁, potentiel Zêta et 𝑓(𝜅𝑎), 
fonction de Henry qui dépend de a, le rayon de la particule et du paramètre de Debye 𝜅=1/e avec 
e, épaisseur de la double couche ionique. Si les particules sont suffisamment grosses (>20nm), 
alors deux approximations sont valables pour calculer la fonction de Henry. Dans un milieu 




polaire ou contenant une concentration élevée en sel, la double couche est comprimée. Ainsi, 
𝜅=1/e est élevé et 𝜅𝑎 ≫ 1. Dans ce cas, selon l’approximation de Smoluchowski, 𝑓(𝜅𝑎) tend vers 
1,5. 
Au contraire, lorsque le milieu est non polaire, la double couche est étendue et 𝜅𝑎 < 1. Dans ce 
cas, selon l’approximation de Huckel 𝑓(𝜅𝑎) tend vers 1. 








Connaissant la constante diélectrique de l’eau et sa viscosité, nous pouvons écrire 𝜁 = 11,23µ 
La mesure de la mobilité s’effectue dans une cellule constituée d’un tube en U d’un volume de 
1mL comprenant une électrode à chaque extrêmité. La mobilité des particules est mesurée par 
effet Doppler. Une particule se déplaçant va diffracter la lumière du laser et l’onde diffusée aura 
alors une fréquence supérieure à celle du laser incident avec une phase décalée, ce décalage étant 
fonction de la vitesse des particules. En combinant le signal de référence et le signal diffracté, on 
obtient un signal d’interférences d’une fréquence fonction du déphasage. Le champ électrique va 
être régulièrement inversé selon une fréquence lente (SFR : small field reversal) et rapide FFR 
(fast field reversal). La fréquence lente permettra de différencier plusieurs mobilités, les particules 
de potentiel Zêta supérieur se déplaçant plus vite. Une distribution de mobilité et donc de potentiel 
Zêta seront alors données et le potentiel Zeta sera indiqué avec une bonne résolution. Cependant, 
cette faible fréquence, si elle augmente la résolution, laisse le temps à un phénomène 
d’électroosmose de s’installer (mouvement du milieu qui prend le dessus sur l’électrophorèse : 
mouvement des particules) et la valeur mesurée est décalée par rapport à la valeur réelle. La 
fréquence rapide, si elle ne permet pas de séparer les mobilités entre elles, permet de corriger 
l’effet électroosmotique. Ainsi, la fréquence rapide donne une valeur vraie du potentiel Zêta mais 
avec une mauvaise résolution tandis que la fréquence lente permet d’obtenir une meilleure 
résolution et distribution du signal qu’il suffit de replacer à sa valeur moyenne «vraie ». Un milieu 
d’une conductivité trop importante ne pourra généralement pas permettre d’effectuer une 
fréquence faible et seule une moyenne de potentiel Zêta sera indiquée. 
2.5.ii. Cryo-MEB 
Les observations en cryo-microscopie à balayage ont été réalisées au sein de la plate-forme 
GENOTOUL, au CMEAB avec l’aide de Dominique Goudounèche et Bruno Payré. L’appareil 




utilisé est un MEB Quanta 250 FEG FEI avec un module de cryo-préparation Quorum PP3000T. 
Deux méthodes de préparation des échantillons ont été utilisées pour refroidir l’échantillon. La 
première méthode a été une cryo-fixation à haute pression par un appareil LEICA EM ICE. Cette 
méthode permet de figer l’eau immédiatement à l’état solide en minimisant les modifications de 
l’échantillon. Une autre méthode a été un refroidissement à l’azote pâteux (T=-210°C) qui permet 
de minimiser la cristallisation de l’eau. Une fois refroidi, l’échantillon est sublimé pendant un 
temps défini de façon à éliminer l’eau déposée à la surface de l’échantillon (qui peut provenir 
d’une condensation au moment du refroidissement). Après cette sublimation, l’échantillon est 
fracturé avec un mini-scalpel (cryo-fracture) et métallisé. Il peut alors être observé.  
La microscopie électronique à balayage est une technique qui permet d’observer la surface 
d’un échantillon en fonction de l’interaction de cette dernière avec un faisceau d’électrons. Elle 
permet un grossissement et une profondeur de champ bien plus importants que la microscopie 
optique avec des objets de l’ordre de la dizaine de nanomètres qui peuvent alors être observés. 
L’inconvénient de cette méthode est qu’elle nécessite un échantillon conducteur et un vide poussé 
pour obtenir une bonne résolution. Dans ces conditions, un échantillon se déshydrate très vite et il 
ne peut être observé que sous sa forme sèche. Pour pallier ce problème, il est possible de travailler 
à basse température pour observer un échantillon où l’eau serait conservée sous forme solide ou de 
substituer l’eau par une résine. Dans le premier cas, plusieurs méthodes sont envisageables comme 
un refroidissement à l’azote liquide, pâteux ou à l’éthane liquide. L’azote pâteux permet d’obtenir 
une eau à l’état amorphe. L’éthane liquide permet un refroidissement plus immédiat de 
l’échantillon qu’avec l’azote, figeant l’échantillon dans son état natif, l’eau se trouvant ici aussi 
sous forme amorphe.  
2.6. Extraction de l’huile 
2.6.i. Presse Monovis 
L’extraction de l’huile à partir de graines de caméline a été réalisée par une presse monovis de 
type ANTON FRIES P500R. Cette presse peut traiter de 12 à 30kg de graines par heure avec une 
vis de compression dont la vitesse peut aller de 5 à 95 t/min. La trémie comporte un agitateur et un 
ruban chauffant est utilisable pour chauffer le cylindre de presse. Une fois introduites dans la 
trémie, les graines sont acheminées dans la vis de compression. Le pressage et la libération de 
l’huile se font en fin de parcours (Figure 2-11).  





Figure 2-11. Illustration de la vis de compression et du cylindre d’extraction avec la zone de libération d’huile (images 
provenant du site du constructeur). 
2.7. Modélisation moléculaire 
La modélisation s’est effectuée en utilisant une station de calcul HP Z820 possédant 32 Go de 
RAM (ECC DDR3 SDRAM), 2 processeurs quadricoeurs Intel XEON CPU E5-2609 0 à 2.4 GHz, 
deux cartes graphiques nVIDIA GF108. Le système d’exploitation est Windows 7 64 bits. 
2.7.i. Optimisation de la géométrie moléculaire 
Pour déterminer la meilleure géométrie d’une molécule, celle-ci est tout d’abord dessinée en 
2D avec le logiciel CHEMAXON Marvin Sketch 5.11.5. Une fois enregistrée au format MDL 
molfile (.mol), elle est importée dans le logiciel Fujitsu Siemens SCIGRESS version FJ 2.4. La 
molécule est alors transposée en 3D en corrigeant sa valence, hybridation et géométrie. Les 
différents angles de torsion sont ensuite identifiés et une plage et un pas de variation de ces angles 
sont définis. En utilisant le champ de force MM3 et la procédure CONFLEX, une liste de tous les 
conformères de basse énergie va être générée. Le conformère de plus basse énergie est enregistré, 
sa géométrie est optimisée avec le champ de force MM3 en augmentant la distance de prise en 
compte des interactions électrostatiques. Ensuite, les coordonnées de cette molécule sont 
enregistrées au format mopac (.mop) et une ligne de commande est ajoutée pour effectuer une 
optimisation de sa géométrie avec le logiciel gratuit MOPAC2012 en utilisant une solvatation 
implicite avec le modèle COSMO. Celui-ci permet de considérer la molécule comme incluse dans 
une cavité entourée d’un continuum diélectrique. Exemple de ligne de commande : 
PM7 EPS=78.4 CHARGE=-1 FLEPO PDBOUT 
Ici, PM7 est l’algorithme semi-empirique utilisé, EPS=78.4 indique la constante diélectrique 
du milieu et donc que la modélisation COSMO sera employée (avec l’eau dans ce cas), 




CHARGE=-1 indique la charge de la molécule, FLEPO signifie que l’optimiseur employé sera 
celui de Broyden-Fletcher-Goldfarb-Shanno, plus adapté aux larges systèmes et que toutes les 
valeurs de l’optimisation sont enregistrées. PDBOUT signifie que la géométrie optimisée sera 
enregistrée au format PDB. 
2.7.ii. Dynamique moléculaire 
a. Le fichier psf 
En premier lieu, la molécule au format pdb est ouverte dans le logiciel gratuit VEGA ZZ 
3.0.5.12 et ses différents atomes sont renommés et/ou renumérotés pour correspondre aux 
dénominations atomiques des fichiers topologiques où cette molécule est déjà paramétrée. Si 
VEGA ZZ ne peut identifier tous les atomes avec les fichiers topologiques à sa disposition, la 
molécule est ouverte dans le logiciel VMD. Un fichier de paramétrage psf va être créé en utilisant 
un plus grand choix de fichiers topologiques. Si ces derniers ne comportent cependant toujours pas 
la molécule ou tout du moins les liaisons qu’elle contient, il sera nécessaire de créer un fichier 
topologique en indiquant l’ensemble des atomes et liaisons de la molécule. Enfin, un fichier psf 
peut être créé.  
b. Fichier de configuration 
Il s’agit ensuite de déterminer le champ de force qui va être utilisé et les conditions de la 
modélisation. Concernant les phospholipides, le champ de force CHARMM36 – lipids contient 
déjà les paramètres nécessaires pour une large gamme de phospholipides. Les fichiers psf, pdb et 
le fichier du champ de force ayant été défini (voir ANNEXE 6), il est nécessaire de programmer la 
dynamique moléculaire qui va être employée dans le langage correspondant au logiciel employé. 
Ici, le logiciel gratuit NAMD a été utilisé. Ce dernier comporte de nombreux paramètres de 
configuration permettant de gérer le traitement des interactions non liantes, notamment avec les 
forces électrostatiques/Van Der Waals, la gestion du contrôle de la température et de la pression, 
le traitement de la périodicité du système étudié, la durée d’un pas de calcul en femtosecondes, les 
intervalles de minimisation ou d’enregistrement des données (coordonnées, énergie, temps, 
vélocités des atomes…). Deux exemples de configuration sont donnés en annexe (ANNEXE 7 & 
ANNEXE 8), correspondant l’un au processus d’équilibration d’une bicouche de phospholipides 
et l’autre à une étape de production hors équilibre. Ils sont issus du site Charmm-Gui 
(www.charmm-gui.org) où des chercheurs ont mis au point des fichiers de configuration adaptés à 
la simulation de membranes/bicouches phospholipidiques. Six étapes d’équilibration : 2 étapes 




NVT (nombre de molécules, volume et température constants) et 4 étapes NPT (nombre de 
molécules, pression et température constants) sont alors recommandées avant une étape de 
production NPT (Jo et al., 2009, 2008, 2007; Lee et al., 2016; Wu et al., 2014). 
c. Construction d’une bicouche, membrane ou vésicule 
Pour construire une bicouche, il est possible d’utiliser le « Membrane/Bilayer Builder » du site 
Charmm-Gui (www.charmm-gui.org). Cependant c’est principalement le logiciel packmol 
(Martínez et al., 2009) qui a été utilisé. Ce dernier permet de placer la quantité souhaitée de 
molécules choisies dans un espace délimité en essayant de respecter une distance suffisante entre 
elles. Le fichier PDB obtenu est alors directement utilisable pour la dynamique moléculaire. Il est 
utilisable ainsi pour réaliser des bicouches ou même des liposomes. Des fichiers de configuration 
utilisés se trouvent en annexe (ANNEXE 9).  
2.8. Modélisation Gros-Grains 
Le module MARTINI TUTORIAL (Gamini et Chandler, s. d.) a d’abord été téléchargé4 et a 
servi de guide pour la mise en place de cette modélisation. En premier lieu, la molécule de 
phospholipide est découpée en différents fragments, chaque fragment étant identifié par un nom et 
associé aux divers atomes qu’il contient. L’ensemble est écrit dans un fichier (.cgc).  
 
Figure 2-12. Extrait d’un fichier .cgc définissant un fragment ou grain de la modélisation gros grains 
Dans cet exemple (Figure 2-12), dans la molécule nommée POPC (1-palmitoyl, 2-
oleoylphosphatidylcholine), le fragment qui s’appellera PO4 est défini. Il sera constitué du 
groupement PO4-CH2, ce qui comprend les atomes P1, O11 - O14, C1, HA et HB.  
Un fichier topologique (.top) est créé en indiquant les liaisons entre les fragments et la 
polarité/type de chaque fragment (C1, Qd…) selon la dénomination de MARTINI. 
                                                 
4
 https://www.ks.uiuc.edu/Training/Tutorials/spectop-index.html (accés en septembre 2018) 
CGBEGIN 
POPC PO4 0    
POPC P1 0    
POPC O11 0 
POPC O12 0 
POPC O13 0 
POPC O14 0 
POPC C1 0 
POPC HA 0 
POPC HB 0 
CGEND 




Dans le fichier topologique mis en exemple (Figure 2-13), sur le résidu (molécule) POPC, 
chaque fragment défini précédemment (comme le fragment PO4) est considéré ici comme un 
atome, son type et sa charge étant ensuite notés. Enfin, les liaisons et les angles à prendre en 
compte sont indiqués. De 134 atomes initiaux, seulement 13 fragments sont définis. La 
dénomination C3C du fragment D3B comprend la double liaison de l’acide oléique. Le premier C 
indique que c’est un groupement apolaire, le numéro 3 qu’il s’agit d’une affinité polaire plus 
importante (La double liaison implique une plus forte polarité) et le troisième C que la liaison est 
Cis. Les autres types sont : Q0 pour le fragment « choline » : chargé mais sans liaison hydrogène, 
Qa pour le fragment phosphate : chargé avec accepteur d’hydrogène ; Na pour les groupements 
« glycériques » : Non polaire et accepteur d’hydrogène. 
 
Figure 2-13. Fichier topologique définissant les polarités et les liaisons des différents grains de la molécule. 
Le logiciel packmol est alors utilisé pour créer l’ensemble de molécules à modéliser. Au sein 
du logiciel VMD, l’ensemble est alors mis sous forme de gros grains avec le module « CG-
Builder » qui fera appel au fichier topologique et de découpage. Ensuite, le système sera 
additionné de molécules d’eau (« Add solvation Box ») en les ajoutant selon la modélisation gros-
grains. Le système, caractérisé alors par un fichier solvate.pdb et solvate.psf sera ionisé avec KCl 
en mettant dans le panneau de commandes de VMD l’instruction suivante  
Figure 2-14) :  
 
 
Figure 2-14. Code utilisé pour ajouter des molécules de KCl à une concentration de 0,1M au système 
RESI POPC       0.0 ! CHO 
ATOM CHO   Q0   1.0 !         | 
ATOM PO4   QaL  -1.0 ! PO4 
ATOM GL1   NaL 0.0 !   | 
ATOM GL2   NaL  0.0 ! GL1 
ATOM C1B   C1   0.0 !   |      \ 
ATOM C2B   C1   0.0 !             C1B  GL2 
ATOM D3B   C3C  0.0 !   |       | 
ATOM C4B   C1   0.0 !             C2B  C1A 
ATOM C5B   C1   0.0 !   |       | 
ATOM C1A   C1   0.0 !              D3B  C2A 
ATOM C2A   C1   0.0 !    |      | 
ATOM C3A   C1   0.0 !              C4B  C3A 
ATOM C4A   C1   0.0 !    |      | 
!                  C5B  C4A 
 
BOND  CHO PO4  PO4 GL1  GL1 GL2 
BOND  GL2 C1A  C1A C2A  C2A C3A  C3A C4A   
BOND  GL1 C1B  C1B C2B  C2B D3B  D3B C4B  C4B C5B 
ANGLE PO4 GL1 GL2  PO4 GL1 C1B  GL1 C1B C2B 
ANGLE C1B C2B D3B  C2B D3B C4B  D3B C4B C5B 
ANGLE GL2 C1A C2A  C1A C2A C3A  C2A C3A C4A 
!Ces angles ne sont pas définis dans MARTINI: 
!ANGLE CHO PO4 GL1  GL1 GL2 C1A  C1B GL1 GL2 
> source cg-ionize.tcl 
> autoionize -psf solvate.psf -pdb solvate.pdb -cation K -sc 0.1 -o ionize 




L’instruction –cation K indique que le sel utilisé sera du KCl et non le sel par défaut (NaCl) ; –
sc 0.1 signifie que le système sera neutralisé et que la concentration en sel sera fixée à 0,1 M. 
Deux fichiers sont alors obtenus : ionize.pdb et ionize.psf. La dynamique moléculaire peut être 
alors effectuée avec quelques modifications du fichier de configuration, notamment un pas plus 
important (20 fs au lieu de 1 ou 2fs pour les modélisations avec tous les atomes), la plus grande 
taille des grains par rapport aux atomes induisant une vitesse plus faible et moins de mouvement 
dans les laps de temps courts. Des exemples de fichiers se trouvent en annexe (ANNEXE 10, 
ANNEXE 11 & ANNEXE 12). 
2.9. Exploitation des données in silico 
Au sein de VMD, un module d’analyse des membranes a été ajouté5. Il permet de mesurer 
l’aire par lipide, l’épaisseur de la bicouche et des coefficients de diffusion. Le détail de ces calculs 
peut se retrouver en annexe (ANNEXE 13). Sinon, plusieurs ensembles d’instructions ont été 
développés pour analyser les autres organisations moléculaires obtenues (notamment les vésicules 
obtenues en modélisation gros grain), en se servant du langage de programmation de VMD basé 
sur Python. Ainsi, des instructions ont été utilisées pour : 
- suivre l’évolution du rayon de giration avec le temps 
- suivre l’évolution de la distance entre les deux chaînes (grain à grain) des phospholipides 
- suivre l’évolution de la distance entre les phospholipides les plus proches en considérant 
les groupements PO4  
- compter le nombre d’atomes se situant dans une zone définie de la cellule (centre de la 
vésicule, phase aqueuse…) 
 
Ces instructions se trouvent en annexe (ANNEXE 14). 
2.10. Traitement statistique des données 
2.10.i. Traitement général 
De façon à minimiser les incertitudes des mesures, selon les méthodes utilisées, les 
échantillons ont été préparés au minimum deux fois et/ou leur analyse a été répétée au moins une 
fois. L’incertitude a ensuite été exprimée selon la formule : 
                                                 
5
 https://sourceforge.net/p/membplugin/wiki/Home/ (accès en septembre 2018) 








Où 𝜎 est l’écart-type des mesures, n est le nombre de mesures et t est le coefficient de student 
utilisé (l’intervalle de confiance est de 68% par défaut ou précisé lorsque qu’il est différent). 
2.10.ii. Traitement par plan d’expériences 
Pour déterminer la façon dont une variable mesurée dépend de certains paramètres, il est utile 
de mettre au point les expériences selon une stratégie optimisée. Il s’agit en effet d’obtenir le plus 
d’informations possibles avec le minimum d’expériences. Ainsi, il existe plusieurs méthodes 
mathématiques pour mettre au point un ensemble d’expériences selon que l’on souhaite juste 
déterminer quels sont les paramètres importants ou comprendre leur influence, leurs interactions 
entre eux. Une fois les expériences réalisées selon le plan préétabli, les réponses sont analysées 
avec des outils statistiques de façon à construire une loi polynomiale de la forme : 
Yk =𝑏0 + ∑ 𝑏𝑖 𝑖 𝑋𝑖,𝑘 + ∑ 𝑏𝑖𝑖𝑋𝑖,𝑘
2 + ∑ ∑ 𝑏𝑖𝑗𝑋𝑖,𝑘𝑋𝑗,𝑘𝑗≠𝑖𝑖𝑖  
Où Yk est la réponse calculée dans l’expérience k, Xi,k est la variable i pour l’expérience k, b0 
est le terme d’intersection, bi est le coefficient correspondant à la variable Xi, bii est le coefficient 
de la variable Xi² et bij est le terme d'interaction. La pertinence du modèle est alors vérifiée par le 
test statistique de Fisher-Snedecor en comparant les variances du modèle et des résidus 
(différences entre les valeurs calculées et expérimentales). La probabilité que le modèle ne 
représente pas les données expérimentales (P1) devant être la plus faible possible, une valeur de 5 
indiquant qu’il y a 95% de chances que le modèle soit pertinent. Sa validité est déterminée en 
comparant la variance expérimentale et la variance des résidus. La variance expérimentale est 
déterminée en comparant plusieurs expériences répétées. Si ces expériences répétées montrent une 
variance supérieure à celle des résidus alors le modèle est suffisamment précis (il y a peu de 
chance que le décalage entre les valeurs prédites et calculées ne soit pas dû à l’erreur 
expérimentale). On utilise ainsi la valeur P2 qui doit être la plus élevée possible. Si le modèle 
semble pertinent et valide pour décrire les expériences effectuées, il est possible de vérifier s’il est 
capable de prédire la valeur qui sera obtenue pour une nouvelle expérience. Des expériences tests 
peuvent alors être conduites pour vérifier l’applicabilité du modèle dans toute la zone explorée. Le 
logiciel NEMRODW 2000 (Mathieu et al., 2000) a été utilisé pour mettre au point et analyser le 


















La première étape du schéma intégré de « bioextraction/biotransformation » envisagé concerne 
la libération du mucilage de graines de Caméline, ce qui passe tout d’abord par une caractérisation 
des graines de façon à pouvoir ensuite utiliser les outils de traitement adaptés et en interpréter les 
résultats d’exploitation. 
3.1. Caractérisation des graines 
Les graines utilisées sont de la variété Céline, une des deux variétés cultivées en France, 
l’autre étant Epona. Elles proviennent de plusieurs récoltes centralisées au sein de l’INRA. Les 
graines sont stockées en fût métallique dans une chambre froide à 6°C.  
a. Matière sèche 
Six mesures de matière sèche (MS) des graines sont effectuées, donnant : 
MS = 93,46 ± 0,019 % (intervalle de confiance IC = 95%) 
b. Masse 
L’évolution de la masse d’un ensemble de graines a été déterminé à mesure que des individus sont 
ajoutés (Figure 3-1).  
 
Figure 3-1. Evolution de la masse d’un ensemble de graines selon le nombre d’individus 
Ainsi, la masse moyenne d’une graine de Caméline est : m=1,36 mg. En considérant l’ensemble 
des points mesurés, la masse d’une graine varie entre 1,3 et 1,4mg (IC=95%, N=6). En 
décortiquant des graines et en pesant également les coques de façon additionnelle (sur 15 coques), 
y = 1.3578x 
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nous obtenons une masse moyenne de coques de 0,37 mg et une variation entre 0,31 et 0,43 mg 
(IC=95%), soit une coque représentant environ un quart de la masse de la graine. 
c. Volume 
Une graine de caméline peut s’apparenter à un ellipsoïde avec une longueur d’environ 2mm et 
une largeur et hauteur d’environ 1mm, ce qui donnerait un volume approximatif de 1 mm3. En 
utilisant une éprouvette graduée tous les 0,1mL, il est possible de mesurer l’augmentation de 
volume que provoque l’ajout d’une masse connue (5g) de graines de caméline sur un volume fixé 
d’éthanol (5mL) (solvant de faible tension de surface et d’interaction négligeable avec les graines 
entières). Le volume massique des graines étant alors déterminé, connaissant la masse d’une 
graine, on en déduit son volume. En effectuant 9 mesures, une valeur moyenne peut être obtenue :  
Vgraine=1,20 ± 0,02 mm
3 
(IC=95%).  
Cette valeur reste proche de l’estimation grossière effectuée précédemment. Si cette augmentation 
de volume est mesurée dans l’eau, une valeur moyenne similaire ou légèrement supérieure est 
trouvée avec Vgraine=1,24 ± 0.05 mm
3
.Cependant, dans ce cas, si les graines hydratées ne font que 
peu augmenter le volume global par rapport aux graines non hydratées, chaque graine, avec le 
déploiement de son mucilage, occupe un volume plus important dans la solution aqueuse, la 
couche mucilagineuse augmentant la distance entre les graines (Figure 3-2).  
  
Graines de caméline dans l’éthanol Graines de caméline dans l’eau 
Figure 3-2. Photographies de l’empilement de graines de caméline dans l’éthanol et dans l’eau 




Ainsi, à l’équilibre, on compte environ 100 graines par millilitre dans l’eau au lieu de 500 
graines par millilitre dans l’éthanol.  
d. Aspect 
  
Figure 3-3. Vue d’une coupe de la coque et de la surface de l’endosperme (a. Grossissement G=115X, b. G=297X) 
Comme peuvent le montrer ces images en cryo-microscopie électronique à balayage (Figure 
3-3), la couche mucilagineuse autour des graines de caméline fait plusieurs microns d’épaisseur 
(20-40µm), à la surface de la coque (20µm environ d’épaisseur hors mucilage), elle-même non 
liée à l’endosperme. Ces cellules mucilagineuses ont des formes arrondies.  
  
Figure 3-4. Image de cellules de l’endosperme à plusieurs grossissements (a. G=668X, b. G=2504X) 
La coupe observée au niveau de l’endosperme (Figure 3-4) permet de distinguer des organelles de 
forme sphérique, sans doute les oléosomes (ou corps lipidiques). Cette image permet d’observer 
une forte polydispersité de ces gouttelettes avec une taille qui peut être supérieure à 4 µm.  




e. Taux de cendres 
Par calcination de graines broyées, il est possible de déterminer le taux de cendres. Celui-ci 
s’élève à 3,42 ± 0.03 % sur masse sèche (IC=95%). Même si la combustion peut entraîner la 
formation d’oxydes et de carbonates, cette teneur en cendres est une approximation de la teneur en 
matières minérales des graines. 
f. Teneur en huile 
Une fois les graines broyées au moulin à café, leur teneur en huile est mesurée par extraction 
de Folch ou par Soxhlet au cyclohexane. Une valeur de 40,5% est obtenue par extraction de Folch 
et de 41.9% par extraction Soxhlet.  
g. Teneur en protéines 
La teneur en protéines dérive de la teneur en azote obtenue par dosage Kjeldahl. Selon cette 
méthode, les graines ont une concentration d’azote de 4,18 ± 0,19 % (IC=95%). Avec le facteur de 
conversion recommandé par la FAO (6,25), cela donne un pourcentage de 26,12 ± 1,19 % 
h. Teneur en sucre 
La méthode Dubois (DuBois et al., 1956) a été adaptée à un dosage par microplaque de façon 
à pouvoir doser de faibles quantités de sucre (Masuko et al., 2005). Des coques de caméline sont 
traitées plusieurs minutes sous sonde ultrasonore dans un eppendorff de 1mL, ce qui permet 
d’obtenir une puissance de 500 000 W/L. Un tel traitement est susceptible d’extraire totalement 
les polysaccharides de la coque de caméline. Obtenant une teneur en sucre équivalent glucose de 
13,3% dans la coque, il peut se déduire un pourcentage de 3,6% de la masse de la graine en sucre 
équivalent glucose provenant de la coque. Evidemment, cette valeur ne prend pas en compte la 
teneur réelle en polysaccharides. La même extraction effectuée sur une graine entière broyée 
préalablement au moulin à café donne une teneur de 19% de sucre équivalent glucose. Ainsi, si la 
coque représente environ un quart de la masse de la graine et contient le mucilage, un extrait qui 
comporterait plus de 4% des sucres de la graine comporterait à la fois des sucres mucilagineux et 
internes. Cette méthode de Dubois est cependant très sujette à caution, autant par la faible 
reproductibilité observée que par une valeur en équivalent glucose qu’il est difficile de ramener à 
une teneur réelle en polysaccharides. Il est possible aussi d’obtenir une approximation de la teneur 








Une analyse ADF/NDF des graines de caméline ayant été réalisée par ailleurs (CRITT-
CATAR, Toulouse, France) donne tcellulose=7,6%, thémicellulose=4,3%, tlignine=5,1%. Ainsi : 
tsucres_solubles  100-3,4-26,1-41,9-5,1-7,6-4,3  12 %.  
i. Teneur en pectines 
En réalisant un dosage de Blümenkrantz sur les graines de Caméline sèches, une valeur de 2,7 
± 0,6 % (I=95%) est trouvée en équivalent acide galacturonique. Cette faible valeur incite à 
considérer que l’essentiel des acides uroniques provient de la coque des graines.  
3.2. Utilisation d’une sonde à ultrasons 
En général, la diffusion des composés internes des graines va dépendre de plusieurs 
coefficients de diffusion en fonction des couches traversées. Concernant la diffusion de l’eau, les 
coefficients de diffusion les plus limitants sont dans la coque qui comporte une « porosité plus 
faible ». Ainsi, dans le riz par exemple (Engels et al., 1986), le coefficient de diffusion de l’eau 
dans l’endosperme est 3 fois supérieur à celui trouvé dans le testa à 30°C et ces coefficients 
s’équilibrent à plus haute température. Il sera ainsi plus difficile d’éviter l’extraction de composés 
internes dans des graines à coque fine. Avec une épaisseur d’environ 20µm, la coque de la 
caméline se rapproche de celle d’Arabidopsis (Gardarin et al., 2010). Ces deux graines offrent une 
barrière plus mince que d’autres graines à mucilage comme la moutarde avec une épaisseur de 90 
µm environ (I.R. Siddiqui et al., 1986) et le lin avec une épaisseur d’environ 200 µm (Mahdi 
Kadivar, 2001).  
 
Figure 3-5. Représentation de plusieurs couches de la graine avec le temps mis par l’eau pour accéder à chacune des 























Si les différentes couches de la graine pouvant intervenir lors d’une diffusion en milieu aqueux 
sont représentées (Figure 3-5), il apparait que les différents composés hydrosolubles ne pourront 
être extraits dans le milieu d’extraction qu’à partir de l’hydratation de ces couches. Ainsi, il est 
possible de considérer un temps t1 correspondant au temps mis pour que l’eau pénètre la couche 
du mucilage non adhérent (t1=X1/(K1.D1)) avec X1, l’épaisseur de la couche 1, D1 : le 
coefficient de diffusion de l’eau dans la couche 1 et K1 : une constante) un temps t2 
(t2=X1/(K1.D1)+X2/(K2.D2)) correspondant au mucilage adhérant, t3 correspondant au Testa 
(t3= X1/(K1.D1)+X2/(K2.D2)+X3/(K3.D3)) et t4 correspondant à l’endosperme. Une fois les 
différentes couches hydratées, les composés seront extraits selon leurs propres coefficients de 
diffusion, étant assez évident que la coque exercera toujours une fonction de zone barrière. Une 
extraction du mucilage sélective nécessite t1 et t2 << t3 et t4 pour qu’avec le temps d’extraction, 
les composés internes soient très faiblement extraits. Il est donc nécessaire, à moins d’avoir un 
testa très épais et très peu poreux d’avoir des coefficients de diffusion élevés des polysaccharides 
du mucilage. Une augmentation de la température augmente ces coefficients de diffusion mais 
aussi ceux des autres composés de la graine. Une simple action d’agitation aura pour conséquence 
une meilleure homogénéité des concentrations des composés et ainsi permettra un plus fort 
gradient de concentration des composés entre l’intérieur de la graine et l’extérieur immédiat mais 
ne favorisera pas forcément les coefficients de diffusion du mucilage. Il est donc nécessaire 
d’utiliser une action cisaillante qui permet d’exercer des contraintes importantes à la surface des 
graines de façon à augmenter la diffusion des composés surfaciques.  
Les ultrasons ont cette capacité à exercer une action cisaillante importante et peuvent même, 
du fait de l’explosion des bulles de cavitation, provoquer des points chauds ou des jets de liquide à 
proximité des graines. Ils pourraient ainsi fournir une énergie supérieure à l’énergie d’activation 
de la rupture des liaisons chimiques entre le mucilage et la coque, augmentant considérablement la 
diffusion du mucilage adhérent. Cependant, ils peuvent aussi avoir une action déstructurante sur le 
testa et donc diminuer l’épaisseur de ce dernier jusqu’à provoquer sa rupture. Il s’agit donc d’une 
technologie de choix mais qu’il convient de maîtriser pour éviter des échauffements trop 
importants et une action mécanique trop puissante. S’inspirant de travaux effectués sur le lin 
(Fabre et al., 2015b), il est possible d’effectuer des essais d’extraction du mucilage avec une sonde 
à ultrasons. La puissance maximale autorisée par l’appareil (500W) peut se concentrer sur une 
faible surface (embout de la sonde) et un faible volume, permettant ainsi une action très fortement 
cisaillante. Celle-ci permet, notamment sur le lin, d’extraire quantitativement le mucilage au bout 
de 30 minutes d’immersion sans extraire notablement les composés internes de la graine. Dans ce 
cas, il est à souligner une épaisseur importante de la coque, un temps effectif d’ultrasons court (5 




minutes avec une pulsation de 1s/5s) et une augmentation limitée de la température (celle-ci se 
maintenant à 50°C). Deux pulsations différentes vont être utilisées sur la caméline. 5g de graines 
de cameline sont versées dans 95g d’eau distillée et l’ensemble est traité à 50°C pendant 30 
minutes sous ultrasons avec une sonde de 13mm de diamètre travaillant à 60% de son amplitude 
maximale. Une pulsation de 5s ON/10s OFF est d’abord utilisée. A l’issue de ces 30 minutes, le 
milieu est filtré et la matière sèche de la phase aqueuse est mesurée. Un rendement d’extraction de 
10,05 ± 0,05 % est ainsi obtenu par rapport à la masse de graines introduites. Un nouvel essai est 
réalisé avec une pulsation de 1s ON/5s OFF. Un rendement d’extraction de 5,60 ± 0,09 % est alors 
obtenu, soit un peu plus de la moitié du rendement précédent. Ce rendement se rapproche de celui 
obtenu selon les mêmes paramètres sur des graines de lin (6,44 ± 0,97%). Ainsi, la durée effective 
de traitement ultrasonore a un impact important sur le rendement d’extraction. 
3.3. Utilisation d’une colonne à ultrasons 
La colonne à ultrasons utilisée peut fonctionner en mode batch, de recirculation ou continu 
selon sa configuration. Seul le mode continu ne sera pas exploré ici (Figure 3-6). Dans le mode 
batch, 3,1L de milieu peuvent être traités lorsque les mesures sont réalisées au sein de la 
canalisation, 3,3L lorsqu’une boucle de dérivation est ajoutée pour effectuer les mesures de 
manière déportée alors qu’avec un mode en recirculation, 6 L sont mis en œuvre. Cependant, il 
faut veiller dans ce dernier cas à introduire le moins d’air possible au sein du milieu de façon à ne 
pas induire de cavitation au sein de la pompe. Si ce phénomène de cavitation est recherché au 
niveau des ultrasons, il peut également endommager la pompe, gêner son amorçage et/ou en 
diminuer l’efficacité. Il importe également de préciser que le tuyau de recirculation est adapté au 
diamètre d’entrée/sortie de la pompe mais qu’un changement important de diamètre se trouve en 
entrée de la canalisation à ultrasons (de 28 à 83 mm) et un rétrécissement en sortie (de 83 à 28 
mm), ce qui peut avoir une influence sur l’écoulement du milieu. Dans le mode batch, le 
traitement ultrasonore exercé en continu provoque un échauffement trop important du milieu, une 
température de 80°C pouvant être atteinte, ce qui peut être dommageable pour la conservation de 
l’intégrité des protéines et autres composés valorisables des graines (lipides polyinsaturés, 
stérols…). Ainsi, l’extraction est réalisée en mode pulsé. Les ultrasons, d’une puissance 
volumique moindre par rapport à ceux de la sonde, ne suffisent pas à créer une agitation suffisante 
pour éviter la sédimentation des graines dans les modes a et b. Reliant la vitesse de sédimentation 
à l’inverse de la viscosité selon la loi de Stokes, un premier moyen de remédier à ce problème est 
une augmentation de la concentration en graines mucilagineuses. Celle-ci est portée à 10%. 










Figure 3-6. Schémas des systèmes d’extraction du mucilage avec une canalisation à ultrasons. A) Analyse du pH et de 
la conductivité in situ. B) Analyse du pH, de la conductivité et de l’indice de réfraction au travers d’une boucle de 
dérivation. C) Mode de recirculation 
Cependant, même avec une concentration supérieure en graines, la viscosité ne peut suffire à 
empêcher la sédimentation pendant toute la durée du traitement, d’autant plus que cette viscosité 
peut diminuer avec le traitement. Augmenter encore la concentration en graines empêcherait une 
bonne récupération du milieu et diminuerait l’efficacité des ultrasons. Malgré une pulsation 




portant la durée effective d’ultrasons à 20min, il apparait que l’absence d’agitation ne permet 
qu’un rendement assez faible de 4,9% (Tableau 3-1). Une agitation manuelle du milieu permet 
presque de doubler ce rendement. Il est donc important de relier cette colonne à un système 
d’agitation. 
Tableau 3-1. Conditions d’extraction du mucilage avec une colonne à ultrasons selon différents modes d’agitation 
Pulsation ON/OFF Durée Agitation Rendement(%) 
10s/20s 1h Aucune 4,9 
10s/20s 1h Légère agitation manuelle 6,7 
10s/20s 1h Agitation manuelle constante 9,26 
3.3.i. Agitation avec moteur, mesure in situ/prélèvements 
a. Suivi de l’extraction au cours du temps 
Plusieurs indicateurs comme le couple moteur, l’indice de réfraction, le pH et la conductivité 
peuvent permettre de suivre l’extraction du mucilage au cours du temps.  
Couple moteur et température 
 Un moteur d’agitation avec enregistrement du couple est utilisé. Il est ainsi possible 
d’observer l’évolution du couple lors d’une mise en présence des graines dans l’eau avec une 
agitation modérée de 500tpm (Figure 3-7). Comme la viscosité s’exprime comme le ratio de la 
contrainte imposée (Force/Surface : N.m
-
²) sur le gradient de cisaillement (s
-1
), à surface de 
contact et gradient constants, l’évolution du couple peut être considérée comme linéairement liée à 
l’évolution de la viscosité. Après une phase de latence nécessaire à l’hydratation des graines 
(environ 10 minutes), la viscosité du milieu commence à augmenter fortement avant de se 
stabiliser et d’augmenter à nouveau fortement jusqu’à nécessiter le couple maximal du moteur. La 
mise en route des ultrasons à partir de 55 minutes provoque une diminution de la viscosité en 
même temps qu’une augmentation de la température. Cependant, au vu d’un essai prolongé dans 
le temps (Figure 3-8), il apparaît qu’à l’arrêt des ultrasons, la viscosité retrouve sa valeur initiale, 
ce qui démontre une thixotropie du milieu. Un essai d’ajout de pectinase (0,42g d’une enzyme 
d’activité 452 U/g sachant qu’on table sur 188,52 unités d’enzyme nécessaire pour la libération 
d’environ 1,1g d’acide galacturonique) n’a pas donné d’effet, l’action de cette enzyme étant sans 
doute insuffisante à l’échelle de temps observée et à la température du milieu. Ainsi, à un tel stade 
d’extraction, les ultrasons ont un effet cisaillant peu dénaturant.  





Figure 3-7.Evolution du couple et de la température au cours du temps lors de la démucilagination de graines de 
caméline pendant 80 minutes avec début du traitement ultrasonore à partir de 55 minutes. 
 
Figure 3-8.Evolution du couple et de la température au cours du temps lors de la démucilagination de graines de 
caméline avec début des ultrasons à 55 minutes, arrêt à 75 minutes avec ajout de pectinase, reprise à 105 minutes et arrêt à 
115minutes. 
Il est important de souligner que la viscosité joue un rôle important dans l’efficacité des 
ultrasons. Un milieu hautement visqueux tel que celui observé après 55 minutes d’extraction 
ralentit la diffusion et l’amplitude des ondes sonores et diminue ainsi l’efficacité du traitement. Si 
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(Figure 3-9), et les ultrasons commencent à diminuer le couple et donc la viscosité du milieu au 
bout d’un certain temps d’activation, le couple augmentant et diminuant à mesure que le mucilage 
s’extrait et que les ultrasons exercent leur action cisaillante (environ 15 minutes). Ensuite, le 
couple diminue de façon plus linéaire. Le milieu obtenu en fin de traitement est ainsi bien plus 
facilement filtré. 
 
Figure 3-9. Evolution du couple et de la température au cours du temps lors de la démucilagination de graines de 
caméline avec mise en route des ultrasons dès le début du traitement. 
En fin de traitement ultrasonore,  le couple ne remonte plus. La déstructuration semble ainsi 
définitive. 
Indice de réfraction 
La mesure de l’indice de réfraction « n » est souvent utilisée pour déterminer la teneur en sucre 
de produits alimentaires en se servant de tables de corrélation. Par exemple, l’utilisation du degré 
BRIX permet de quantifier la fraction de saccharose dans un liquide. Dans une eau sucrée, cette 
valeur est égale à la matière sèche soluble. On peut en effet relier la variation de l’indice de 
réfraction « dn » à la variation de concentration « dc » de plusieurs matières. Concernant les 
protéines, de nombreuses valeurs de dn/dc peuvent se retrouver dans la littérature. Il est même 
possible d’estimer ce coefficient selon la composition en acides aminés (Zhao et al., 2011). 
Globalement, selon la littérature, notamment une revue (Theisen, 2000) et le Handbook of 
Chemistry and Physics (David R. Lide, 2005a), en prenant les valeurs de concentrations de 0 à 
10%, les coefficients dn/dc dans l’eau de divers acides aminés et protéines, sucres et 












































Tableau 3-2. Valeurs de dn/dc pour plusieurs composés dans l’eau.  
Substrat dn/dc moyen  
Protéines humaines 0,189 ±0,003 (Zhao et al., 2011) 
Légumine (globulines 11S de graines végétales) 0,198 (Theisen, 2000) 
Albumine de sérum bovin (BSA) 0,190 ±0,002 (Tumolo et al., 2004) 
Béta-Caséine 0,181 (Theisen, 2000) 
Guanidine 0,220 ±0,001 (Tumolo et al., 2004) 
Alanine 0,192 ±0,001(Tumolo et al., 2004) 
Sucrose 0,147 ±0,001 (Tumolo et al., 2004) 
D-Glucose 0,148 (David R. Lide, 2005a) à 20°C 
D-Fructose 0,146 (David R. Lide, 2005a) à 20°C 
Lactose 0,153±0,003 (Tumolo et al., 2004) 
Maltose 0,152±0,003 (Tumolo et al., 2004) 
Cellulose 0,111 (Theisen, 2000) 
Dextrane 0,152 (Theisen, 2000) 
Gomme arabique 0,145 (Theisen, 2000) 
Pectine de citrus 0,146 (Theisen, 2000) 
Pectine de betterave 0,131 (Qi et al., 2014) 
Polysaccharides de lyciet commun 0,148 à 35°C (Wu et al., 2016a) 
Alginate de sodium 0,158 (Theisen, 2000) 
Bêta-Glucane 0,151 (Theisen, 2000) 
Amylopectine 0,152 (Theisen, 2000) 
Carraghénane 0,155 (Theisen, 2000) 
Acide polygalacturonique 0,176 dans NH4Cl à 0,35M (Theisen, 2000) 
Amidon 0,151 (Theisen, 2000) 
Xanthane 0,155 dans NH4NO3 (Theisen, 2000) 
Lécithine 0,1245 (Theisen, 2000)à 20°C 
Chlorure d’ammonium 0,188 à 20°C (David R. Lide, 2005a) 
Chlorure de calcium 0,245 à 20°C (David R. Lide, 2005a) 
Chlorure de magnésium 0,256 à 20°C (David R. Lide, 2005a) 
Chlorure de potassium 0,136 à 20°C (David R. Lide, 2005a) 
Chlorure de sodium 0,175 à 20°C (David R. Lide, 2005a) 
Sulfate de magnésium 0,202 à 20°C (David R. Lide, 2005a) 
Hydroxyde de potassium 0,190 à 20°C (David R. Lide, 2005a) 




Le Tableau 3-2 montre une certaine hétérogénéité des dn/dc selon les substrats analysés. 
Cependant, il apparaît que les protéines se situent plutôt dans la zone 0,180-0,190. avec une valeur 
communément admise pour les protéines globulaires de 0,185 (Zhao et al., 2011) et les 
polysaccharides sont plutôt autour de 0,150 avec une exception pour la cellulose. Enfin, notons le 
plus faible coefficient correspondant à la lécithine.  
Avant d’utiliser le système d’analyse par dérivation, une extraction du mucilage est effectuée 
en réalisant des prélèvements à différents temps. L’indice de réfraction des différents 
prélèvements est alors mesuré avec les graines ou sans les graines (rapidement sédimentées par 
centrifugation). Les variations de l’indice de réfraction et de la matière sèche peuvent être alors 
mesurées selon le temps d’extraction (Figure 3-10). En reliant les deux mesures, la courbe de 
variation de l’indice de réfraction selon le taux de matière sèche peut être tracée (Figure 3-11). 
 
Figure 3-10. Evolution de l’indice de réfraction et du taux de matière sèche selon le temps de traitement 
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La Figure 3-10 montre une quasi–superposition des valeurs de l’indice de réfraction mesurées 
avec des graines et mesurées sans ces dernières, indiquant que la présence de particules solides au-
dessus du prisme de mesure n’a pas une influence importante sur la valeur mesurée. Ce résultat 
encourage l’utilisation de la pompe pour mesurer l’indice de réfraction du milieu en continu. Il 
apparait que le taux de matière sèche suit visiblement deux phases. Une phase d’extraction assez 
rapide jusqu’à environ 15 minutes et une phase plus lente de 15 minutes à la fin du traitement, ce 
qui peut être lié à l’extraction de deux types de mucilage (non adhérent et adhérent). Cette 
variation de la matière sèche suit de façon assez étroite l’indice de réfraction et la relation entre les 
deux peut être tracée (cf. Figure 3-11). La variation de l’indice de réfraction semble suivre une 
relation linéaire avec le taux de matière sèche, le coefficient de corrélation de la régression étant 
supérieur à 0,99. Ainsi, la nature des extraits ne varie pas suffisamment selon le temps 
d’extraction pour provoquer un changement significatif du coefficient dn/dc. L’application de ce 
dernier, d’une valeur de 0,1283 permet donc d’utiliser la variation de l’indice de réfraction pour 
suivre l’évolution de la matière sèche du milieu avec le temps. Cette valeur est plus basse que 
celles trouvées dans la littérature pour des polysaccharides communs et se retrouve assez proche 
de celle de la pectine de betterave (Tableau 3-2). Si le mucilage récupéré n’était pas composé 
entièrement de produits solubles, le coefficient pourrait être sous-estimé, la matière sèche soluble 
étant inférieure à celle mesurée. Cependant, il est plus probable que cette valeur reflète une 
composition particulière des polysaccharides extraits. Notons justement une étude effectuée avec 
une contribution de groupes pour la prédiction des indices de réfraction des composés organiques 
qui donne, par exemple, une contribution très faible des groupements acides à l’indice de 
réfraction (Gharagheizi et al., 2014).  
L’observation de l’évolution de la matière sèche avec le temps peut permettre d’établir un 
modèle cinétique. L’extraction du mucilage de lin avec des ultrasons d’une plus forte puissance 
volumique suivait un modèle d’ordre 2 dans les 30 premières minutes d’extraction (Fabre et al., 
2015b). En suivant un tel modèle, il est possible d’écrire la relation suivante :  
𝑑𝐶
𝑑𝑡
= 𝑘(𝐶𝑒𝑞 − 𝐶)² 
Avec k : constante d’extraction du second ordre (m3.kg-1.min-1) ; C : concentration en matière 
sèche (kg/m
3
) et Cequ : concentration en matière sèche à l’équilibre. L’ensemble se simplifie 
comme (Peleg, 1988): 
𝑡
𝐶












L’évolution semble connaître un ralentissement vers 40-50 minutes avec, ensuite, une nouvelle 
accélération. Si t/C est tracé en fonction de t (de 0 à 50 minutes), un coefficient de détermination 






et Ceq=9,84 g/L. L’exemple du lin 
concernait une extraction à 5% de graines alors qu’ici, 10% de graines sont utilisées, ce qui 
explique une concentration à l’équilibre plus élevée (9,84g/L contre 5,3g/L pour le lin). 
Cependant, la plus faible puissance ultrasonore mise en jeu dans la colonne à ultrasons par rapport 









Figure 3-12. Evolution du pH avec le temps lors de la démucilagination de graines de caméline selon la Figure 3-6b 
Avec la sonde pH directement immergée dans le réacteur, il est possible de mesurer le pH à 
des temps courts. Partant d’eau distillée, l’hydratation des graines provoque une rapide chute du 
pH indiquant une rapide augmentation de la concentration d’espèces acides dans le milieu. 
Cependant, le pH remonte ensuite assez rapidement et va peu à peu se stabiliser, profitant 
certainement de l’effet tampon des protéines et polysaccharides neutres qui sont de plus en plus 
extraits (Figure 3-12). Si les pKa de différents monosaccharides sont consultés, il apparaît que les 
acides uroniques présents dans les polysaccharides acides peuvent expliquer cette baisse de pH. 
Ces derniers sont susceptibles de s’extraire en premier, comme pour le lin (Fabre et al., 2015b). La 
remontée bien plus lente du pH implique l’ajout continu d’espèces légèrement accepteuses de 
protons. Les monosaccharides constituant les polysaccharides neutres ne possèdent, dans leur 
forme cyclique, que des fonctions alcools et éthers peu ionisables et peu susceptibles d’accepter 









+  R-C-OH + H2O étant très peu favorisée du fait de la faible quantité de 
groupes R-C-O
-
 à des pHs sensiblement inférieurs aux pKas correspondants (Tableau 3-3). Les 














modifier la force de la liaison OH et contribuer ainsi à un caractère plus basique (au sens de 
Brönsted) des polysaccharides. Cependant, l’extraction des protéines est bien plus susceptible de 
mettre en solution des composés ionisés pouvant exercer un caractère basique. Un pH compris 
entre 5 et 6 se situe bien au-dessus du pKa des couples COOH/COO
-
 des principaux acides aminés 
constitutifs des protéines et en dessous du pKa des couples NH3
+
/NH2 (Tableau 3-4). Ainsi, les 
protéines sont majoritairement de la forme : 
 
Cependant, si le pH est proche des points isoélectriques des protéines (Tableau 3-5), il reste 
cependant supérieur à ce dernier, notamment en ce qui concerne la caméline. Ainsi, les protéines 
extraites à ce pH sont principalement chargées négativement avec une prédominance de 
groupements carboxylates sur les groupements amines protonés. Elles peuvent donc exercer une 
légère action basique pouvant expliquer la remontée du pH. Ensuite, selon la nature des protéines 
extraites (plus ou moins basiques selon la teneur et les expositions relatives des acides aminés plus 
basiques : arginine, lysine et plus acides : acide aspartique, thréonine, sérine), le pH peut varier à 
nouveau. Ainsi, d’après la Figure 3-12, l’hydratation des graines provoque tout d’abord 
l’extraction de polysaccharides acides, celle-ci étant ensuite contrebalancée par l’extraction de 
protéines au comportement majoritairement basique. Un équilibre se ferait ensuite lentement entre 
polysaccharides acides et protéines.  
Tableau 3-3. pKa de quelques monosaccharides 
Monosaccharides acides pKa (COOH/COO-)  
Acide galacturonique 3,48 (Bhattacharyya et Rohrer, 2012) 
Acide glucuronique 3,20 (Bhattacharyya et Rohrer, 2012) 
Monosaccharides neutres pKa (OH/O-) 
Galactose 12,39 (Bhattacharyya et Rohrer, 2012) 
Glucose 12,28 (Bhattacharyya et Rohrer, 2012) 
Xylose 12,15 (Bhattacharyya et Rohrer, 2012) 
Mannose 12,08 (Bhattacharyya et Rohrer, 2012) 
Fructose 12,03 (Bhattacharyya et Rohrer, 2012) 
 

















(David R. Lide, 
2005b) 
Acide aspartique 1,95 9,66 3,71 2,77 
Acide glutamique 2,16 9,58 4,15 3,22 
Alanine 2,33 9,71  6,00 
Arginine 2,03 9,00 12,10 10,76 
Cystéine 1,91 10,28 8,14 5,07 
Glycine 2,34 9,58  5,97 
Histidine 1,70 9,09 6,04 7,59 
Isoleucine 2,26 9,60  6,02 
Leucine 2,32 9,74  5,98 
Lysine 2,15 9,16 10,67 9,74 
Méthionine 2,16 9,08  5,74 
Phénylalanine 2,18 9,09  5,48 
Proline 1,95 10,47  6,30 
Serine 2,13 9,05  5,68 
Thréonine 2,20 8,96  5,60 
Tyrosine 2,24 9,04 10,10 5,66 
Valine 2,27 9,52  5,96 
 
Tableau 3-5. Points isoélectriques de différentes protéines 
Espèces pI 
Concentrat de protéines de colza 6,3 (Von Der Haar et al., 2014) 
Protéines de soja 4,6 (Jaramillo et al., 2011) 
Protéines de tournesol 4,3 (Yust et al., 2003) 
Protéines de lin 4,5 (Oomah et Mazza, 1993) 
Protéines de chia 3,0 (Timilsena et al., 2016a)  
Protéines de caméline 4,5 (Sarv, 2017) 
Fraction albumine de caméline 2,5-3 (minimum de solubilité) (Li et al., 2014) 
Fraction glutéline de caméline 4-5 (minimum de solubilité) (Li et al., 2014) 
Fraction globuline de caméline 2-4 (minimum de solubilité) (Li et al., 2014) 





La conductivité est directement reliée à la nature et la concentration des espèces ioniques en 
solution. Elle s’exprime comme :  
𝜒 = ∑ 𝑐𝑖. 𝑧𝑖 . 𝜇𝑖. 𝐹
𝑖
 




 : nombre de charges de l’espèce i et µi
 




), F est la 
constante de Faraday (96485 C/mol ou A.s.mol
-1). La mobilité ionique peut s’exprimer comme 
µ=ez/(6.r) où r est le rayon ionique et la viscosité du milieu. Ainsi la mobilité sera d’autant 
plus importante qu’un ion aura un faible rayon, sera dans un milieu peu visqueux et sera chargé.  
Tableau 3-6. Mobilités ioniques de différentes espèces  










) 36,23 (Atkins et De Paula, 2010) 
Hydroxyde (OH
-
) 20,64 (Atkins et De Paula, 2010) 
Potassium (K
+
) 7,62 (Atkins et De Paula, 2010) 
Ammonium (NH4
+
) 7,60 (Harned et Owen, 1963)  
Sodium (Na
+
) 5,19 (Atkins et De Paula, 2010) 
Chlorure (Cl
-
) 7,92 (Atkins et De Paula, 2010) 
Fluorure (F
-
) 5,70 (Harned et Owen, 1963) 
Iodure (I
-
) 7,95 (Harned et Owen, 1963) 
Sulfate 8,29 (Atkins et De Paula, 2010) 
Magnésium (Mg
2+
) 5,50 (Barry et Lynch, 1991) 
Bromure (Br
-
) 8,13 (Harned et Owen, 1963)  
Soufre (SO4
2-
) 8,25 (Harned et Owen, 1963) 
Calcium (Ca
2+
) 6,16 (Harned et Owen, 1963) 
Zinc (Zn
2+
) 5,47 (Atkins et De Paula, 2010) 
Carbonate (CO3
2-
) 7,46 (Harned et Owen, 1963) 
Hydrogénocarbonate (HCO3
-
) 4,61 (Harned et Owen, 1963) 
Dihydrogénophosphate (H2PO4
-
) 3,43 (Dean et Lange, 1999) 
Hydrogénophosphate (HPO4
2-
) 2,97 (Dean et Lange, 1999) 




Ainsi, la conductivité ne dépendra que très peu de la mobilité de macromolécules comme les 
protéines mais beaucoup plus fortement des acides aminés libres, des minéraux présents, des 
hydroxydes (OH
-
) et des protons H
+
. La concentration de ces derniers peut être directement 
déduite du pH. Les mobilités présentées dans le Tableau 3-6, mises à part celles des protons et 
hydroxydes sont toutes dans le même ordre de grandeur. Ainsi, les valeurs de conductivité 
mesurées permettent d’évaluer l’évolution de la concentration des espèces minérales en solution. 
La géométrie de la sonde de conductivité, avec une sonde de température incorporée, impose une 
immersion importante du milieu. De même, les graines de caméline peuvent se retrouver coincées 
au sein de la cellule, perturbant les mesures. Il n’est ainsi pas toujours évident d’avoir une mesure 
fiable de ce paramètre. Plusieurs remarques peuvent cependant être faites après la consultation des 
résultats des mesures (Figure 3-13). Au cours des deux minutes de pré-agitation du milieu, la 
température n’augmente pas car les ultrasons ne sont pas encore activés mais la conductivité 
augmente rapidement jusqu’à 500µS/cm après 2 minutes. Cela montre une conductivité déjà 
importante du milieu, une part importante des minéraux ayant déjà été extraite avec une 
concentration ionique qui peut être grossièrement estimée autour de 0,005 mol.L
-1
. Cette 
conductivité évoluera jusqu’à se stabiliser autour de 850µS/cm malgré l’augmentation de 
température. A partir de 40 minutes d’extraction, la conductivité va à nouveau augmenter 
rapidement jusqu’à doubler de valeur, alors que le pH reste stable. Ce profil semble suivre celui de 
l’indice de réfraction (Figure 3-10) et de la matière sèche.  
 


















































3.3.ii. Agitation avec moteur, mesure déportée 
Dans ce cas, les sondes de pH-métrie et de conductivité sont placées dans une cellule de 
circulation de façon à être protégées des turbulences de l’agitation du moteur et des ultrasons. 
Ainsi, selon la Figure 3-6c, une pompe permet d’amener le milieu au sein de la cellule de 
circulation et du réfractomètre. Au débit maximal de la pompe, le contenu de la cellule est 
renouvelé en moins de 10 secondes tandis qu’à peine plus d’une seconde sont nécessaires pour 
terminer la boucle alimentant le réfractomètre. Cependant, ce débit entraîne un effet de 
cisaillement supplémentaire sur les graines, celui-ci s’exerçant d’autant plus fortement que des 
différences de vitesse se retrouvent dans des couches adjacentes du flux. Dans un écoulement 
laminaire de Poiseuille, si on considère ce dernier hautement cisaillant, lorsque les graines sont 
pompées au sein de passages de diamètres proches de la section transversale des graines, ces 




 relie la contrainte visqueuse à la viscosité du milieu et la différence de vitesse v entre 
deux couches séparées d’une distance z.  
 
Figure 3-14. Représentation possible du gradient de vitesse de l’écoulement laminaire dans a : un tuyau de diamètre 
légèrement supérieur à la taille d’une graine b : un tuyau d’un diamètre largement supérieur à la taille d’une graine 
Le diamètre des ouvertures de la pompe de circulation est à peine supérieur à la section d’une 
graine de caméline. A mesure que la graine est hydratée, sa taille augmente mais le mucilage peut 
permettre une lubrification de sa surface. Lorsqu’elle est démucilaginée, ce phénomène disparait 
et la graine peut de plus s’agréger à d’autres graines, bloquant ainsi la pompe. Ce blocage 
a 
b 




intervient autour de 20 minutes de fonctionnement. Au vu du débit de la pompe, en 20 minutes de 
traitement, les 3,3L de milieu seront passés environ 4 fois dans le système d’analyse. Ainsi, dans 
le but d’avoir un système d’analyse le plus neutre possible par rapport au système de traitement, 
une comparaison peut être effectuée entre le rendement obtenu dans le système de mesure in situ 
et le système de mesure déporté pour déterminer si les forces de cisaillement exercées par le 
système déporté ont une influence significative. La Figure 3-15 montre que l’extraction du 
mucilage suit des évolutions similaires au cours du temps d’analyse selon que le système soit 
additionné d’une boucle de dérivation ou pas. Cependant, des temps plus longs pourraient peut-
être augmenter le rendement. Si ce système de pompe ne peut être utilisé pour la graine de 
caméline, il pourrait être adapté à des graines plus fines, comme les graines de Chia.  
 
Figure 3-15. Comparaison des matières sèches des extraits aqueux selon le système d’analyse utilisé lors du procédé 
3.3.iii. Agitation avec une pompe en mode de recirculation  
Au vu du chapitre précédent, il apparaît qu’un fort débit de circulation des graines pourrait 
exercer sur ces dernières des contraintes suffisantes pour provoquer une démucilagination au cours 
du temps. Dans le but de comparer l’efficacité de la cavitation ultrasonore avec les différentes 
forces exercées sur les particules par un écoulement laminaire ou localement turbulent, une pompe 
à haut débit, de 6m
3
 par heure, a été utilisée. Elle permet au contenu de la colonne et de la boucle 
de circulation (volume totale de 6L) d’être renouvelé en moins de 6 secondes, ce qui empêche les 
graines de sédimenter.  
Ainsi, plusieurs essais de différentes durées ont été réalisés, toujours avec une concentration en 







































d’expérience est réalisé pour essayer de discriminer l’influence respective de la cavitation 
ultrasonore et du cisaillement par écoulement dans l’extraction du mucilage de cameline (Tableau 
3-7). Certains paramètres, au vu de l’installation, sont invariables : 
- Le débit de la pompe à recirculation 
- Le volume de la canalisation 
De même, la température résultant de l’agitation du milieu et de l’action des ultrasons n’est 
pas directement contrôlable. Les paramètres techniques modifiables sont : 
- Le temps de traitement 
- L’amplitude des ultrasons 
- La pulsation des ultrasons 
L’influence du temps de traitement sera évaluée sur 1 heure, l’amplitude des ultrasons sera 
évaluée de 10% à 70% de l’amplitude maximale et la pulsation (p=toff/ton) des ultrasons sera 
évaluée de p=2 à p=6 (avec ton = 5 secondes). 






















1  55 40 4 1 0 0  
2  5 40 4 -1 0 0  
3  42,5 70,3 4 0.5 0.866 0  
4  17,5 9,7 4 -0.5 -0.866 0  
5  42,5 9,7 4 0.5 -0.866 0  
6  17,5 70,3 4 -0.5 0.866 0  
7  42,5 50,1 6 0.5 0.288 0.817  
8  17,5 29,9 2 -0.5 -0.288 -0.817  
9  42,5 29,9 2 0.5 -0.288 -0.817  
10  30 60,2 2 0 0.577 -0.817  
11  17,5 50,1 6 -0.5 0.288 0.817  
12  30 19,8 6 0 -0.577 0.817  
13  30 40 4 0 0 0  
14  30 40 4 0 0 0  
15  30 40 4 0 0 0  




Température du milieu 
La première observation est l’augmentation de la température résultant de l’agitation du milieu 
dans les différents cas (Figure 3-16). Les ultrasons exercent une augmentation de température par 
création de points chauds et cisaillement tandis que la pompe exerce un échauffement dû 
principalement à la dissipation, par frottements, de l’énergie mécanique du fluide entraîné par la 
pompe.  
 
Figure 3-16. Evolution de la température du milieu avec le temps d’extraction 
L’augmentation de la température suit une loi polynomiale d’ordre 2. Sans ultrasons (essai 
additionnel), la température augmente quand même jusqu’à environ 50°C au bout de 55 minutes, 
même si l’effet est légèrement moindre. Même si les températures initiales ne sont pas identiques 
pour toutes les expériences, ces résultats indiquent une forte contribution du mouvement de 
recirculation sur l’augmentation de la température.  
Rendement d’extraction (matière sèche extraite sur matière sèche des graines) 
Si les rendements des différentes expériences sont comparés (Figure 3-17), il apparaît tout de 
suite un résultat très différent entre les expériences 1 et 2, une équivalence entre les expériences 10 
et 12 à 15 et entre les expériences 4, 6, 8 et 11. Cela correspond aux différents temps de 








































suivante (Figure 3-18) peut être obtenue. L’évolution du rendement selon le temps d’extraction 
peut être modélisée par une régression linéaire avec un coefficient de détermination important. 
Ainsi, 30 minutes de traitement du milieu sans ultrasons (premier point orange) permettent une 
extraction du mucilage peu différente de celle obtenue avec. Pour des temps de traitement plus 
longs (55 minutes), cependant, l’action des ultrasons semble permettre un rendement 
significativement supérieur. 
 
Figure 3-17. Rendements d’extraction des différentes expériences effectuées 
 




















y = 0.1186x + 2.6274 
















La réponse du rendement d’extraction peut être correctement décrite selon le plan 
d’expériences avec l’équation suivante : 
Y=5,977+2,966t+0,232A-0,294P+0,153t²+0,167A²+0,465p²+0,323tA-0,647tP+0,588Ap 
 L’analyse de la variance du modèle indique une faible probabilité que celui-ci ne décrive pas 
correctement les valeurs expérimentales (P1 = 0,667). Ainsi, la régression est significative et 
l’équation ci-dessus peut être utilisée. La comparaison des expériences répétées montre une erreur 
expérimentale qui ne permet pas d’englober totalement les différences trouvées entre le modèle et 
l’expérience (Validité de P2=11,7). Ainsi, l’équation est plus descriptive que prédictive. 
Les coefficients les plus significatifs sont :  
- le coefficient d’intersection : 5,977 avec une valeur hautement significative (P<0,01%),  
- le premier coefficient du premier ordre sur le temps de traitement : 2,966 (P<0,0151%). 
Tous les autres coefficients sont non significatifs selon l’analyse statistique (voir détails en 
ANNEXE 15). Enfin, la courbe d’isoréponse selon l’amplitude et le temps d’extraction (pulsation 
fixée) montre également une évolution quasi-exclusivement basée sur le temps d’extraction 
(Figure 3-19). 
 
Figure 3-19. Courbe d’isoréponse du rendement d’extraction du mucilage selon le temps d’extraction et l’amplitude 
des ultrasons. 




Ainsi, malgré les fortes différences d’amplitude et de pulsation des ultrasons entre les 
différentes expériences, le rendement est principalement déterminé par le temps d’extraction.  
Teneur en protéines équivalent BSA  
Le taux de protéines équivalent BSA donne une idée de la composition en protéines en 
effectuant un dosage spectrophotométrique calibré sur la réponse d’albumine de sérum bovin 
(BSA). C’est donc d’abord une mesure de la quantité de protéines hydrosolubles du milieu. Dans 
le cas du mucilage, cette valeur devrait être proche de la valeur réelle et peut être utilisée à des fins 
comparatives (Figure 3-20).  
 
Figure 3-20. Comparaison des teneurs en protéines telles qu’estimées par un dosage des protéines selon la méthode de 
Lowry.  
Si la teneur en protéines équivalentes BSA est analysée de façon statistique, le plan est valide 
selon la régression avec un paramètre P1=0,815%. L’équation suivante peut ainsi être écrite : 
Y=9,447+2,526t+1,329A-0,608P+3,303t²+0,253A²+1,881P²+0,306tA-2,276tP-2,492Ap 
Les coefficients significatifs concernent les trois paramètres avec le coefficient d’intersection 
9,447 (<0,01%), le premier coefficient du premier ordre 2,526 (0,0972%), le deuxième coefficient 
du premier ordre 1,329 (1.5%), le premier coefficient du second ordre 3,303 (0,428%), le 
troisième coefficient du second ordre 1,881(3,11%) et le troisième coefficient d’interaction -2,492 
(4,59%). La courbe d’isoréponse (Figure 3-21) indique une influence de l’amplitude prédominante 
aux temps d’extraction courts qui devient ensuite de moins en moins importante. Cette forte 
influence semble contredire les résultats observés sur le rendement d’extraction global. 























polymériques, peut permettre de favoriser la solubilisation des extraits protéiques et donc 
d’augmenter la teneur en protéines hydrosolubles. 
 
Figure 3-21. Courbe d’isoréponse de la teneur en protéines équivalent BSA selon le temps d’extraction et l’amplitude 
des ultrasons.  
Comportement rhéologique à 1% de dilution. 
A 1% de dilution dans l’eau, le mucilage est soumis à des tests rhéologiques en mode 
rotationnel et oscillatoire. D’après les courbes d’écoulement obtenues en mode rotationnel (Figure 
3-22), il apparaît que l’ensemble des échantillons répond à un comportement non newtonien, 
rhéofluidifiant. Plusieurs modèles rhéologiques permettent de rendre compte du comportement 
observé avec un coefficient de corrélation supérieur à 0,99. Dans ces derniers, le plus simple est 
celui de Sisko avec un coefficient de détermination moyen supérieur à 0,999 : 
𝜎 = 𝑎. ?̇? + 𝑏. ?̇?𝑝̇  avec  
𝜎 ∶ 𝑐𝑜𝑛𝑡𝑟𝑎𝑖𝑛𝑡𝑒 (𝑚𝑃𝑎. 𝑠), ?̇? ∶ 𝑔𝑟𝑎𝑑𝑖𝑒𝑛𝑡 𝑑𝑒 𝑐𝑖𝑠𝑎𝑖𝑙𝑙𝑒𝑚𝑒𝑛𝑡 (𝑠−1), 𝑎, 𝑏, 𝑝 ∶ 𝑐𝑜𝑛𝑠𝑡𝑎𝑛𝑡𝑒𝑠  
Sur la Figure 3-22, sont annotées les courbes correspondant au temps de traitement le plus 
court (PEX2), le plus long (PEX1), le moins sujet aux ultrasons (PEX 4) et le plus sujet à ces 
derniers (PEX10). Le mucilage correspondant au temps de traitement le plus long est celui de plus 




faible viscosité mais c’est celui le moins sujet aux ultrasons qui a la viscosité la plus importante, 
malgré une durée de traitement supérieure au PEX2. Ainsi, il est clair qu’à la fois les ultrasons et 
le temps de traitement ont une influence sur la viscosité du milieu. Si la viscosité mesurée à un 
gradient de cisaillement de 50s
-1 
est analysée comme réponse, il est possible de la modéliser par 




Figure 3-22. Courbes d’écoulement des différents mucilages à une concentration de 0,1% 
Le plan est alors descriptif selon la régression avec un facteur de significativité de P1 = 1,71 mais 
aussi prédictif avec une validité de P2=79,2 (des points tests devraient cependant être effectués 
pour s’en assurer). Les coefficients les plus significatifs sont le coefficient d’intersection 78,270 
(0,0137%), le coefficient du premier ordre -41,914 (0,131%) et le deuxième coefficient du second 
ordre 54,288 (0,588%). Ainsi, la viscosité mesurée à un gradient de cisaillement de 50s
-1
 dépend 
du temps d’extraction mais aussi de l’amplitude. L’effet au deuxième degré de ce paramètre 
indique qu’à la fois une basse et une forte amplitude ultrasonore induisent une augmentation de la 
viscosité du mucilage (Figure 3-23), ce comportement étant d’autant plus remarquable aux temps 

































Gradient de cisaillement (s-1) 
PEX 01 PEX 02 PEX 03 PEX 04 PEX 05 PEX 06 PEX 07 PEX 08
PEX 09 PEX 10 PEX 11 PEX 12 PEX 13 PEX 14 PEX 15
PEX 4  
(17,5min, 10%, 5s/20s) 
PEX 10  
(30min,  60%, 5s/10s) 
PEX 1 (55min, 40%, 5s/20s) 
PEX 2  
(5min, 40%, 5s/20s) 




hydrolysante et solubilisante des ultrasons. Concernant le caractère visco-élastique du mucilage, 
un balayage en amplitude de déformation, à une fréquence de 1 Hz, montre un comportement à 
dominante élastique jusqu’à 30 à 90% de déformation, indiquant la bonne stabilité de la solution 
mucilagineuse. Cependant, ce pourcentage limite n’est corrélable à aucun des paramètres 
expérimentaux. Dans la zone d’amplitude où la dominante élastique reste linéaire (zone LVE), en 
se plaçant à 0,5% de déformation, un balayage en fréquence est réalisé de 0,01 à 100 Hz. Une 
chute du module élastique intervient à des fréquences à partir de 1Hz, certainement à cause de 
phénomènes de glissement du cône de la géométrie de mesure sur l’échantillon. 
 
Figure 3-23. Courbe d’isoréponse de la viscosité mesurée à un gradient de cisaillement de 50s-1 selon l’amplitude des 
ultrasons et le temps d’extraction. 
La valeur du facteur de perte (rapport du module visqueux G’’ sur le module élastique G’) dans la 
zone entre 0,01 et 1 Hz peut être modélisée selon l’équation suivante :  
Y=0,447+0,067t+0,023A-0,014p+0,033t²+0,027A²-0,023p²+0,058tA-0,045tp+0,033Ap 
Le plan est alors valide avec un facteur de significativité de 1,23% et une validité de 85,8%. Les 
coefficients les plus significatifs sont le coefficient d’intersection 0,447 (<0,01%), et le premier 
coefficient du premier ordre 0,067 (0,078%). Ensuite, l’amplitude reste légèrement significative 




(5,6%) de même que l’interaction temps et amplitude (4,4%). Aucun paramètre n’a un facteur de 
significativité supérieur à 30%. Ainsi, il apparait que le temps de traitement plus que l’amplitude 
des ultrasons est responsable de la perte d’élasticité du milieu (Figure 3-24). Logiquement, la 
pulsation a une influence négative car plus elle est élevée, moins le milieu est soumis aux 
ultrasons donc perd moins en élasticité.  
 
Figure 3-24. Courbe d’isoréponse du facteur de perte du mucilage entre 0,01 et 1Hz pour une déformation de 0,5% 
selon le temps d’extraction et l’amplitude ultrasonore. 
Bilan du plan d’expériences  
Selon les différentes réponses analysées, il apparaît que le temps de traitement, sous 
l’hydrodynamique du système de recirculation, a une influence prépondérante sur l’extraction du 
mucilage, l’application des ultrasons permettant cependant d’augmenter le rendement et la teneur 
en protéines hydrosolubles. En ce qui concerne la rhéologie du mucilage, les contraintes imposées 
par la recirculation semblent avoir une influence comparable à celle des ultrasons dans la gamme 
d’amplitude testée. Les deux contraintes permettent ainsi une déstructuration partielle des chaînes 
de polysaccharides. Dans les deux cas, ce sont des forces qui s’exercent à la surface des particules. 
Si l’augmentation de la température mesurée sans ultrasons indique que l’énergie globale fournie 
au système par la recirculation est d’une valeur comparable à celle fournie par les ultrasons, il est 
cependant nécessaire d’évaluer grossièrement les forces subies par les particules au sein de 




l’écoulement. En effet, l’agitation du milieu par recirculation a des conséquences au niveau de 
l’augmentation de la température et du rendement d’extraction bien au-delà de ce qui se passe 
avec une agitation du milieu avec une pâle d’agitation. Dans un premier temps, si le cisaillement 
et la cavitation au sein de la pompe utilisée (pompe centrifuge multicellulaire) ne sont pas pris en 
compte, il est possible de considérer que l’essentiel des forces exercées sur les particules dans 
l’écoulement dépend du nombre de Reynolds des particules (ReP) et de l’écoulement (ReL), ce 





Il dépend du diamètre du tuyau 𝜙 (m), de la vitesse du fluide V (m/s), de sa masse volumique 
𝜌  (kg/m3) et de sa viscosité dynamique 𝜂  (Pa.s ou kg.m-1.s-1). En considérant la viscosité 
dynamique du milieu (voir ANNEXE 16), un diamètre des tuyaux de 28 mm et une vitesse de 
l’écoulement de 2,7m.s-1, un nombre de Reynolds de l’écoulement compris entre 2000 et 6000 est 
obtenu. Ainsi, il reste à des valeurs importantes (Re>2000) bien que largement inférieures à un 
écoulement d’eau dans les mêmes conditions (Re>75000) du fait d’une viscosité toujours assez 
importante du milieu. Ainsi, le régime peut être considéré comme transitoire entre laminaire et 
turbulent et turbulent pour les cas extrêmes. Autour de la particule, le nombre de Reynolds 




 où U est la différence de vitesse entre la particule et le fluide et dp est une dimension 
caractéristique de la particule.  
 
Figure 3-25. Représentation de l’écoulement du milieu d’extraction (graines + fluide rhéofluidifiant) en mode de 
recirculation. 
Force de traînée 
Force de portance 
Vitesse du fluide Vitesse des particules  




Toujours selon la viscosité importante du milieu et la taille millimétrique des particules, ce 
nombre reste ici très inférieur à 1000. De nombreuses forces s’exercent sur une particule isolée 
dont bien évidemment la pesanteur mais aussi des forces de frottement visqueux, de portance, 
centrifuges… Les forces principales sont généralement la force de frottement ou de traînée qui est 
dirigée dans la direction de l’écoulement et la force de portance dirigée perpendiculairement à 
l’écoulement et qu’exerce le liquide sur la particule en translation (Figure 3-25). En ce qui 




) . 𝑆𝑝 
Où CT est le coefficient de traînée, et Sp est la section de la particule frontale à l’écoulement. 
Le coefficient de traînée s’exprime différemment selon le type d’écoulement. Il peut être 
approximé, dans le cas d’un écoulement de Stokes (Rep<1) et en considérant le cas simple d’une 




 et FT=3. 𝜋. 𝜂. 𝑈. 𝑑𝑝 







La graine ayant plutôt une forme ellipsoïdale, il est possible d’utiliser un coefficient de traînée 
de CT=0,3 correspondant à une particule ellipsoïdale à nombre de Reynolds (Re < 200000) avec 
longueur sur diamètre = 2 (Çengel et al., 2017). Il est délicat de connaître précisément la 
différence de vitesse entre la particule et le fluide. Cependant, au sein de tourbillons ou au sein de 
couches limites, la particule peut voir sa vitesse fortement diminuer. Dans le cas extrême où elle 
est considérée comme immobile et subissant l’écoulement du fluide à son débit maximal, cette 
force peut atteindre des valeurs de l’ordre de grandeur de 10-3 N. L’épaisseur de la couche limite 
ne peut pas se calculer aisément au sein de la canalisation à ultrasons où un régime permanent ne 
peut vraiment se produire mais où des tourbillons peuvent se créer au niveau des deux 
changements de section assez proches (élargissement en amont et rétrécissement en aval). 
Justement, dans les zones hautement cisaillantes ou au sein de tourbillons, il importe également de 




) . 𝑆𝑝 




CL est le coefficient de portance et Sp est la section supérieure de la particule soumise à la 
force de portance. La section soumise à cette force est environ double de celle soumise à la force 
de traînée (longueur des graines par rapport à épaisseur). La force de portance est plus complexe à 
calculer et est généralement déterminée selon différents cas particuliers (d’après la taille des 
particules, leur nombre de Reynolds, leur proximité de la paroi….), résultant de différents effets. 
Citons l’effet Magnus pour une particule en rotation et l’effet Saffman pour de petites particules 
dans un écoulement cisaillé. La force de Saffman ne se calcule que pour une sphère avec un faible 
nombre de Reynolds particulaire. 
FL=1,615. √𝜌. 𝜂. ?̇?. 𝑆𝑝
2. 𝑈  
?̇? est le gradient de cisaillement (s-1). Une valeur moyenne de 2.10-3 N est trouvée.  
La force de Magnus s’applique si la particule est en rotation (notamment dans un tourbillon) et 





3. 𝑈. ?̇? 
Une valeur moyenne de 3.10
-3
 N est trouvée.  
Au niveau de la canalisation à ultrasons, zone où l’influence de la paroi et des tourbillons est 
sans doute la plus importante, le nombre de Reynolds particulaire reste faible (<10) et la force de 
portance est peu élevée. Ainsi, les principales forces subies par une particule ont lieu au sein du 
tuyau de recirculation avec des valeurs maximales de l’ordre de 10-3 N. Cette valeur n’est pas 
négligeable (particule d’environ 1mg soumise à une force équivalente à celle d’un poids de 100mg 
soit 100 fois son poids) mais n’est peut-être pas suffisante pour expliquer l’extraction du 
mucilage. Si la couche mucilagineuse est considérée, le volume occupé par une particule et son 
mucilage en l’absence de contraintes mécaniques est d’environ 10mm3 (voir 3.1.c), soit 10 fois 
celui d’une graine non hydratée. En reportant cette nouvelle dimension au calcul des forces, 
celles-ci sont d’un ordre de grandeur de 10-1 N. Même si les particules ne sont plus alors rigides 
mais devraient être considérées comme ayant une certaine déformabilité, les forces exercées sont 
alors bien plus importantes. Si les contraintes subies par les graines au sein de la pompe sont 
considérées, des forces centrifuges s’ajoutent aux forces de portance et de traînée.  
FC = 𝑚. 𝑅. 𝜔² avec m : masse d’une graine, R, distance d’une graine par rapport à l’axe de 
rotation (5 cm au maximum) et 𝜔 : vitesse angulaire en rad/s. Même si l’hydratation d’une graine 
peut augmenter légèrement sa masse, avec une vitesse angulaire nominale de 291 rad/s (données 




constructeur), cette force est au maximum d’environ 6.10-2 N, valeur plus faible que pour les 
forces maximales de portance et de traînée.  
Concernant l’évolution des forces subies par les particules au cours de l’extraction, il importe 
de remarquer que plus le milieu se chargera en particules solubles, plus la masse volumique 
augmentera de même que la viscosité et ainsi la force de frottement visqueux. Cependant, ces 
phénomènes sont contrebalancés par l’augmentation de la température. De même, l’extraction du 
mucilage, en diminuant la dimension des particules en mouvement, réduit d’autant la force 
exercée sur ces dernières. L’efficacité d’extraction est ainsi certainement moindre avec le temps. 
De même, la dissolution du mucilage provoque un comportement rhéologique dont la composante 
élastique augmente peu à peu, diminuant le déphasage entre le mouvement du liquide et celui des 
particules. Par conséquent, la vitesse relative des particules (comparée à la vitesse du fluide 
environnant) aurait tendance à diminuer à mesure que le mucilage est extrait. Les équations 
gouvernant les forces hydrodynamiques d’un ensemble de particules non indépendantes sont 
complexes mais il est possible de considérer que ce réseau mucilagineux, de par son élasticité 
propre, est capable de transférer au moins partiellement les forces exercées sur une particule à 
celles environnantes, notamment aux environs des parois ou zones de turbulence. Il est ainsi 
prévisible que l’extraction du mucilage puisse procéder de sa nature élastique même.  
3.4. Composition en monosaccharides 
Par HPIC, la composition en monosaccharides a pu être déterminée pour différents 
mucilages (Figure 3-26). L’un a été obtenu par simple agitation à 750 tpm de graines dans l’eau à 
40°C pendant 30 minutes, un autre correspond à l’expérience n°2 (PEX 02) du plan d’expériences 
où les graines ont subi 5 minutes de traitement en recirculation avec les ultrasons (40% 
d’amplitude et 5s ON/20s OFF, Température max = 29°C) et un autre à l’expérience n°9 (PEX 09) 
où les graines ont subi 42,5 minutes de traitement en recirculation avec les ultrasons (30% 
d’amplitude, 5s ON, 10s OFF, Température max = 52°C). Si les compositions relatives sont 
comparées, il apparaît que le mucilage extrait avec le temps de recirculation et de traitement 
ultrasonore le plus long se détache des deux autres par une teneur en glucose plus importante. Les 
mucilages extraits avec des conditions plus douces ont des compositions relatives proches. Ils ont 
également des rendements proches (3,64% ± 0,05 pour le mucilage « PEX 02 » et 4,21% ± 0,07 
pour le mucilage obtenu par agitation des graines à 750tpm). Le faible pourcentage en rhamnose 
est étonnant au vu de données bibliographiques. Cette faible valeur pourrait résulter de conditions 
d’hydrolyse excessives ou insuffisantes dans la méthode d’analyse. 





Figure 3-26. Comparaison des distributions en monosaccharides des polysaccharides de différents mucilages. 
(L’incertitude correspond à la celle observée à p=68% pour un mucilage représentatif). 
Etant donné que l’hydrolyse acide des polysaccharides est certainement plus ou moins efficace 
selon l’état du mucilage, un essai d’analyse des monosaccharides est réalisé sur le mucilage 
possédant la viscosité la plus faible en solution, soit celui issu du premier essai du plan 
d’expériences (« PEX01 »). Il apparaît alors une diminution plus importante de l’arabinose 
toujours au profit du glucose mais une concentration en rhamnose bien plus importante 
(concentration en rhamnose autour de 10%) qui peut être due à une condition d’hydrolyse plus 
poussée (Tableau 3-8).  
Tableau 3-8. Ratio Glucose/Arabinose et Glucose/Rhamnose pour plusieurs mucilages 
Mucilages issus de Glucose/Arabinose Glucose/Rhamnose Hexoses/Pentoses 
PEX 01 4,30 2,76 5,7 
PEX 02 0,45 8,40 1.2 
PEX 09 0,91 10,40 2.3 
Agitation 750 tpm, 50min 0,51 6,50 1.4 
 
Ces résultats peuvent indiquer des différences de composition des polysaccharides de ces 
différents mucilages mais aussi différentes résistances à l’hydrolyse acide préalable à leur analyse. 
En effet, lors de l’hydrolyse acide de mucilage de lin, le rhamnose nécessiterait plus de temps pour 
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le temps de traitement peut provenir d’une extraction de cellulose. Ce polysaccharide est en effet 
noté dans la graine d’arabidopsis comme pouvant être le trait d’union entre le mucilage et la 
coque des graines. Cette extraction de glucose augmente d’autant le ratio des hexoses (glucose, 
rhamnose, galactose, mannose, fructose et fucose) sur les pentoses (arabinose, xylose). 
3.5. Composition en acides aminés 
Considérant une forte solubilité du mucilage, ce dernier peut être facilement hydrolysé pour 
obtenir la conversion des protéines sous la forme de leurs acides aminés constitutifs. Une analyse 
de la composition de ces acides aminés permet ainsi de retrouver la quantité d’azote de 
l’hydrolysat. Si un dosage de l’azote Kjeldahl (qui effectue une minéralisation totale du milieu) 
donne une valeur identique, cela indique que l’hydrolyse des protéines a été totale. Dans ce cas, 
l’analyse quantitative des acides aminés permet donc de déterminer la teneur d’azote des protéines 
et de calculer le facteur de conversion azote-protéines. Cette composition a ainsi été déterminée 
pour quelques expériences significatives (Figure 3-27). 
 
Figure 3-27. Composition en acides aminés des protéines de mucilages extraits selon plusieurs expériences classées 











































La composition en acides aminés a été déterminée pour les mucilages issus de diverses 
expériences. Les compositions des mucilages issus des expériences de plus courtes durées (2, 4 et 
6) sont très proches malgré des amplitudes ultrasonores très différentes entre les expériences 4 et 
6. Ceux issus des expériences 10 et 13 sont également semblables malgré une forte amplitude 
ultrasonore pour l’expérience 10, révélant encore une fois l’influence prépondérante du temps de 
traitement sur les ultrasons et des profils de mucilage semblables selon un traitement par 
cavitation ultrasonore ou cisaillement par pompe à recirculation. Les longs temps de traitement 
(expériences 01, 09, 07 et 03) donnent une composition plus riche en acide glutamique, comme 
cela avait déjà pu être constaté pour le lin mais aussi en leucine et histidine. Les temps plus courts 
donnent une composition plus riche en thréonine, sérine, glycine, alanine et lysine. D’ailleurs, il 
est possible de relier la composition en acide glutamique avec le temps de traitement (Figure 
3-28). 
 
Figure 3-28. Evolution de la teneur relative en acide glutamique selon le temps de traitement. Le temps effectif d’action 
des ultrasons et leur amplitude sont précisés. 
D’après la Figure 3-28, il apparaît que le temps de traitement a une influence importante sur la 
teneur en acide glutamique des protéines extraites. Cependant, ce paramètre est modéré en 
fonction de l’amplitude des ultrasons et de leur durée effective (calculée selon la pulsation 
ON/OFF utilisée). En effet, pour 30 minutes d’extraction, la teneur en acide glutamique augmente 
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glutamique dans le mucilage presque identique à celle obtenue avec un essai avec pompe. Les 
compositions en acides aminés permettent d’évaluer le facteur de conversion %Azote  % 
Protéines selon la méthode de Siriperm (Sriperm et al., 2011). La valeur moyenne obtenue est 
f=5,12 ± 0,13 (IC=95%, N=14). Notons la valeur minimale pour le mucilage obtenu avec 
l’expérience PEX 12 (f=4,5). Ce faible taux pourrait s’expliquer en partie par une forte teneur en 
ammoniaque de l’hydrolysat protéique. De même, la valeur maximale pour le mucilage obtenu 
avec l’expérience PEX 09 (f=5,31) profite d’une teneur élevée en acide glutamique (rapport Macide 
glutamique/Mazote= 10,5).  
La comparaison de la teneur en azote déterminée ici sur les hydrolysats avec la teneur en azote 
déterminée par dosage Kjeldahl sur l’échantillon permet de vérifier le degré d’hydrolyse des 
protéines. Le facteur de récupération de l’azote calculé pour l’hydrolysat du mucilage obtenu avec 
le plus long temps de traitement (expérience PEX1) est de 100% ce qui indique une hydrolyse 
totale tandis que le facteur de récupération correspondant à la plus courte expérience (PEX 2), est 
de 85%. Ainsi, les protéines extraites avec un temps plus court sont plus résistantes à l’hydrolyse 
acide. Cette résistance provient certainement d’une viscosité et/ou taille moléculaire plus 
importante. En effet, cet échantillon a été moins exposé aux actions combinées d’un fort 
cisaillement, de l’ultrasonication et de l’augmentation de la température.  
Une comparaison des teneurs en protéines obtenues par les trois différentes méthodes montre 
des valeurs proches entre la méthode Kjeldahl et HPIC (Figure 3-29).  
 
Figure 3-29. Comparaison des teneurs en protéines déterminées par dosage de l’azote selon Kjeldahl, par la méthode 





































Les teneurs calculées avec le dosage de l’azote Kjeldahl s’appuient sur le facteur de 
conversion calculé par HPIC. Ainsi, les teneurs protéiques calculées avec cette dernière méthode 
sont égales ou inférieures aux teneurs obtenues par Kjeldahl du fait d’une hydrolyse pas toujours 
complète des échantillons. Notons justement la plus faible valeur obtenue pour le PEX2, avec un 
taux de récupération de l’azote plus faible. Les teneurs mesurées avec la méthode de Lowry sont 
supérieures dans tous les cas. La réponse de l’albumine de sérum bovin peut être légèrement 
inférieure à celle des protéines de caméline mais le dosage spectrophotométrique de Lowry peut 
être sujet aux interférences avec les saccharides, notamment le glucose (Walker, 1994). La 
contribution de ces composés au dosage spectrophotométrique de Lowry n’est donc certainement 
pas négligeable. 
3.6. Teneur en cendres 
La teneur en cendres du mucilage est un paramètre important pour une utilisation de ce dernier 
en formulation agronomique ou nutraceutique. Cette teneur a été mesurée pour certaines 
expériences (Figure 3-30). Il apparaît que l’extraction la plus courte (5’) correspondant à la 
deuxième expérience du plan donne un mucilage plus concentré tandis que l’expérience la plus 
longue (PEX 1) donne un des taux les plus bas. Cela indique que les minéraux sont favorablement 
extraits en début de traitement et qu’ils entrent ensuite davantage en compétition avec les 
polysaccharides et les protéines. Cela rejoint les observations faites sur la conductivité (Figure 
3-13). Au final, jusqu’à 20% des minéraux (equiv. cendres) des graines peuvent être extraits dans 
le mucilage.  
 














































Si le rendement d’extraction des cendres des graines est maintenant calculé, il apparaît 
également comme fortement lié au temps d’extraction (Figure 3-31). Cependant, pour un temps 
donné, des variations assez importantes de rendement apparaissent selon le traitement ultrasonore.  
 
Figure 3-31. Evolution du rendement d’extraction des cendres en fonction du temps. 
3.7. Conclusion sur l’extraction du mucilage 
Une colonne à ultrasons a pu être développée et accessoirisée pour la faire fonctionner selon 
divers modes avec différents capteurs pour suivre l’évolution de l’extraction du mucilage de 
graines végétales. Il apparaît ainsi que l’évolution de l’indice de réfraction permet de connaître en 
continu le taux de matière sèche de l’extrait mucilagineux et montre une extraction non linéaire de 
ce dernier, celle-ci semblant se réaliser par étapes. Le pH et la conductivité permettent de suivre 
l’extraction de polysaccharides acides et de minéraux. Les composés aisément ionisables sont 
extraits en premier mais se retrouvent à nouveau en fin de traitement, lorsque certaines couches 
externes de la graine ont été arasées par le traitement ultrasonore. Enfin, le suivi du couple moteur 
a permis de confirmer que l’action ultrasonore est moins efficace quand elle intervient sur un 
milieu déjà concentré et visqueux. Par contre, son action cisaillante entraîne une déstructuration 
irréversible du mucilage lorsqu’elle est mise en route tout au long du traitement des graines. Les 
ultrasons permettent non seulement d’accélérer l’extraction du mucilage mais de limiter 
l’évolution de la viscosité du milieu inhérente à l’extraction de protéines et polysaccharides. Le 
rendement d’extraction du mucilage peut être encore augmenté lorsque les ultrasons sont associés 
avec l’action cisaillante d’une recirculation du milieu à haute vitesse, le temps d’extraction 
devenant le paramètre prédominant concernant le taux d’extraction et la composition du mucilage. 
y = 0.2352x + 6.0565 







































Celle-ci est cependant modulée, de même que les propriétés rhéologiques, par le traitement 
ultrasonore. Le mucilage extrait, considérant son probable intérêt pharmaceutique (Prajapati et al., 
2013), peut notamment s’utiliser en tant qu’épaississant et agent texturant de par son 
comportement rhéologique, complément alimentaire par sa richesse en fibres et la composition en 
acides aminés essentiels de ses protéines et intermédiaire en synthèse chimique en exploitant ses 
fonctions hydroxyles/carboxyliques (sucroesters) et/ou sa composition en pentoses. Si le procédé 
de démucilagination a principalement été utilisé pour la caméline, graine pour laquelle le 
développement technologique semble à maturité : TRL5 (Validation de composants et/ou de 
maquettes en environnement représentatif), il fonctionne également de façon très similaire pour le 
traitement de graines de chia (résultats non présentés) et peut s’utiliser pour le lin. 
L’appauvrissement des graines en polysaccharides et protéines doit permettre non seulement de 
faciliter des procédés de traitements aqueux mais également l’extraction et la purification des 
lipides faisant appel à des solvants possédant une polarité importante. Enfin, la possible action 
lubrifiante du mucilage doit questionner l’influence de ce procédé sur des mécanismes de 

















Au sein du programme SMON-FERT, différentes organisations lipidiques ont été imaginées 
pour véhiculer des nutriments ou éliciteurs au sein des plantes. Si les lipides neutres, sous forme 
de triglycérides ou d’acides gras peuvent permettre le franchissement de couches hydrophobes, les 
phospholipides, à des degrés de polarité divers, pourraient permettre d’encapsuler et de transporter 
des substances au sein de milieux polaires et au travers de membranes cellulaires. Ainsi, 
l’extraction des lipides polaires des graines de caméline est un enjeu majeur. Tout d’abord, 
plusieurs méthodes de détermination de la quantité et de la composition de phospholipides dans 
une huile végétale ont été sollicitées dans un but de simplification des analyses. 
4.1. Mise au point d’une méthode simplifiée d’analyse des 
phospholipides 
4.1.i. Utilisation de la spectroscopie IR 
Plusieurs auteurs ont revendiqué l’utilisation de la spectroscopie infrarouge, par la mesure de 
paramètres relatifs aux bandes caractéristiques des fonctions propres aux phospholipides. Ils ont 
utilisé des cellules liquides, diluant les huiles et phospholipides dans des solvants appropriés (Nzai 
et Proctor, 1999, 1998). En déterminant les teneurs en phospholipides par infrarouge, ils défendent 
une meilleure précision que les méthodes colorimétriques qui ne dosent en fait que le phosphore. 
Ainsi, leur méthode s’appuie sur l’analyse des bandes de vibration correspondant aux liaisons 
suivantes : C=O à 1762-1720 cm
-1
, PO2 à 1200-1145 cm
-1
, P-O-C à 1145-970 cm
-1
 et (P-O-C + 
PO2) à 1200-970 cm
-1
. Leur meilleure corrélation entre la quantité de phospholipides et la hauteur 





, ce qui leur a permis de doser les phospholipides totaux avec peu d’interférences 
avec les huiles raffinées de soja et de colza (Meng et al., 2014).  
 
Disposant d’une cellule liquide à base de ZnSe, des essais ont été réalisés pour l’application de 
la spectroscopie infrarouge au dosage des phospholipides. Dans un premier temps, un solvant 
transparent aux infrarouges dans les zones d’intérêt a été recherché. Selon la base de données 
NIST (https://webbook.nist.gov/chemistry/), il est possible d’observer les zones de transparence de 
plusieurs solvants usuels aux infrarouges (Figure 4-1). Même si les bandes caractéristiques des 
phospholipides peuvent légèrement se décaler selon le solvant utilisé, il ressort d’après l’analyse 
de ce graphique que la zone 1700-1800 cm
-1
 correspondant aux bandes C=O ressortira bien dans 
tous les solvants sauf le DMF et le 1,4-dioxane. Concernant la bande à 1243 cm
-1
 correspondant à 





-, elle devrait bien ressortir dans l’acétonitrile, le 1,4-dioxane, le 
DMSO. Enfin, concernant les bandes à 1090, 1073, 1025 et 970 cm
-1
 correspondant 
respectivement à l’élongation symétrique PO2
-
, les élongations asymétriques et symétriques de la 
liaison C-O-P (de C-O-PO2
-) et l’élongation symétrique du groupement choline (CH3)3-N
+
, aucun 
solvant ne semble pouvoir toutes les exprimer, le méthanol et le DMSO semblant être les moins 
bons solvants dans ce cas. 
 
Figure 4-1. Zones de transparence de plusieurs solvants usuels (DMF : diméthylformamide, DMSO : 
diméthylsulfoxide, ACN : acétonitrile) selon leurs spectres en phase gazeuse ou liquide, disponibles sur NIST (les zones 
d’absorbance spécifiques aux phospholipides sont encadrées) 
Des essais préliminaires d’analyse de lécithine de soja ont été effectués dans l’éthanol anhydre 
et le DMSO. Cependant, ils n’ont pas permis d’obtenir une résolution suffisante aux longueurs 
d’onde explorées (1243cm-1 et entre 1070 et 970 cm-1). En effet, l’épaisseur de la cellule (0,5 mm) 
implique une longueur de faisceau trop importante. Ainsi, une absorbance même mineure du 
solvant à une longueur d’onde donnée induit un écrantage important de l’absorption du soluté. Le 
classement CMR du chloroforme, du tétrachlorure de carbone, du 1,4-dioxane et du DMF incitent 
à utiliser des solvants moins toxiques. Au vu d’une solubilité plus faible de la lécithine de soja 



















 et 1173 cm
-1
 de même que les bandes correspondant aux carbonyles mais 
ne permet pas de visualiser la bande à 1243 cm
-1
.  
De la lécithine de soja (>90% de PC) est utilisée pour effectuer un essai d’étalonnage avec 
cette méthode. Quatre solutions étalons sont préparées, respectivement concentrées à 5, 10, 50 et 
80mg/mL dans le cyclohexane. Six droites d’étalonnage peuvent ainsi être réalisées (Tableau 4-1).  
 
Tableau 4-1. Principales longueurs d’onde caractéristiques de la phosphatidylcholine de soja. 
Longueur d’onde (cm-)  R² (linéaire) 
1740 Abs = 0,0551xC 0,9976 
1173 Abs = 0,0231xC 0,9998 
1090 Abs = 0,0419xC 0,9998 (3 points) 
1065 Abs = 0,0412xC 0,9937 
1025 Abs = 0,0219xC 0,9998 
970 Abs = 0,0219xC 0,9998 
Ainsi, les absorbances aux longueurs d’onde explorées sont bien proportionnelles à la 
concentration, le coefficient d’extinction étant le plus élevé pour 1740, 1090 et 1065cm-1. Il s’agit 
maintenant de déterminer si ces absorbances peuvent être exploitées lorsque les phospholipides se 
trouvent dans de l’huile. L’huile de colza, de même que la trioléine (Figure 4-2), ont une 
absorption importante vers 1740 cm
-1, du fait des groupements (C=O) rendant l’utilisation de cette 
longueur d’onde délicate pour la détermination de la concentration en phospholipides. A 1173 
cm
-1, l’huile de colza comporte un épaulement important de même qu’à 1090 et 1065 cm-1. Un 
léger pic à 1025cm
-1
 peut être remarqué de même qu’à 970cm-1. En effet, le pic à 970 cm-1 est 
aussi caractéristique des liaisons cis RCH=CHR tandis que les pics à 1173, 1090, 1065 et 
1025cm
-1
 peuvent être caractéristiques de l’élongation C-O d’esters. 
 
Le problème peut être posé sous forme d’équations en utilisant la loi de Beer-
Lambert (Absorbance = .[A,B].l avec  : coefficient d’extinction molaire (L.mol-1.cm-1), [A, B] : 
Nombre de fonctions A/molécule de B × nombre de moles/L de B, l : chemin optique (cm) : 
Abs1740/l = 𝜀𝐶=𝑂,𝑃𝐿,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐶 = 𝑂, 𝑃𝐿] + 𝜀𝐶=𝑂,𝑇𝐴𝐺,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐶 = 𝑂, 𝑇𝐴𝐺]  
Abs1173/l
 
= 𝜀𝐶𝑂𝑂𝑎,𝑃𝐿,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐸𝑠𝑡𝑒𝑟𝑠, 𝑃𝐿] +  𝜀𝑃𝑂2𝑎,𝑃𝐿,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐸𝑠𝑡𝑒𝑟𝑠, 𝑃𝐿] + 𝜀𝐶𝑂𝑂𝑎,𝑇𝐴𝐺,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐸𝑠𝑡𝑒𝑟𝑠, 𝑇𝐴𝐺] 
Abs1090/l
 
= 𝜀𝐶𝑂𝑂𝑏,𝑃𝐿,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐸𝑠𝑡𝑒𝑟𝑠, 𝑃𝐿] +  𝜀𝑃𝑂2𝑏,𝑃𝐿,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝑃𝐿] + 𝜀𝐶𝑂𝑂𝑏,𝑇𝐴𝐺,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐸𝑠𝑡𝑒𝑟𝑠, 𝑇𝐴𝐺] 
Abs1065/l
 
= 𝜀𝐶𝑂𝑂𝑐,𝑃𝐿,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐸𝑠𝑡𝑒𝑟𝑠, 𝑃𝐿] +  𝜀𝑃𝑂2𝑐,𝑃𝐿,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝑃𝐿] + 𝜀𝐶𝑂𝑂𝑐,𝑇𝐴𝐺,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐸𝑠𝑡𝑒𝑟𝑠, 𝑇𝐴𝐺] 






= 𝜀𝐶𝑂𝑂𝑑,𝑃𝐿,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐸𝑠𝑡𝑒𝑟𝑠, 𝑃𝐿] +  𝜀𝑃𝑂2𝑑,𝑃𝐿,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝑃𝐿] + 𝜀𝐶𝑂𝑂𝑑,𝑇𝐴𝐺,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐸𝑠𝑡𝑒𝑟𝑠, 𝑇𝐴𝐺] 
Abs970/l
 
= 𝜀𝐶=𝐶,𝑃𝐿,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐶 = 𝐶, 𝑃𝐿] +  𝜀𝑃𝑂2𝑒,𝑃𝐿,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝑃𝐿] + 𝜀𝐶=𝐶,𝑇𝐴𝐺,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐶 = 𝐶, 𝑇𝐴𝐺] 
 
 
Figure 4-2. Spectre Infrarouge de la trioléine (a) et d’une huile de colza raffinée du commerce (b), diluées dans le 
cyclohexane. Les barres rouges représentent les longueurs d’onde caractéristiques des phospholipides.  
Au vu des incertitudes de détermination des coefficients d’extinction correspondant à l’huile et de 
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contribution des phospholipides à l’absorbance est significativement supérieure à ces incertitudes, 
soit, par exemple, que : 
𝜀𝐶=𝑂,𝑃𝐿,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐶 = 𝑂, 𝑃𝐿] >> 𝛿(𝜀𝐶=𝑂,𝑇𝐴𝐺,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐶 = 𝑂, 𝑇𝐴𝐺])  
 𝜀𝐶𝑂𝑂𝑎,𝑃𝐿,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐸𝑠𝑡𝑒𝑟𝑠, 𝑃𝐿] +  𝜀𝑃𝑂2𝑎,𝑃𝐿,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝑃𝐿] ≫  𝛿(𝜀𝐶𝑂𝑂𝑎,𝑇𝐴𝐺,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐸𝑠𝑡𝑒𝑟𝑠, 𝑇𝐴𝐺])  
 avec 𝛿(𝐴): 𝑖𝑛𝑐𝑒𝑟𝑡𝑖𝑡𝑢𝑑𝑒 𝑠𝑢𝑟 𝑙𝑎 𝑚𝑒𝑠𝑢𝑟𝑒 𝑑𝑒 𝐴 .  
Si une incertitude de 1% est considérée, il faut : 
𝜀𝐶=𝑂,𝑃𝐿,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐶 = 𝑂, 𝑃𝐿] >> 0,01 × (𝜀 𝐶=𝑂,𝑇𝐴𝐺,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐶 = 𝑂, 𝑇𝐴𝐺]). 
 Sachant que les phospholipides sont en général concentrés à des valeurs autour de 1% dans 
l’huile, il s’ensuit : 𝜀𝑓𝑜𝑛𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛,𝑃𝐿,𝑐𝑦𝑐𝑙𝑜 ≫  𝜀 𝑓𝑜𝑛𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛,𝑇𝐴𝐺,𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜 . Considérant l’exemple précédent, la 
similarité des fonctions et de leur environnement dans les deux cas implique une similarité des 
coefficients d’extinction. Les coefficients d’extinction globaux aux différentes longueurs d’onde 
peuvent être comparés, en considérant la masse molaire de DLPC pour les phospholipides et de la 
trioléine pour l’huile végétale (Tableau 4-2) : 
Tableau 4-2. Rapport des coefficients d’extinction phospholipides/triglycérides à différentes longueurs d’onde 










Les coefficients d’extinction ont le même ordre de grandeur pour les différentes longueurs d’onde, 
seules les longueurs d’onde 1065, 1025 et 970 cm-1 donnant des coefficients d’extinction 
significativement supérieurs. Il est donc impossible de doser des phospholipides présents dans une 




huile si ces derniers ne sont pas à une concentration élevée. Si c’est le cas, cette méthode peut être 
utilisée en réalisant plusieurs approximations. La première est que le coefficient d’extinction ne 
dépend pas de la concentration dans un état fortement dilué. La deuxième est que les acides gras 
libres sont négligeables, donnant : 
[𝐶 = 𝑂 − 𝑃𝐿] = [𝐸𝑠𝑡𝑒𝑟𝑠 − 𝑃𝐿] = 2[𝑃𝐿] 
[𝐶 = 𝑂 − 𝑇𝐴𝐺] = [𝐸𝑠𝑡𝑒𝑟𝑠 − 𝑃𝐿] = 3[𝑇𝐴𝐺] 
Avec la calibration effectuée, les coefficients d’extinction d’une phosphatidylcholine de soja sont 
connus et peuvent être adaptés à d’autres phospholipides majoritairement à base de 
phosphatidylcholine :  
2 ×  𝜀𝐶𝑂𝑂𝑎−𝑃𝐿−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜 +  𝜀𝑃𝑂2𝑎−𝑃𝐿−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜 =  𝜀𝑎  
 2 × 𝜀𝐶𝑂𝑂𝑏−𝑃𝐿−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜 +  𝜀𝑃𝑂2𝑏−𝑃𝐿−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜 =   𝜀𝑏 
 2 × 𝜀𝐶𝑂𝑂𝑐−𝑃𝐿−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜 +  𝜀𝑃𝑂2𝑐−𝑃𝐿−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜 =   𝜀𝑐 
 2 × 𝜀𝐶𝑂𝑂𝑑−𝑃𝐿−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜 +  𝜀𝑃𝑂2𝑑−𝑃𝐿−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜 =   𝜀𝑑 
Par contre, le pic à 970 cm
-1
 ne se révèle exploitable que dans le cas où les phospholipides à 
analyser ont une composition en acides gras insaturés similaire à celle des standards utilisés. 
Ainsi :  
Abs1740/L = 3 × (𝜀𝐶=𝑂−𝑃𝐿−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝑃𝐿] + 𝜀𝐶=𝑂−𝑇𝐴𝐺−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝑇𝐴𝐺])  
Abs1175/L
 
= 𝜀𝑎[𝑃𝐿] + 3 × 𝜀𝐶𝑂𝑂𝑎−𝑇𝐴𝐺−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝑇𝐴𝐺] 
Abs1090/L
 
= 𝜀𝑑𝑏[𝑃𝐿] + 3 × 𝜀𝐶𝑂𝑂𝑏−𝑇𝐴𝐺−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝑇𝐴𝐺] 
Abs1065/L
 
= 𝜀𝑐[𝑃𝐿] + 3 × 𝜀𝐶𝑂𝑂𝑐−𝑇𝐴𝐺−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝑇𝐴𝐺] 
Abs1025/L
 
= 𝜀𝑑[𝑃𝐿] + 3 ×  𝜀𝐶𝑂𝑂𝑑−𝑇𝐴𝐺−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝑇𝐴𝐺] 
Abs970/L
 
= 𝜀𝐶=𝐶−𝑃𝐿−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐶 = 𝐶 − 𝑃𝐿] +  𝜀𝑃𝑂2𝑒−𝑃𝐿−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝑃𝐿] + 𝜀𝐶=𝐶−𝑇𝐴𝐺−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝐶 = 𝐶 − 𝑇𝐴𝐺] 
Les absorbances à 1065, 1025, 1175 et 1090 peuvent être alors utilisées pour obtenir une 
détermination de la concentration en phospholipides. 
Pour déterminer la longueur d’onde à utiliser préférentiellement pour le dosage, des 
phospholipides de soja sont ajoutés à une huile de colza avec des concentrations importantes (5, 
20 et 40%) et des changements d’absorbance sont observés (Figure 4-2). Seules les absorbances à 
1065 et 970 cm
-1
 suivent une évolution linéaire avec l’ajout de phospholipides. Comme 
l’absorbance à 970 cm-1 dépend du nombre d’insaturations, l’absorbance à 1065 cm-1 sera utilisée. 






= 𝜀𝑐[𝑃𝐿] + 3 × 𝜀𝐶𝑂𝑂𝑐−𝑇𝐴𝐺−𝐶𝑦𝑐𝑙𝑜[𝑇𝐴𝐺] 
Et [PL].MPL + [TAG].MTAG = dhuile avec dhuile : masse volumique de l’huile à analyser (g/L), et M : 
masse molaire (g/mole). 
Ainsi, connaissant dhuile, il serait possible de remonter à la concentration approximative en 
phospholipides. Cette méthode peut donc s’utiliser pour déterminer la composition en 
phospholipides d’un concentrat. 
 
Figure 4-2. Spectre infrarouge d’une huile de colza avec différents ajouts de lécithine de soja (violet 5%, bleu 10%, 
orange 40%). Les longueurs d’onde d’intérêt sont signalées par des traits verticaux. 
4.1.ii. Utilisation de la spectrophotométrie UV/Visible 
La méthode précédente ne permet pas un dosage des phospholipides quand ces derniers sont 
mélangés à faible concentration dans de l’huile, au vu d’une faible différence des coefficients 
d’extinction aux longueurs d’onde caractéristiques. Pour augmenter le coefficient d’extinction des 
phospholipides à une longueur d’onde donnée, une possibilité est de lier ces derniers à un 
composé hautement absorbant. De nombreux chélatants du phosphore sont disponibles, 
notamment utilisés pour le dosage du phosphore mais ne permettent qu’un dosage contraignant et 
indirect des phospholipides. La partie bibliographique renseigne que l’oxydation par 
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Considérant la polarité de ce colorant, il est envisagé que sa coloration puisse être liée à la 
présence de groupements polaires et ionisables. Ainsi, la coloration du bleu de méthylène pourrait 
être un indicateur de la quantité de ces groupements dans le milieu étudié. Considérant une huile 
végétale, les composés polaires ionisables sont majoritairement les phospholipides. Ainsi, en 
ajoutant des quantités croissantes de bleu de méthylène à des huiles additivées de phospholipides, 
il sera possible d’observer si des différences de coloration se produisent en fonction de la quantité 
de phospholipides.  
Plusieurs solutions ont été préparées avec de l’huile de colza raffinée et de la lécithine de soja. 
Différentes quantités de cette lécithine ont été ajoutées dans 10mL d’huile de colza raffinée : 1mg, 
6,5mg, 20,1mg et 52 mg pour faire des pourcentages volumiques de 0,01% à 0,5%. Après 
dissolution sous vortexage et bain US à 30°C, 50µL d’une solution de bleu de méthylène (MB) 
concentrée à 35mg/100mL dans l’éthanol sont ajoutés plusieurs fois. Les 50µL ne se dissolvent 
que sous agitation, donnant fugacement une couleur verte qui disparait dans l’huile sans 
phospholipides. Les différents ajouts sont résumés ci-dessous (Tableau 4-3) : 
Tableau 4-3. Changements de couleur observés immédiatement après addition de différentes quantités de lécithine de 
soja dans 10mL d’huile de colza selon le volume de solution de bleu de méthylène introduit. 
Volume de MB 1mg 6,5mg 20,1mg 52mg 








+50 µL Idem Idem Idem Couleur verte 
éphémère 
+50 µL Idem Idem Vert éphémère Vert transitoire 
+50 µL Idem Idem Vert transitoire Vert permanent  
+50 µL Idem Idem Vert léger Vert fort 
Ainsi, plus l’huile contient de phospholipides, plus elle semble se colorer. Au total, 250µL de 
la solution de MB ont été ajoutés, soit 87,5µg de MB pour un minimum de 1mg de PC soit un 
ratio molaire PC/MB allant de 4 à plus de 200. Après une nuit à l’abri de la lumière, tous les 
flacons présentent une couleur verte importante avec un dégradé selon la teneur en 
phospholipides, indiquant des différences de cinétique de coloration. La coloration est dépendante 
de la quantité de bleu de méthylène ionisé, laquelle dépend ainsi de la concentration en 
phospholipides. En appliquant la loi de Beer-Lambert, il est possible de relier l’absorbance à la 
quantité de bleu de méthylène ionisé. L’ensemble des échantillons est ainsi observé en 




spectrophotométrie. 1mL de chaque solution est dilué 10 fois dans de l’éthanol absolu. Cependant, 
la mauvaise solubilité dans ce solvant empêche les mesures. L’éthanol est alors remplacé par du 
cyclohexane. Trois zones sont identifiables, une vers 270 nm correspondant aux doubles liaisons 
de l’huile, une vers 450 nm correspondant à l’huile brute et une vers 650 nm correspondant à la 
contribution du bleu de méthylène. Les solutions sont ainsi analysées entre 500 et 800nm (Figure 
4-3).  
 
Figure 4-3. Spectre UV/Visible (de 495 à 795nm) d’une huile de colza à différentes concentrations de lécithine de soja, 
en présence de bleu de méthylène et après dilution 1/10 dans le cyclohexane. 
Une évolution de l’absorbance est ici visible en fonction de la concentration en 
phospholipides. Si l’absorbance des 2 pics à 635 et 597nm est mesurée, elle peut se relier à la 
quantité de phospholipides. Aucune régression linéaire n’est cependant possible (Figure 4-4), au 
vu de la trop faible absorbance et précision du point à 0,1mg/mL. Ainsi, il est décidé de faire des 
mesures sans dilution. La référence prise est une huile sans bleu de méthylène (Figure 4-5). 
L’absorbance se mesure ici très bien même à une faible concentration de phospholipides. 
Cependant, le facteur cinétique n’est pas pris ici en compte. Il est ainsi intéressant de réaliser des 
mesures après différents temps écoulés depuis l’ajout du colorant. Pour diminuer l’influence de 
l’éthanol dans l’augmentation de la polarité du milieu, une solution de bleu de méthylène plus 























améliorer la régression et l’analyse, celle-ci sera effectuée en microplaque en suivant de façon 
quasi-simultanée l’évolution de l’absorbance de plusieurs échantillons. 
 
Figure 4-4. Evolution de l’absorbance à 635 et 597nm d’une huile diluée dans le cyclohexane en fonction de la quantité 
de phospholipides 
 




































1,0 mg/10 mL d'huile
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Figure 4-6 . Evolution de l’absorbance du bleu de méthylène (664 nm) dans une huile de colza selon la concentration en 
phospholipides  
11 étalons sont ainsi préparés avec les pourcentages de phosphatidylcholine de soja suivants 
(en mg/10mL) : 0 ; 1,22 ; 2,63 ; 5,31 ; 7,43 ; 11,35 ; 14,79 ; 26,49 ; 50,88 ; 75,99 ; 104,95  
50µL de la solution de bleu de méthylène sont ajoutés aux étalons. Ces derniers sont 
vigoureusement agités de façon à disperser le bleu de méthylène. 200µL de chaque solution sont 
ensuite versés en triplicat dans une microplaque. Cette plaque est alors analysée à 25°C et le 
spectre de chaque puits entre 500 et 800nm (résolution de 2nm) est enregistré toutes les 100 
secondes pendant 250 minutes et le calcul Abs(654nm) – Abs(800nm) est ensuite effectué pour 
soustraire la valeur de la ligne de base à l’absorbance correspondant au bleu de méthylène ionisé. 
L’ensemble des étalons montre une absorbance qui va globalement augmenter avec le temps 
d’analyse, peut-être du fait de la lente diffusion des composés dans un milieu assez visqueux. A 
des temps longs, la décomposition du bleu de méthylène doit être prise en compte. Il est ainsi 
possible de considérer la valeur d’absorbance maximale moyenne ou d’équilibre (lorsque 
dAbs/dt=0) atteinte par un échantillon durant le temps d’analyse. Une régression linéaire de la 
variation de l’absorbance avec la concentration en phospholipides est obtenue avec un coefficient 
de détermination R²=0,9887 (Figure 4-6). Ainsi, cette droite peut être utilisée pour déterminer la 
teneur en phospholipides (équivalent PC de soja) d’échantillons mesurés dans les mêmes 
conditions, ce qui est facilement réalisable en microplaque. Il est intéressant de se demander si 
cette méthode pourrait aussi convenir si les composés polaires à doser sont d’une autre nature que 
y = 0.0053x + 0.0524 














Conc. en phospholipides (mg/10mL) 




la lécithine de soja utilisée en étalonnage. Ainsi, d’autres solutions sont préparées en mélangeant, 
à chaque fois, 5mL d’huile de colza raffinée avec 5mg (environ 0,1%) de : 
1,2 dioléoyl PE (99%) – (DOPE) ; 
1,2 dioléoyl PC – (DOPC) ; 
1,2 distéaroyl PC – (DSPC) ; 
1,2 dilinoléoyl PC – (DLPC) ; 
Sphingomyéline de jaune d’œuf ;  
L(alpha-lysoPC) de jaune d’œuf – (LPC) ; 64,4% de chaînes palmitiques et 32,5% de chaînes 
stéariques (mesure en CG);  
1,2 diacylphosphatidylsérine de cerveau bovin – (PS) 49,2% de chaînes stéariques, 37,8% de 
chaînes oléiques (mesure en CG) ;  
phosphatidylinositol de soja (50%) – (PI) ;  
acide oléique – (AO) ; 
L’ensemble des solutions est analysé en spectrophotométrie. Après ajout de 50µL de la solution de 
bleu de méthylène, 200µL de chaque solution sont versés en triplicats dans les puits d’une 
microplaque. PS et PI se colorent peu de même que DOPE et DSPC au contraire de DOPC et 
DLPC (Figure 4-7). 
 
Figure 4-7. Représentation des absorbances maximales moyennes mesurées selon les composés analysés (les barres 





















Chaque échantillon X a été préparé 2 ou 3 fois (X1 ; X2 ; X3) et chaque préparation a été mise dans 
trois puits (X1,a ; X1,b ; X1,c). Chaque échantillon est ainsi représenté par 6 ou 9 puits. Le temps 
d’analyse n’ayant pas toujours permis d’atteindre une valeur d’équilibre, le maximum de chaque 
puits est mesuré selon le temps : 
MAX(X1,a, 0-240’) et la moyenne de cette valeur est calculée pour tous les puits concernant un 
échantillon X: MOY(MAX(Xi,j, 0-240’)) donnant les histogrammes de la Figure 4-7 .  
Ainsi, il apparaît que le bleu de méthylène réagit différemment selon le composé présent. Il est 
très réactif pour le DLPC, un peu moins pour le DOPC et le DSPC, montrant ainsi l’importance 
des insaturations. Il est moins réactif pour DOPE que pour DOPC, peut-être parce que la charge 
positive peut s’exprimer plus facilement dans DOPE que pour DOPC (amine primaire contre 
amine tertiaire), alors que le bleu de méthylène, plutôt cationique, aura plus d’affinités avec un 
phospholipide plus anionique. Il est très peu réactif pour l’acide oléique et la phosphatidylsérine. 
L’acide oléique est beaucoup moins amphiphile que les phospholipides, avec une faible interaction 
polaire, ionique ou par liaison hydrogène avec le bleu de méthylène. Concernant la 
phosphatidylsérine, la même remarque peut être effectuée que pour DOPE. De plus, elle est 
principalement constituée de chaînes longues et peu insaturées. Le bleu de méthylène réagit aussi 
de façon assez faible pour la sphingomyéline et le LPC. La sphingomyéline a une tête polaire 
phosphocholine et sa faible réactivité peut provenir de la nature de la chaîne acyle et de la 
présence d’un azote supplémentaire. Enfin, la plus faible réactivité de la lysoPC, malgré une plus 
grande hydrophilie, ne s’explique sans doute pas uniquement par la nature de la chaîne grasse 
(chaînes presque exclusivement saturées) et nécessiterait une analyse plus approfondie des 
interactions avec le bleu de méthylène. Le nombre d’échantillons testés semble insuffisant (9 
échantillons utilisables : PI est de composition trop imprécise et la trioléine est ajoutée avec une 
absorption nulle) pour déterminer précisément un modèle QSPR sachant qu’il faut en général un 
rapport (nombre d’échantillons/nombre de paramètres) supérieur à 6, ce qui ne permettrait de ne 
conserver qu’un seul paramètre. Cependant, des corrélations ont été recherchées entre les valeurs 
d’absorbance mesurées et des propriétés structurelles, chimiques, physiques ou électroniques 
propres aux échantillons. Celles-ci ont été calculées avec les logiciels SCIGRESS pour les 
propriétés électroniques principales et ADMEWORKS MODELBUILDER (voir ANNEXE 17) 
pour de nombreux autres descripteurs moléculaires (propriétés topologiques notamment). 
Etrangement, les propriétés reliées à la polarité (p selon Hansen, logP, polarisabilité, moment 
dipolaire…) n’ont pas apporté de corrélation importante, le facteur de corrélation le plus important 
étant à peine supérieur à 0,5 (pour la polarisabilité). Le descripteur le plus corrélé (facteur de 0,78) 




est MDEC-13 (Molecular Distance Edge between all primary and tertiary Carbons : Distance 
moléculaire entre la limite de tous les carbones primaires et tertiaires (Liu et al., 1998)). Pour ce 
descripteur, un carbone primaire est défini comme étant lié à trois hydrogènes et un carbone 
tertiaire comme étant lié à un seul hydrogène.  
 
Figure 4-8. Représentation des carbones « primaires » et « tertiaires » dans DLPC 
La Figure 4-8 montre bien comment ce descripteur prend en compte à la fois les différences de 
têtes polaires et les longueurs et insaturations des chaînes grasses. Cependant, à lui seul, il ne 
permet qu’un coefficient de détermination pour une fonction linéaire de l’absorbance de R²=0,62. 
A titre d’information, si deux descripteurs sont considérés, il est possible d’obtenir un modèle 
avec un coefficient de détermination de 0,97. 
Abs = 8,3 + 8,20*FLXARnorm – 6,60*MATS4enorm  
Avec :  
FLXAR : Masse moléculaire des atomes rigides (non flexibles) 
MATS4e : Indice d’autocorrélation de Moran – moyenne sur 4 valeurs contiguës, pondéré 
par les volumes atomiques de Van der Waals (Moran, 1950). 
Les paramètres sont normalisés : NORM(Ai)=(Ai-Moyenne(Ai, …An)/ECART-
TYPE(Ai…An). Si ce modèle était vérifié pour un grand nombre d’échantillons, il permettrait 
d’adapter cette méthode de dosage à l’ensemble des lipides polaires. Dans le cas du raffinage de 
l’huile, le dosage des phospholipides pourrait s’adapter au type d’huile analysé selon les 
compositions habituelles des phospholipides de la graine correspondante. Ces essais indiquent en 
tout cas que le bleu de méthylène ne réagit pas de la même façon selon le type de soluté présent. 
Concernant les phospholipides, la réponse dépend à la fois de la tête polaire et de la chaîne grasse. 
La méthode est donc un indicateur qualitatif de la présence de composés polaires dans une huile et 
quantitative lorsque la nature des composés polaires est connue.  
: carbone « tertiaire » 
: carbone « primaire » 




4.1.iii. Spectroscopie RMN pour déterminer la composition en acides 
gras des phospholipides 
La RMN est une technique qui peut permettre de déterminer à la fois les classes de 
phospholipides (
31
P RMN) (Cansell et al., 2017) et les composition des acides gras insaturés (
1
H 
RMN). En effet, si la différenciation des acides gras saturés par RMN est délicate du fait d’une 
simple augmentation du signal correspondant aux hydrogènes des groupements –CH2-, les acides 
gras insaturés induisent d’autres signaux qu’il est possible d’intégrer. Plusieurs articles décrivent 
une méthodologie pour déterminer la composition en acides gras par 
1
H RMN d’huiles et de 
phospholipides (Kim et al., 2013; Knothe et Kenar, 2004). En considérant une composition en 
acides gras insaturés comprenant uniquement les acides oléique, linoléique et linolénique, il est 
possible de différencier dans un premier temps l’acide linoléique de l’acide linolénique par un 
décalage du signal correspondant au CH3 terminal de l’acide linolénique qui est déblindé par une 
double liaison proche par rapport aux acides oléique et linoléique. Les conditions d’analyse 
permettent de différencier les groupements CH2 bis-allyliques –C=C-CH2-C=C-CH2-C=C- de 
l’acide linolénique des groupements –C=C-CH2-C=C- de l’acide linoléique, une différence non 
prise en compte dans les articles consultés. Ainsi, en intégrant ces différents signaux, il est 
possible d’estimer approximativement la nature des acides gras insaturés des phospholipides.  
a. Application à la lécithine de soja 
La lécithine de soja est analysée en RMN du proton après dilution dans du DMSO deutéré. Le 
spectre obtenu (Figure 4-9) révèle les différents déplacements chimiques correspondant aux 
chaînes grasses insaturées mais aussi au groupement phosphocholine. Pour une analyse de la 
composition en acides gras, l’ensemble de la zone des CH3 est intégrée avec la valeur de référence 
3. En simplifiant l’analyse par la considération des seuls acides oléique, linoléique et linolénique 
comme acides gras insaturés, soit L, la fraction d’acide linoléique, O, d’acide oléique, Ln, d’acide 
Linolénique et Sat, d’acides saturés. 
3 x (L+O+Ln+Sat) = 3 
Le signal du CH3 correspondant à l’acide linolénique, pris indépendamment, intègre à 0,27. Ainsi :  
3 x Ln = 0,27 et l’acide linolénique représente alors environ 9% de l’ensemble. Si les signaux des 
H oléfiniques sont intégrés, alors : 
 4 x L + 2 x O + 6 x Ln = 3,11  
























































Le signal du CH2 bis-allylique de l’acide linoléique intègre à :  
2 x L = 1,19, ce qui donne une concentration de l’acide linoléique d’environ 60%. Si le signal des 
CH2 bis-allyliques de l’acide linolénique est considéré :  
4 x Ln = 0,3, ce qui donnerait ici plutôt un pourcentage de 7,5% pour l’acide linolénique. Si la 
même confiance est apportée à cette intégration qu’à celle du CH3 terminal, la moyenne des deux 
peut être effectuée et une concentration de 8,25 % est trouvée. 
Si les CH2 allyliques sont maintenant considérés : 
4O= 3,23 – 4 x 0,6-4 x 0,0825 
Cela donne un pourcentage de 12,5% pour l’acide oléique. Cependant, si les hydrogènes 
oléfiniques sont considérés : 
2O = 3,11-4 x 0,6 – 6 x 0,0825 Et un pourcentage de 10,75% est obtenu. La moyenne donne 
ainsi un pourcentage de 11,6 %. Au final, les acides gras insaturés sont fortement majoritaires 
avec un pourcentage d’environ 80%. La quantification précise des acides gras saturés est rendue 
difficile par l’intégration d’un grand nombre d’hydrogènes représentés par les groupements CH2 
équivalents, ce qui peut amener une erreur importante. Si les seuls acides stéarique (S) et 
palmitique (P) sont considérés, majoritaires dans les phospholipides de caméline (Cansell et al., 
2017), en intégrant les CH2 équivalents :  
24P+ 28S + 14L + 8Ln +20O = 15,6 
Soit : 24P+28S =4,18 
Si le total d’acides gras saturés est considéré :  
P+S = 0,2065 
Le système n’a alors pas de solution, l’intégration des CH2 étant insuffisante pour considérer une 
telle concentration d’acides gras saturés. Même si seul l’acide le plus court (palmitique) est 
considéré, il faut que sa concentration descende à 17,4% pour que 24P=4,18. Ainsi, si la 
concentration en acides gras saturés est proche de 20%, au vu de la faible intégration des CH2, les 
acides gras saturés sont majoritairement à moins de 18 carbones. Globalement, il ressort d’une 
comparaison des méthodes (Tableau 4-4) que si la méthode utilisée ici se rapproche davantage des 
résultats obtenus par CG, l’acide linoléique semble sous-estimé et l’acide oléique et surtout 
linolénique semblent être surestimés par la RMN par rapport à la CG, principalement par 
l’intégration des CH3. 
 




Tableau 4-4. Principaux acides gras constitutifs de la lécithine de soja tels que déterminés par RMN selon deux 
méthodes et par chromatographie en phase gazeuse (CG) 
 Méthode RMN 
(Utilisée ici) 
Méthode RMN  
(Kim et al., 2013) 
Méthode RMN  
(Knothe et Kenar, 2004) 
CG 
C18 :1 11,6 13,2 15,5 11,3 
C18 :2 59,5 53,0 56,5 63,5 
C18 :3 8,3 9,0 9,0 5,9 
C16 :0 
20,7  23,1 19,0 
15,5 
C18 :0 3,8 
En considérant l’analyse CG et une simple statistique, les types de phospholipides suivants 
peuvent être estimés :  
LL : 40,3% 
LSat : 24,5% avec Sat comprenant un acide saturé, principalement palmitique. 
LO : 14,4% 
LLn : 7,5%  
OSat : 4,4% 
LnSat :2,28% 
OLn :1,3% 
OO : 1,3% 
LnLn : 0,3% 
Ainsi, les phospholipides majoritaires seraient DLPC et LPPC. 
4.2. Extraction des phospholipides de l’huile 
Les méthodes d’analyse précédemment présentées vont permettre de déterminer l’efficacité de 
plusieurs méthodes d’extraction de phospholipides de l’huile. Comme vu précédemment, les 
phospholipides sont généralement extraits avec l’aide de l’eau et/ou de différents solvants. La 
possibilité d’utiliser les ultrasons pour améliorer leur extraction en milieu aqueux a été testée. 
L’ajout d’eau dans une huile contenant des phospholipides va peu à peu entraîner l’hydratation de 
ces derniers, celle-ci étant plus ou moins favorisée selon le type de têtes polaires et chaînes 
apolaires rencontrées. Les phospholipides, une fois hydratés, vont préférer se mettre à une 
interface huile/eau plutôt que rester dispersés dans la phase huileuse. Il est donc important de 
favoriser le contact entre l’eau et les phospholipides. Pour cela, l’augmentation de la surface de 
contact entre l’huile et l’eau est l’objectif recherché. L’agitation doit permettre de disperser l’eau 




dans l’huile sous forme de gouttelettes suffisamment petites pour que la surface de contact totale 
soit maximale. La force de cisaillement produite par des ultrasons permet d’obtenir rapidement 
une émulsion fine. Celle-ci sera d’autant plus stable qu’elle aura rencontré dans le milieu des 
molécules tensioactives. Les phospholipides peuvent donc participer à la stabilité de cette 
émulsion. Selon la concentration d’eau et de phospholipides, ces derniers pourront s’organiser de 
différentes façons (émulsion, micelles, vésicules…). Du fait de la présence d’eau dans 
l’organisation des phospholipides, ces derniers vont peu à peu décanter en fonction de la taille de 
leur structure. Une centrifugation peut donc être effectuée pour accélérer ce phénomène. En pied 
de solution, un concentrat de phospholipides, qui pourra contenir encore de l’eau et de l’huile, est 
ainsi récupéré. Plusieurs essais ont été effectués en solubilisant de la lécithine de soja dans de 
l’huile de colza raffinée. L’huile est ensuite additionnée d’eau (1%) et traitée aux ultrasons pour 
récupérer un précipitat. 4 essais sont effectués avec 50mg de lécithine dans 10mL d’huile et 4 
essais sont effectués avec 100mg de lécithine dans 10mL d’huile. Une fois les phospholipides 
solubilisés, 100µL d’eau distillée sont ajoutés. Le traitement ultrasonore des différents essais est 
effectué selon plusieurs paramètres (Tableau 4-5).  
Tableau 4-5. Conditions de traitement ultrasonore utilisées pour extraire les phospholipides ajoutés à une huile de 
colza raffinée 
Echantillons Pulsation US 
ON/OFF 
Amplitude Energie et 
Température finale 
Temps effectif 
50-1 1s / 5s 30% 158J ; 31°C 1’ 
50-2 1s/ 5s 30% 241J ; 36°C 1’ 
50-3 1s/ 5s 30% 205J ; 34°C 1’ 
50-4 5s/ 10s 30% 999J ; 41°C 2’ 
50-5 5s/ 10s 30% 998J ; 39°C 2’ 
50-6 5s / 10s 30% 1008J ; 40°C 2’ 
100-1 5s/ 10s 30% 984J ; 41°C 2’ 
100-2 5s/ 10s 30% 976J ; 40°C 2’ 
100-3 5s / 10s 30% 965J ; 40°C 2’ 
Témoin – sans PLs 5s / 10s 30% 962J ; 39°C 2’ 
Une fois le traitement effectué, les différents échantillons sont laissés trois jours à 6°C. Ensuite, ils 
sont transvasés dans des tubes de centrifugation pour subir un cycle à 5000 x g pendant 10’ à 
température ambiante. Le précipité est alors récupéré et mélangé à 2mL d’acétone froide. Après 




centrifugation, un nouveau précipité est récupéré. Sa masse indique qu’il contient encore de l’huile 
et autres composés. L’ajout d’acétone est encore réalisé deux fois jusqu’à obtenir un dernier 
précipité. Ce dernier sera analysé en HPLC/ELSD. Ces quelques essais ne montrent pas de 
différence significative sur la pureté des extraits récupérés et sur le pourcentage de récupération 
(Tableau 4-6). Les résultats ont une faible reproductibilité du fait de tâches manuelles et non 
automatisées (récupération d’huile sur tube centrifugé par pipetage) effectuées sur de petites 
quantités de produits. De même, malgré l’utilisation de l’acétone, il apparait un appauvrissement 
insuffisant du précipitat en lipides et eau. Le solvant semble ne pas réussir à pénétrer 
l’organisation des phospholipides.  
Tableau 4-6. Bilan des essais de récupération des phospholipides 
 Masse de précipité après 
trois purifications (mg) 
Pureté  
HPLC 
% de récupération 
Essais 50 mg (1s/5s) 54 ± 8 52,6 ± 10,6 71,5 ± 10,7 
Essais 50 mg (5s/10s) 72 ± 3 39,6 ± 1,7 57,3 ± 3,1 
Essais 100mg (5s/10s) 245 ± 88 26,7 ± 15,6 62,9 ± 26,8 
Ainsi, au vu de ces éléments, des essais d’extraction vont être menés sans utilisation de solvant 
organique et en appauvrissant le précipité en huile par des cycles de centrifugation. 4 essais sont 
effectués avec 100mg de lécithine de soja introduits dans 10mL d’huile raffinée de colza. Le 
traitement ultrasonore est effectué à une pulsation de 1s/5s, 30% d’amplitude pendant 1 minute 
effective avec une moyenne d’énergie apportée au système de 234J ± 10J (valeur calculée 
automatiquement par le générateur d’ultrasons). La quantité d’eau ajoutée est de 1mL dans le 
premier tube pour déterminer si cela permet d’améliorer la récupération des phases et de 100µL 
pour les autres. Ici, une homogénéité plus importante des rendements d’extraction est obtenue 
(Tableau 4-7). Le premier essai, avec une quantité d’eau plus importante amène un décantat plus 
important. Ainsi, une partie de la phase aqueuse a été prélevée par pipetage, ce qui a certainement 
entraîné une perte de phospholipides. Le rendement d’extraction supérieur à 100% pourrait 
s’expliquer par une déviation des paramètres d’analyse HPLC avec le temps. La courbe 
d’étalonnage correspondant au PC est polynomiale d’ordre 2 avec un coefficient de détermination 
de R²= 0,98084. L’incertitude de tous les points étalons (chaque point étalon ayant été mesuré 
trois fois, il est possible d’utiliser une incertitude à 95% d’intervalle de confiance de ces derniers 
pour construire les courbes limites) permet de revenir à des valeurs de rendement plus cohérentes. 




Dans tous les cas, un procédé sans solvant permet une meilleure récupération des phospholipides 
mais est insuffisante, aux volumes utilisés, pour obtenir une haute pureté d’extrait. 
Tableau 4-7. Bilan des essais de récupération des phospholipides sans solvant (pté : précipité) 






























100-I 2249 4,48 >899,3 11,21 123 81,77 97,6 100 73,8 72±27 
100-II 647 15,52 570 17,62 135 74,62 130,8 76,7 84,3 110±36 
100-III 669 15,04 643 15,65 232 43,42 220,3 45,7 58,4 128±10 
100-IV 805 12,45 772 13,00 200 50,25 187,1 53,6 63,9 119±27 
4.3. Extraction de l’huile des graines de caméline 
4.3.i. Composition lipidique de l’huile des graines  
Les graines de caméline utilisées ont une composition en huile de 40,5% selon une extraction 
de Folch. La teneur en phospholipides et leur distribution peuvent être détaillées (Tableau 4-8). 
Les phospholipides de la graine de Caméline semblent être quasi-exclusivement composés de 
phosphatidyléthanolamine (PE), phosphatidylcholine (PC) et phosphatidylinositol (PI), les autres 
classes n’ayant pas été détectées en chromatographie. En additionnant les teneurs de ces trois 
classes, une concentration de 0,92 ± 0,11% est obtenue dans la graine de caméline. En se référant 
à la bibliographie (Tableau 1-6), il est possible de comparer ces valeurs à celles d’autres graines et 
de constater que la teneur en phospholipides est proche de celles du tournesol et du lin mais 
semble inférieure à celles du colza. 
Tableau 4-8. Distribution des classes de phospholipides dans la graine de caméline (IC= 68%).  
 PE PC PI TOTAL 
Teneur en PL de l’huile (%) 0,26 ± 0,11 1,70 ± 0,09 0,32 ± 0,02 2,28 ± 0,20 
Teneur en PL des graines (%)* 0,10 ± 0,05 0,69 ± 0,04 0,13 ± 0,01 0,92 ± 0,08 
Composition relative (%) 11,0 ± 4,3 74,9 ± 4,0 14,1 ± 0,7 100 
*Note : La teneur en PL des graines est déduite de celle de l’huile extraite considérant le pourcentage d’huile (40,5%) des 
graines  




De même, concernant les classes de phospholipides, la teneur en PC des phospholipides de la 
caméline en fait une des graines les plus concentrées en ce composé (voir Tableau 1-7). Mansour 
et al. avaient également déterminé une prédominance importante de PC+PI (79%) par rapport à 
PE (7%) dans les phospholipides de caméline mais avaient aussi détecté de l’acide phosphatidique 
(5%) et un peu de phosphatidylsérine (1%) (Mansour et al., 2014). A titre comparatif, la teneur en 
phospholipides peut être déterminée pour des variétés obtenues auprès de fournisseurs français 
divers, comme des graines de chia, variété ORURO®, provenant de la société PANAM (Villemur 
sur Tarn, France), du colza Campus provenant de la société Momont (Mons-en-Pévèle, France) ou 
des amandes de tournesol très haut oléique provenant de ARTERRIS (Castelnaudary, France). 
Tableau 4-9. Teneur en phospholipides de diverses graines et distribution relative (% rel.) des classes  
 Teneur en PL 









Caméline 0,92   11,0 74,9 14,1 
Colza Momont 1,08   7,5 83,8 8,7 
Tournesol THO (Amandes) 0,97  5,2 11,6 68,0 15,2 
Chia Oruro 0,62   8,3 77,9 13,8 
Le Tableau 4-9 montre que l’ensemble des graines étudiées possède une majorité de PC avec 
des pourcentages relatifs proches. Au niveau de la teneur en phospholipides des graines, seule la 
graine de chia semble se situer en dessous des autres. Concernant la distribution des acides gras de 
l’huile et des phospholipides de la graine de caméline, de fortes disparités peuvent s’observer 
(Tableau 4-10). En considérant les phospholipides de la graine de caméline, il apparaît que les 
acides gras majoritaires sont l’acide oléique, linoléique, palmitique et linolénique avec une 
majorité d’acides gras mono- ou polyinsaturés. Les principales différences avec les valeurs issues 
de la littérature (Cansell et al., 2017) sont une plus faible quantité d’acides gras saturés et un acide 
oléique plus concentré. Concernant l’huile, peu de différences sont notables entre les deux études. 
Par rapport aux phospholipides, l’huile contient davantage d’acides gras mono- et polyinsaturés 
mais l’acide oléique est bien moins concentré tandis que l’acide gondoïque devient significatif. De 
même, l’acide linolénique augmente fortement au détriment de l’acide linoléique, un 
comportement similaire étant observé dans les résultats de Cansell et al. Il importe de signaler que 
les phospholipides, comme cela a pu être souvent observé, s’arrangent souvent avec l’association 
d’une chaîne saturée et d’une chaîne insaturée. Ils ont ainsi généralement une plus forte 




concentration en acides gras saturés que les huiles correspondantes, phénomène accentué dans les 
valeurs issues de la littérature (Cansell et al., 2017). 
Tableau 4-10. Distribution des acides gras des lipides neutres et polaires de la graine de caméline (entre parenthèses, 
compositions déterminées sur un tourteau de Caméline par (Cansell et al., 2017)) 
Acide gras Acides gras 
de l’huile (%) 
(Cansell et 
al., 2017 




Acide palmitique (C16 :0) 6,0 ± 0,0  (7,2) 15,8 ± 0,1 (18,4) 
Acide stéarique (C18 :0) 2,8 ± 0,0  (2.1) 3,3 ± 0,2 (6,1) 
Acide arachidique (C20 :0) 1,5 ± 0,0  (1.1) 0,0 ± 0,0 (0,1) 
Acide béhénique (C22 :0) 0,3 ± 0,0  (ND) 0,3 ± 0,0 (ND) 
TOTAL SATURÉS 10,6 ± 0,1  (12,2) 19,3 ± 0,3 (27,8) 
Acide oléique (C18 :1) 14,2 ± 0,0  (13,8) 32 ± 0,5 (21,4) 
Acide vaccénique (C18 :1 n-7c) 0,8 ±0,0  (1,1) 1,6 ± 0,0 (0,7) 
Acide gondoïque (C20 :1) 14,5 ± 0,1  (10,8) 1,6 ± 0,0  (1,5) 
Acide érucique (C22 :1) 2,5 ± 0,0  (2,2) 0,0 ± 0,0 (ND) 
TOTAL MONOINSATURÉS 32,0 ± 0,2  (29,7) 35,3 ± 0,5 (24,4) 
Acide linoléique (C18 :2) 19 ± 0,0  (21,2) 29,7 ± 0,0 (26,1) 
Acide linolénique (C18 :3) 34,8 ± 0,3  (33,3) 14,9 ± 0,2 (14,6) 
Acide eicosadiénoïque (C20 :2) 2,2 ± 0,0  (ND) 0,5 ± 0,0 (ND) 
Acide eicosatriénoïque (C20 :3) 1,4 ± 0,0  (ND) 0,2 ± 0,0 (ND) 
TOTAL POLYINSATURÉS 57,3 ± 0,3  (56,2) 45,4 ± 0,2 41,8 
4.3.ii. Graines natives 
Plusieurs méthodes sont utilisables pour extraire l’huile des graines. L’utilisation d’un solvant 
sur des graines broyées comme l’hexane ou d’un mélange de solvants chloroforme/méthanol 
permet d’extraire à la fois les lipides polaires et apolaires. Un procédé intégré en milieu aqueux 
permet aussi de les extraire sous forme d’une émulsion d’oléosomes. Cependant, du fait de la 
libération des enzymes endogènes, notamment phospholipases, l’huile extraite est appauvrie en 
phospholipides et peut être enrichie en acides gras libres. Pour éviter l’utilisation de solvants 
aqueux ou organiques, seule une action thermomécanique est alors utilisable pour effectuer une 
extraction solide/liquide. Pour que celle-ci soit efficace, il faut donc que les produits à extraire 




soient sous forme liquide et que leur écoulement soit facilité par une diminution des forces 
d’interaction solide-liquide et liquide-liquide (viscosité suffisamment faible). Le niveau de 
contraintes requis peut se retrouver dans une presse monovis. 
Plusieurs essais de trituration des graines de caméline ont ainsi été effectués selon diverses 
conditions. Les phospholipides des graines de caméline sont principalement à base d’acides gras 
insaturés. Cependant, ils sont légèrement plus riches en acides gras saturés que les triglycérides. Il 
est ainsi prévisible que leur écoulement sera un peu moins aisé que celui de l’huile. De même, il 
faut considérer leur présence au sein d’organisations lamellaires ou bilamellaires dont la fluidité 
peut être insuffisante aux températures utilisées. En effet, les bicouches phospholipidiques peuvent 
passer d’un état « gel » à un état « fluide » à partir d’une certaine température. Si ces états 
définissent davantage une mobilité moléculaire (Krishnamurty et al., 2008b) au sein de 
l’organisation, il peut tout de même être important de se situer au-dessus de cette température. La 
déshydratation du milieu joue également un rôle dans l’organisation des phospholipides et la 
température de transition. La nature des graines et de la monovis ne permettent pas une modularité 
de la température. En effet, à une température trop basse, le milieu ne peut s’écouler, 
principalement au niveau de la partie solide qui n’est pas suffisamment lubrifiée. Cela impose 
d’être à une température supérieure à 80°C. Cette température est bien au-dessus des températures 
de fusion des lipides, phospholipides (seuls ou en phases lamellaires). Il est donc inutile de 
l’augmenter davantage. Le taux d’humidité du milieu peut cependant être modifié. Les 
phospholipides contenus dans les graines de caméline ont une certaine solubilité à l’huile, étant 
principalement solubles dans cette phase. Cependant, lors du pressage des graines, ce sont surtout 
les corps lipidiques qui vont libérer leur contenu tandis que les phospholipides resteront dans des 
zones interfaciales. Augmenter ou diminuer le taux d’humidité des graines pourrait agir sur ces 
zones interfaciales et avoir pour conséquence une modification de l’extractabilité des 
phospholipides dans l’huile exprimée. Ainsi, trois lots de graines vont être testés. 
1. Graines natives à 8,24 % ± 0,06 d’humidité 
2. Graines à 4% d’humidité (séchage à l’étuve à 50°C de graines natives jusqu’à obtention 
d’une masse correspondant à environ 4% d’humidité). 
3. Graines à 15% d’humidité (ajout d’eau par pulvérisation sur les graines natives et stockage 
une journée en chambre à atmosphère contrôlée (25°C, 45% d’humidité) jusqu’à obtention 
d’une humidité de 15%. 




Pour chaque lot de graines, un essai de trituration est mené en presse monovis en essayant de 
conserver une température élevée en sortie de fourreau. Cependant, le pressage ne se fait pas de 
façon similaire dans les trois cas, le taux d’humidité des graines ayant une forte influence sur 
l’extraction d’huile (Tableau 4-11). 
Tableau 4-11. Conditions d’extraction de l’huile en presse monovis sur des graines de Caméline. 









Native (8%) 8 50 23,9 29,3 
4% 10 40 24,3 26,7 
15% 8 50 22,9 
Au vu des difficultés de trituration, le plus haut taux d’humidité ne permet pas l’expression 
d’huile au premier passage. En augmentant la vitesse de rotation de la vis d’entraînement, le 
tourteau arrive tout de même à être entraîné mais il faut le passer au moins cinq ou six fois pour 
réussir à extraire une quantité significative d’huile. Au plus faible taux d’humidité, le passage du 
milieu impose un diamètre d’orifice plus grand, cela pouvant être lié à un manque de lubrification 
ou à une dureté plus importante du milieu. 5g de chaque huile récupérée sont, après centrifugation, 
additivés de 25µL d’une solution éthanolique de bleu de méthylène à 0,5mg/1mL. 200µL de 
chaque échantillon sont ensuite versés dans les puits d’une microplaque (en triplicat) et le spectre 
entre 400 et 800nm est enregistré toutes les 100 secondes pendant 4 heures. De même, 200µL 
d’huile non additivée de bleu de méthylène sont aussi ajoutés à titre de comparaison.  
Concernant les graines au taux natif d’humidité (8%), le pressage monovis permet l’extraction 
d’une huile avec un rendement autour de 24% de la masse des graines. Cependant, cette huile ne 
permet pas l’expression de la coloration du bleu de méthylène, et elle ne contient certainement 
qu’une très faible quantité de phospholipides. Le pressage du tourteau permet d’augmenter un peu 
le rendement total d’extraction. L’huile extraite alors montre un pic à 664 nm mais ce dernier est 
aussi visible sans l’ajout de bleu de méthylène et n’est donc sans doute pas dû aux phospholipides 
mais à un autre composé absorbant à cette longueur d’onde (Figure 4-10). Il peut ainsi s’agir de la 
chlorophylle. Un dosage en CG des huiles obtenues ne permet pas de déceler la présence de 
phospholipides, ce qui rejoint les observations faites 





Figure 4-10. Spectres d’absorbance dans le visible des huiles extraites à partir de graines à 8% d’humidité (8% H) 
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Figure 4-12. Spectres d’absorbance dans le visible des huiles extraites à partir de graines à 15% d’humidité  
Dans le cas d’un pressage des graines à 4% d’humidité (Figure 4-11), le premier pressage 
montre déjà une légère bande d’absorption à 664 nm, légèrement agrandie par le bleu de 
méthylène, ce qui semble indiquer une présence de phospholipides. Lors du pressage du tourteau, 
le rendement semble plus faible qu’avec les graines à 8% d’humidité. Par contre, la bande à 664 
nm est encore plus visible et se détache de celle sans bleu de méthylène, indiquant la possible 
présence de phospholipides dans cette huile. Dans le cas d’un taux d’humidité à 15% (Figure 
4-12), l’huile extraite ne montre pas la présence de phospholipides mais a certainement permis 
l’extraction de chlorophylle. La partielle hydratation des phospholipides et de leur milieu 
environnant qui peut intervenir à des taux d’humidité élevés a pu augmenter les interactions 
polaires entre les protéines, glucides et les phospholipides du tourteau, diminuant l’extractabilité 
de ces derniers dans la phase liquide, cela malgré la température et les contraintes subies. De 
même, un fort taux d’humidité peut diminuer la probabilité de rencontre et donc de coalescence 
des oléosomes, conduisant à leur extraction. Ainsi, s’il semble que l’extraction des phospholipides 
est plutôt favorisée à un taux d’humidité faible, une diminution trop importante de ce dernier rend 
la trituration des graines plus compliquée. Il devient alors plus intéressant de travailler sur le 
tourteau enrichi en phospholipides. 
4.3.iii. Graines de caméline démucilaginées 
Des graines ayant subi une démucilagination classique (traitement à 10% dans l’eau dans la 
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ON/20s OFF, 55 minutes de traitement) ont été récupérées et chauffées à l’étuve à 30°C pendant 
36 heures. Elles ont alors un taux d’humidité de 4,76 ± 0,04 (IC=95%). Au vu du chapitre 
précédent, ce taux d’humidité est trop faible pour une extraction correcte de l’huile. Ainsi, de l’eau 
distillée est vaporisée sur les graines. Celles-ci sont alors placées dans une chambre à atmosphère 
contrôlée (25°C, 45% d’humidité) pendant 4 heures. Elles sont à nouveau additionnées d’eau 
distillée et remises encore quatre heures en enceinte climatique. Au total, 1049g de graines de 
caméline démucilaginées sont ainsi obtenues avec un taux d’humidité final de 7,6%. Les mêmes 
conditions que pour des graines natives sont utilisées car les taux d’humidité sont équivalents 
(diamètre d’orifice 8mm, température au niveau de l’anneau chauffant de 50°C, 2 passages). 
L’extrait huileux est récupéré et centrifugé 10 minutes à 5000xg pour éliminer les résidus solides. 
Ainsi, 347,3g d’huile sont récupérés. Le rendement d’extraction sur graines sèches est ainsi de 
35,8%, ce qui, ramené à la graine non démucilaginée donne une valeur de 30,8% valeur similaire 
ou légèrement supérieure aux valeurs obtenues sur graines natives (le maximum étant alors à 
29,3%). Ainsi, l’élimination de la couche externe des graines, aux potentielles actions lubrifiantes, 
n’a pas eu d’effet négatif sur le pressage monovis. Au contraire, cela pourrait avoir permis une 
légère augmentation du rendement d’extraction, le milieu étant débarrassé de produits 
mucilagineux qui peuvent augmenter la résistance mécanique des structures et donc diminuer leur 
extractabilité. 
4.4. Extraction de l’huile des tourteaux 
4.4.i. Composition des tourteaux 
Tableau 4-12. Classes des phospholipides de l’huile de tourteaux de caméline (IC=68%) 






 (% des PL) 
PC 
(% des PL) 
PI 
(% des PL) 
Tourteau de graines 
démucilaginées 
16,2 7,70±0,97 15,1±1,2 74,3±0,9 10,6±0,2 
Tourteau de graines 
natives 
19,2 6,52±1,19 7,0±3,2 78,9±5,1 14,4±2,0 
Alors que les phospholipides ne représentent que 2,28% des lipides de la graine et moins de 
1% de l’huile extraite par pressage, leur concentration augmente à environ 8% dans l’huile du 




tourteau (Tableau 4-12). Ainsi, plus de 80% des phospholipides se retrouvent dans le tourteau. Si 
la teneur en phospholipides d’un tourteau issu de graines démucilaginées est similaire à celle d’un 
tourteau de graines non démucilaginées, la composition des phospholipides est différente, les 
graines démucilaginées comportant une plus grande quantité de phosphatidyléthanolamine (PE) et 
moins de phosphatidylcholine (PC) et phosphatidylinositol (PI) que des graines non traitées. 
4.4.ii. Utilisation d’eau  
Le tourteau de graines débarrassées de leur mucilage va pouvoir être plus facilement traité en 
milieu aqueux. De même, ainsi débarrassé d’une grande partie des lipides non polaires et des 
polysaccharides et protéines mucilagineux, il est davantage concentré en phospholipides. Le but 
est d’utiliser les propriétés interfaciales des phospholipides pour les concentrer au sein d’une 
dispersion d’oléosomes natifs ou de gouttelettes d’huile dans l’eau. Le milieu obtenu étant riche en 
lipides, débarrassé des composés lignocellulosiques et d’une grande partie des protéines, il 
nécessitera moins de solvants. Les interactions entre phospholipides, protéines membranaires 
(Deleu et al., 2010) et non membranaires peuvent freiner l’extractabilité des lipides. Ainsi, des 
essais sont également effectués avec la présence de sels. En effet, selon la concentration en sels, 
des phénomènes de salting-in (solubilisation des protéines) ou salting-out (précipitation des 
protéines) peuvent se produire, tel que cela peut se voir pour l’exemple d’une protéine de cheval 
(Figure 4-13). 
 
Figure 4-13. Evolution de la solubilité de la carboxyhémoglobine de cheval selon la concentration de plusieurs sels 
(figure extraite de la littérature (Duong-Ly et Gabelli, 2014; Green, 1932)). 




A une concentration en sulfate d’ammonium de 5g/100mL, soit 0,38M, une bonne 
solubilisation devrait être obtenue. A une concentration en chlorure de sodium à 10g/100mL, soit 
1,7M, la solubilisation des protéines devrait être encore supérieure permettant peut-être une 
meilleure libération des lipides.  
Les solutions sont directement préparées dans des tubes de centrifugation. A chaque fois, 5g 
de tourteau, mis sous forme de poudre au moulin à café, sont suspendus dans 100 g de solution et 
agités par sonde ultrasonore à 30°C (sonde de 13mm utilisée pendant 4 cycles de 1 minute 
effective, à 60% d’amplitude et avec une pulsation de 5s ON/10s OFF). La température monte 
jusqu’à 50°C et, après agitation, les échantillons sont centrifugés à 5000xg pendant 10’ à 20°C. La 
phase liquide est de nouveau centrifugée à 20000xg pendant 20’, ce qui permet la récupération de 
plusieurs phases. L’extraction à l’eau distillée donne ainsi, après centrifugation, quatre phases 
séparables avec, de bas en haut : une couche résiduelle noirâtre (Res), une surcouche beige (S), 
une phase aqueuse et enfin une émulsion sous forme d’une crème peu cohésive (E). Cette dernière 
peut être facilement récupérée par pipetage de la phase aqueuse sous-jacente. Pour déterminer la 
présence de phospholipides dans les différentes phases, les résidus solides ou émulsionnés sont 
mélangés à 20mL d’un mélange de solvants chloroforme/méthanol (2/1). Toutes les solutions de 
chloroforme/méthanol sont agitées 60 secondes au vortex et centrifugées 10’ à 10000xg à 20°C. 
Une phase haute (H) méthanolique et une phase basse chloroformique (B) sont alors récupérées et 
séchées sous bullage d’azote. La méthode spectrophotométrique au bleu de méthylène est alors 
utilisée sur les six phases obtenues, pour une estimation qualitative de la présence de 
phospholipides : 
- E.H : extrait méthanolique de la crème concentrée par centrifugation  
- E.B : extrait chloroformique de la crème concentrée par centrifugation  
- S.H : extrait méthanolique de la surcouche concentrée par centrifugation 
- S.B : extrait chloroformique de la surcouche concentrée par centrifugation 
- Res.H : extrait méthanolique du résidu 
- Res.B : extrait chloroformique du résidu  
Les extraits sont additivés de 1,5 ou 3mL d’huile de colza raffinée selon la quantité de produit 
récupérée. L’ensemble est alors vortexé, passé dans un bain d’ultrasons 30 minutes à 30°C et filtré 
à 0,45µm. 5 µL d’une solution éthanolique de bleu de méthylène à 2mg/mL sont ajoutés aux 
échantillons filtrés. Après vortexage, 150µL de chaque préparation sont versés dans les différents 
puits d’une microplaque de 96 puits avec 2 répétitions dans la plupart des cas. Le balayage se fait 




entre 500 et 800nm pour limiter le nombre de points. L’acquisition est réalisée pendant 4h avec 
une lecture toute les 100 secondes, et l’absorbance maximale à 664nm est enregistrée (corrigée 
avec celle à 800nm). Les extraits méthanoliques ne montrent pas de pic significatif entre 600 et 
700 nm, les phospholipides se solubilisant préférentiellement dans le chloroforme. L’extrait E.B 
présente une absorbance comparable à celle de S.B. mais pour une dilution moitié moindre dans 
l’huile. Il contient donc certainement moins de phospholipides (Tableau 4-13). Une SPE et analyse 
chromatographique ont été effectuées sur l’échantillon S.B. présentant la plus forte absorbance. Il 
apparaît alors que cet extrait ne contient que 2 mg de phospholipides, ce qui représente environ 
3,5% des phospholipides de la graine et est composé en majorité de PA (66%) et de PC (29%) 
avec une quasi absence de PE et de PI (respectivement 4,9 et 0,4%). Ainsi, l’extraction à l’eau 
distillée semble provoquer une forte expression des phospholipases entraînant la disparation d’une 
grande partie des phospholipides et la formation d’acide phosphatidique. Au final, si l’émulsion a 
permis de récupérer quelques phospholipides, certains phospholipides du tourteau ne semblent pas 
pouvoir être récupérés sans l’utilisation d’un solvant tiers.  
Tableau 4-13. Evaluation de la récupération des phospholipides selon l’absorbance du milieu en présence de bleu de 
méthylène. 
Phase Quantité d’huile additivée Max (Abs664nm – Abs800nm) 
E.H 1,5 0,04 
E.B  1,5 0,15 
Res.H 3 0,03 
Res.B 3 0,12 
S.H 1,5 0,03 
S.B 3 0,17 
L’utilisation des solutions salines n’a pas permis l’obtention d’une émulsion concentrée, une 
phase aqueuse trouble étant obtenue, même après centrifugation à haute vitesse (20000xg) du 
milieu. L’augmentation de la force ionique et de la solubilisation de protéines a certainement 
augmenté la répulsion électrostatique et stérique entre oléosomes, ces derniers ne floculant pas et 
restant très dilués. Ainsi, l’extraction des lipides d’une telle suspension nécessiterait une grande 
quantité de solvants ou un traitement préalable pour diminuer la teneur en eau et/ou en protéines 
du milieu (ultrafiltration, augmentation de la concentration en sulfate d’ammonium, diminution du 
pH). Au vu de la dégradation des phospholipides observée dans l’eau distillée, cette voie n’a pas 
été poursuivie. 




4.4.iii. Utilisation de solvants « verts »  
Etant donné que l’eau ne permet pas une extraction suffisante des lipides et que les 
phospholipides se trouvent dégradés se pose la question d’une extraction des phospholipides par 
des solvants verts alternatifs. Une équipe de chercheurs (Breil et al., 2017) a montré qu’un couple 
de solvants peu toxiques et à faible empreinte écologique (éthanol/acétate d’éthyle) permettait de 
se rapprocher des rendements d’extraction de lipides obtenus par le couple de solvants 
cancérigènes (chloroforme/méthanol). En construisant des diagrammes de phase (Ethanol/Acétate 
d’éthyle/Eau), ils ont montré qu’une extraction monophasique était préférable, un ajout d’eau et 
d’acétate d’éthyle sur l’extrait permettant ensuite de séparer une phase organique (Acétate 
d’éthyle) comprenant la quasi-totalité des lipides extraits et une phase hydroalcoolique 
(Eau/Ethanol) comprenant la quasi-totalité des sucres et protéines.  
En s’inspirant de ces travaux, plusieurs essais sont réalisés sur un tourteau de caméline, avec à 
chaque fois 5g de broyat de tourteau issu d’un pressage monovis de graines de caméline 
démucilaginées. Après mise en présence du broyat et de 100mL de solvant dans des tubes 
coniques, l’ensemble est vortexé 30 secondes. Certains échantillons sont soumis à un traitement 
ultrasonore (1min effective à 60% d’amplitude et avec une pulsation de 5s ON/10s OFF) :  
A : Ethanol pur  
B : Ethanol pur avec traitement ultrasonore  
C : Acétate d’éthyle pur  
D : Acétate d’éthyle avec traitement ultrasonore 
E : Acétate d’éthyle/Ethanol 7/3  
F : Acétate d’éthyle/Ethanol 7/3 avec traitement ultrasonore  
G : Acétate d’éthyle/Ethanol/Eau 14/6/3 avec traitement ultrasonore  
H : Chloroforme/Méthanol 2:1 
Après agitation, les différents tubes sont centrifugés 10’ à 5000xg à 20°C. Les phases 
surnageantes sont toutes monophasiques. Les tubes E, F, G sont donc additionnés de 4mL d’eau 
distillée et la référence H de 4mL d’eau à 0,6% de KCl. Ensuite, E, F, G sont additionnés de 4mL 
d’acétate d’éthyle et la référence de 4mL de chloroforme pour accentuer le déphasage. Celui-ci 
restant insuffisant pour une séparation efficace des phases, les phases surnageantes sont mises 
sous évaporation rotative pour éliminer les ¾ du solvant. Le résidu est ensuite rincé à l’éthanol (A 




et B), l’acétate d’éthyle (C, D, E, F, G) ou le chloroforme (H). Une partie de l’extrait G (138mg) 
ne se dissout pas dans l’acétate d’éthyle et est dissoute dans le chloroforme (G’). Les produits 
récupérés montrent ainsi un déphasage dans les cas E-H avec une phase (hydro)alcoolique 
supérieure, une phase intermédiaire trouble et une phase organique inférieure. Les phases 
supérieures sont prélevées après centrifugation 10’ à 5000xg. Elles sont alors mises à sécher sous 
flux d’azote. Les phases inférieures et intermédiaires sont mises sous bullage d’azote. Il est 
possible ainsi de déterminer le rendement d’extraction de chaque essai (Figure 4-14). Le tourteau 
ne contenant que 16,2% d’huile selon une extraction de Folch, des rendements supérieurs à cette 
valeur signifient que des composés non lipidiques ont également été extraits. Les essais effectués 
avec de l’éthanol ou de l’acétate d’éthyle purs ont des rendements similaires. Il semble cependant 
que l’utilisation des ultrasons permette d’augmenter ces derniers au vu des valeurs supérieures des 
essais B, D par rapport à A, C. Dans le cas du mélange d’éthanol avec l’acétate d’éthyle, les 
ultrasons augmentent également la quantité de produit dissoute dans l’acétate d’éthyle (E et F), le 
milieu devenant ainsi certainement plus riche en lipides.  
 
Figure 4-14. Rendement d’extraction de matière sèche/lipidique selon les solvants utilisés 
Une fois séchés, les échantillons sont directement traités par SPE (G et H) ou subissent 
d’abord un prétraitement pour en extraire les lipides. Celui-ci consiste en une extraction au 
chloroforme/eau : l’extrait est mélangé avec 3mL d’une solution aqueuse de KCl (10%), 7 mL de 
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supérieure est éliminée et 4mL supplémentaires de KCl 10% sont ajoutés. Après centrifugation la 
phase supérieure est à nouveau éliminée. Suivant la limpidité de la phase inférieure, ce traitement 
est répété deux ou trois fois. Après séparation SPE, tous les extraits sont analysés en 
chromatographie liquide. 
 La comparaison des rendements d’extraction des phospholipides (Tableau 4-14 , Figure 4-15) 
montre que l’éthanol seul, au contraire de l’acétate d’éthyle, permet déjà d’obtenir un bon 
rendement d’extraction. L’utilisation des ultrasons permet d’ailleurs d’augmenter 
considérablement celui-ci. Les rendements obtenus avec l’association acétate d’éthyle/éthanol 
montrent l’action synergique de ces deux solvants, un rendement d’extraction proche de 70% étant 
obtenu lorsque les ultrasons sont utilisés (Extraits F). Dans ce cas, la quasi-totalité des 
phospholipides se retrouve alors dans la phase acétate d’éthyle (Tableau 4-14, Extraits E à G). 
 




















Aphase EtOH 579 62 22±10 77±6 0-2 6,1±1,0 3,8±0,6 35,0±6,0 
Bphase EtOH 678 75 19±9 76±0 5±1 6,0±0.6 4,5±0,5 48,5±4,9 
Cphase EtAc 620 92 49±1 38±1 13±0 0,7±0,0 0,7±0.0 6,7±0,2 
Dphase EtAc  727 85 50±11 38±4 12±2 1,0±0,2 0,8±0,1 9,4±1,6 
EphaseEtAc 80 77 5±2 95±1 0 19,7±0,7 15,1±0,5 19,2±0,6 
EphaseEtOH 561 68 24±6,0 76±6 0 1,4±0,2 0,9±0,1 8,4±1,0 
Fphase EtAc 273 33 11±6,0 89±6 0 43,9±5,2 14,6±1,7 64,2±7,5 
Fphase EtOH 572 74 28±1 71±3 1-2 0,8±0,0 0,6±0,0 5,7±0,3 
Gphase EtAc 392 ND 30±1 56±4 14±1 5,5±0,3 5,5±0,2 34,2±1,8 
Gphase EtOH/Eau 331 ND 49±3 50±4 0-2 0,1±0,0 0,1±0,0 0,3±0,0 
Hphase CCl3 389 ND 24±4 69±3 7±0 ND 5,8±0,4 36,3±2,8 
Hphase MeOH/interf. 145 ND 15±1 80±5 6±1 ND 8,4±0,4 19,4±1,1 
TOURTEAU 
 
5000 16 15 74 11 8 1 100* 
(FOLCH) 
*Note : Il est considéré que la méthode de Folch extrait 100% des phospholipides et sert ainsi de base de calcul












































L’utilisation d’eau distillée au cours de l’extraction, si elle permet une masse d’extrait assez 
importante (G) amène un rendement d’extraction des phospholipides assez faible. Il est possible 
que l’eau introduite au cours de l’extraction ait eu un effet délétère sur les phospholipides au vu de 
la très faible quantité de phospholipides récupérés dans la phase GEtOH/Eau. Cet effet délétère 
semble principalement concerner PC, la quantité de PE et PI restant importante. L’essai F est ainsi 
le plus concluant, avec l’extrait Fphase EtAc comportant les plus grandes puretés et sélectivités 
(l’extrait contient environ 15% de phospholipides, ce qui représente 44% des lipides). Cet essai 
donne même des rendements supérieurs à ceux obtenus avec une extraction 
chloroforme/méthanol. Il pourrait être ainsi pertinent d’effectuer plus de cycles d’extraction avec 
ce mélange de solvant pour se rapprocher d’un rendement d’extraction tel qu’obtenu par la 
méthode de Folch. Concernant les classes des phospholipides extraits, il apparaît que ceux 
récupérés avec l’acétate d’éthyle (C et D) ont des concentrations relatives en PE et PI bien plus 
importantes que ceux extraits avec l’éthanol (A et B) ou avec un mélange éthanol/acétate d’éthyle 
(E et F). L’extrait G, avec l’addition d’eau, a un comportement intermédiaire (Tableau 4-14). 
L’éthanol est un solvant connu pour sa capacité à extraire PC mais il est moins adapté pour 
extraire simultanément PC et PE. En utilisant une association Ethanol/Chloroforme, des 
chercheurs ont pu augmenter le rendement d’extraction des phospholipides avec une composition 
relative de PE qui augmente avec la quantité de chloroforme ajouté (John et al., 2015). La partie 
bibliographique renseigne d’une plus grande hydrophilie de PC que PE. Si le coefficient de 
partage octanol/eau (Kow) des différents solvants ou leurs paramètres de solubilité de HANSEN 
sont consultés (Tableau 4-15), la plus forte polarité (p) et la capacité à créer des liaisons 
hydrogènes (h) de l’éthanol apparaît par rapport au chloroforme et à l’acétate d’éthyle. Cela peut 
expliquer que ce solvant ait relativement moins d’affinité avec PE qu’avec PC.  
Tableau 4-15. Paramètres de solubilité de Hansen (Interactions polaires p et par liaisons hydrogène h) et log Kow de 
différents solvants de polarité décroissante 
Solvants p h Log Kow 
Méthanol 12,3 22,3 -0,71 
Ethanol 8,8 19,4 -0,19 
Acétate d’éthyle 5,3 7,2 0,80 
Chloroforme 3,1 5,7 1,74 
CCl3/MeOH (2/1) 6,2 11,2  
EtAc/EtOH (7/3) 6,4 10,9  




Concernant PI, sa concentration relative est faible dans les extraits A et B obtenus avec 
l’éthanol seul, élevée avec les extraits C et D obtenus avec l’acétate d’éthyle seul mais elle est 
minime voire nulle dans les extraits E et F obtenus avec les mélanges de solvants. Ce faible 
pourcentage de PI avec le couple Ethanol/Acétate d’éthyle n’est pas retrouvé dans l’article de 
Breil et al. avec une extraction sur micro-organismes (Breil et al., 2017). Si des différences 
expérimentales au niveau du mode d’extraction et d’analyse ne peuvent être écartées, il peut aussi 
s’agir de différences au niveau des interactions du solvant avec la matrice. En effet, les paramètres 
de Hansen ne semblent pas pouvoir expliquer cette différence. Appliquant une loi de mélange pour 
calculer des paramètres p, h des couples de solvants (Tableau 4-15), des paramètres proches du 
couple chloroforme/méthanol sont obtenus, couple pour lequel le pourcentage relatif de PI reste 
significatif. Les paramètres de solubilité sont généralement moins adaptés aux solvants chlorés et 
aux interactions ioniques. Ainsi la solubilisation de PI dans les solvants étudiés mériterait une 
étude plus approfondie. Il apparait en tout cas que le choix du solvant a non seulement une 
importance dans le rendement d’extraction des phospholipides mais également dans leur 
sélectivité. Le Tableau 4-15, s’il indique qu’une plus grande gamme de paramètres de solubilité 
peut être atteinte avec le mélange de méthanol et chloroforme, montre que l’éthanol peut être un 
bon candidat au remplacement du méthanol et l’acétate d’éthyle à celui du chloroforme. 
4.5. Conclusion sur l’extraction des phospholipides 
La mise au point de méthodes simples d’analyse des phospholipides, notamment 
spectrométriques, permet d’envisager des tests routiniers pour vérifier l’efficacité de l’extraction 
des phospholipides à partir de graines oléoprotéagineuses. L’utilisation d’une presse monovis 
conduit à l’obtention d’un tourteau riche en phospholipides à partir de graines démucilaginées. Si 
le taux d’hydratation des graines joue un rôle important dans l’extractabilité de l’huile, le mucilage 
ne semble pas avoir d’action lubrifiante au cours de la trituration, pouvant apparaître au contraire 
comme un frein à la libération des lipides. 
L’extraction des phospholipides à partir de l’huile libérée ne semble pas viable du fait de leur 
trop faible concentration (< 1%). Se trouvant à des teneurs bien plus élevées (~8%) dans les 
lipides résiduels du tourteau, il est préférable d’utiliser ce substrat. L’expression des 
phospholipases dans l’eau a conduit à l’utilisation de conditions d’extraction non aqueuses. Le 
choix s’est porté vers des solvants biosourçables et peu toxiques comme l’éthanol et l’acétate 
d’éthyle, l’association des deux montrant une action synergique sur l’extraction des 




phospholipides. Les rendements sont alors semblables à ceux obtenus avec le couple classique 
mais cancérigène méthanol/chloroforme, avec toutefois une sélectivité différente à la composition 
étudiée. Les solvants pourraient être réutilisés après évaporation/condensation (points d’ébullition 
largement inférieurs à ceux de l’huile). Les lipides polaires pourraient être récupérés par 
précipitation à partir de l’huile obtenue. Celle-ci se réalise facilement par adjonction d’eau avec le 
concours des ultrasons et de la centrifugation. Sinon, relativement riche en phospholipides et avec 
des triglycérides fortement polyinsaturés (notamment omega-3), l’huile pourrait être utilisée telle 















Les phospholipides natifs offrent déjà un large éventail de configurations avec différentes 
combinaisons de têtes polaires et acides gras, ce qui laisse présager des bicouches lipidiques ou 
membranes diverses. Cependant, la phosphatidylcholine reste largement la classe la plus 
abondante au sein des graines végétales. De même, la prédominance des acides gras insaturés, 
notamment polyinsaturés au sein de la caméline mais aussi du soja, principale source de 
phospholipides, favorise des membranes ou bicouches plus désordonnées avec une compacité 
moindre par rapport aux phospholipides saturés. Il est possible d’augmenter cette compacité et/ou 
de généralement réduire la perméabilité aux molécules polaires et apolaires par l’insertion de 
cholestérol ou d’autres composés membranaires. Dans ce cas, un contrôle assez fin de la 
perméabilité peut être obtenu. A l’inverse, l’oxydation des phospholipides, à laquelle les chaînes 
polyinsaturées sont particulièrement sensibles, conduit généralement à une augmentation de cette 
perméabilité. Sans contrôle, l’oxydation conduit à la scission des chaînes grasses, réduisant 
drastiquement l’épaisseur de la bicouche phospholipidique et pouvant lui faire perdre toute 
fonction membranaire. L’étude des paramètres expérimentaux d’oxydation de même que 
l’utilisation de la modélisation moléculaire pourraient permettre de déterminer l’influence d’une 
oxydation contrôlée sur les propriétés membranaires des phospholipides au sein de bicouches ou 
vésicules. Au sein du projet SMONFERT, ces propriétés sont critiques pour la vectorisation de 
nutriments ou d’éliciteurs vers les plantes.  
5.1. Etude in vitro de l’oxydation des phospholipides 
5.1.i. Modification chimique de la lécithine de soja 
L’étude qui a prévalu (Fabre et al., 2018) consiste en une modification chimique des 
phospholipides par photosensibilisation à l’aide de bleu de méthylène. Comme indiqué dans la 
bibliographie, l’oxydation des phospholipides par photosensibilisation permet de produire des 
hydroperoxydes. Cependant, le contrôle de cette oxydation est essentiel pour éviter la rupture de 
chaînes et maîtriser les propriétés physico-chimiques des produits oxydés. Plusieurs paramètres 
interviennent dans la photosensibilisation, notamment la puissance d’illumination, la quantité de 
photosensibilisateur par rapport aux phospholipides, le solvant de ces derniers, la durée 
d’illumination et la quantité d’oxygène disponible. Si les phospholipides sont facilement solubles 
dans le chloroforme et le méthanol, le solvant choisi est l’éthanol en raison de sa biodisponibilité 
et faible toxicité. De plus, c’est un solvant permettant une bonne durée de vie de l’oxygène 
singulet et qui solubilise totalement la lécithine de soja. La puissance d’illumination dépend de la 




méthode d’illumination utilisée. Une exposition au soleil est trop instable et imprécise pour être 
utilisée. Ainsi, il a été préférable d’utiliser un « soleil artificiel » ATLAS SUNTEST CP+ 
composé d’une lampe au Xénon de puissance réglable, reproduisant le spectre solaire et d’un filtre 
anti-UV. Ainsi, le temps et la puissance d’illumination peuvent être réglés. Cependant, des tests 
préliminaires ont montré un contrôle difficile de ce dernier paramètre sur l’appareil. Ainsi, le 
choix s’est porté sur la puissance d’illumination maximale (750w/m²). La quantité d’oxygène est 
un autre paramètre important. Cependant, dans un but de facilité de mise en œuvre et de 
changement d’échelle simplifié, il a été préféré l’utilisation d’air, considérant de faibles variations 
barométriques et hygrométriques au cours des expériences. Des tubes à essais en verre d’un 
diamètre de 15 mm et d’un volume de 20mL munis de capuchons noirs hermétiques ont été 
utilisés. Le ratio oxygène/phospholipides est ainsi directement contrôlé par le volume de la 
solution de phospholipides dans ces tubes. 
a. Oxydation des acides gras 
De façon à mieux comprendre l’oxydation de la lécithine de soja, une étude RMN est très 
appropriée, de par l’analyse des déplacements chimiques correspondant aux hydrogènes 
caractéristiques des hydroperoxydes ou des insaturations qui peuvent se conjuguer ou changer de 
conformation selon l’oxydation. Les acides gras et phospholipides sont souvent analysés dans le 
chloroforme deutéré. Les déplacements chimiques équivalents observés avec ce solvant ont été 
comparés avec ceux obtenus avec le DMSO deutéré sur la lécithine de soja oxydée. La base 
d’intégration est effectuée avec le pic du singlet correspondant au groupement choline avec 9 
hydrogènes. Le chloroforme deutéré, s’il permet une meilleure résolution du pic correspondant à 
CH-OOH ne permet pas de différencier les bandes CH-OOH contrairement au DMSO (voir 
ANNEXE 18). Ce dernier solvant, qui offre en plus une plus grande stabilité dans le temps est 
donc préféré au chloroforme. Un modèle permet d’ailleurs d’évaluer les déplacements chimiques 
dans le DMSO en fonction de déplacements déjà observés dans le CdCl3 (Abraham et al., 2006). 
Pour différencier les signaux correspondant à l’oxydation des chaînes oléique, linoléique et 
linolénique de la lécithine, une étude préliminaire a été réalisée sur l’oxydation de chacun de ses 
acides gras principaux. Après 8 heures d’illumination de solutions de 10mL concentrées à 
20mg/mL dans l’éthanol absolu avec 3,5mg/100mL de bleu de méthylène, les produits ont été 
caractérisés par RMN. Si les hydroperoxydes sont les principaux produits d’oxydation attendus, 
d’autres produits d’oxydation des acides gras sont possibles. Il est ainsi important de considérer 
les signaux caractéristiques d’époxydes ou d’aldéhydes. La bibliographie permet d’identifier les 




déplacements correspondants, même si le solvant deutéré utilisé est en général le chloroforme. 
Ainsi, concernant les époxydes, il est possible de représenter un exemple d’époxyde avec les 
déplacements chimiques correspondants (Gardner et al., 1993) (Molécule 5-1). 
 
Molécule 5-1. Exemple d’époxyde dérivé d’acide linoléique tel que caractérisé en 1H RMN avec les déplacements 
chimiques (en ppm). 
Une autre forme est aussi possible (Cornelis et al., 1982) (Molécule 5-2). 
 
Molécule 5-2. Exemple d’époxyde tel que caractérisé par 1H RMN. 
Ainsi, le signal des hydrogènes caractéristiques des époxydes dérivés des acides insaturés se 
situe aux alentours de 2 ,8-3,5 ppm. 
Concernant les aldéhydes résultant d’une scission oxydative, citons les molécules suivantes 
(Molécule 5-3, Molécule 5-4), dont les spectres sont disponibles sur la base de données de l’AIST 
(National Institute of Advanced Industrial Science and Technology (https://sdbs.db.aist.go.jp/) : 
 
Molécule 5-3. Nonanal, caractérisé en 1H RMN dans CdCl3, selon l’AIST 
 
Molécule 5-4. Trans-2-octenal, dans CdCl3, selon l’AIST 





Après 8 heures d’illumination de l’acide oléique à 20mg/mL dans 10mL d’éthanol et 14 cm3 
d’air, le produit obtenu est caractérisé en RMN 1H (Figure 5-1). Sur l’échantillon oxydé de l’acide 
oléique, de nouveaux pics peuvent être remarqués. A la fois une étude bibliographique (Guerrero 
et al., 1997), une analyse COSY 
1
H-
1H et l’utilisation du simulateur de spectres du site 
http://www.nmrdb.org (Molécule 5-5, Molécule 5-6) permettent d’attribuer chacun des nouveaux 
pics.  
Ainsi, le pic centré sur 11,2 ppm correspond à l’hydrogène de l’hydroperoxyde (CH-OOH), un 
situé vers 5,6 ppm correspond à l’hydrogène oléfinique CHOOH-CH=CH- et un situé à 4,08 ppm 
correspond à CH-OOH. 
 
Molécule 5-5. Acide oléique hydroperoxydé en position 10 avec les attributions selon le site NMRdb.org 
 
Molécule 5-6. Acide oléique hydroperoxydé en position 9 avec les attributions selon le site NMRdb.org 
Plus en détail, pour la Molécule 5-6, les déplacements caractéristiques théoriques sont 
(1H, dt, J=7,5 ; 6,7 Hz), 5,42 (1H, dd, J=15,7 ; 7,5 Hz), 5,71 (1H, dt, J=15,7 ; 6,9Hz). 
Dans une configuration cis, les déplacements théoriques sont (1H, dt, J=9,7 ; 6,7 Hz), 
5,56 (1H, dd, J=10,7 ; 9,7Hz), 5,69 (1H, dt, J=10,7 ; 7,6 Hz). 
Il est plus délicat de déterminer les constantes de couplage sur la molécule réelle. Le doublet de 
triplet est cependant retrouvé centré sur 5,6ppm tandis qu’un ensemble plus complexe est trouvé 
vers 4,09 ppm semblant indiquer la présence de plusieurs isomères de position et de configuration.  





Figure 5-1. Superposition des spectres RMN de l’acide oléique (bleu) et de l’acide oléique oxydé (rouge) par photosensibilisation. Détails du doublet de triplets (dt) centré à 
5,6ppm et de deux multiplets (potentiellement dd) à 4,04 et 4,09 ppm). 








H (Figure 5-2) montre bien le couplage entre l’hydrogène à 4,09ppm et 
celui de l’hydrogène vicinal à 5,3ppm de même qu’avec l’hydrogène à 1,59ppm. Le signal à 5,3 
ppm est partagé par les formes oxydée et naturelle de l’acide oléique.  
 
Figure 5-2. Diagramme 2D en cosy 1H-1H d’un acide oléique hydroperoxydé 
L’intégration des signaux (4,09 ppm; 11,2 ppm) en prenant pour base les trois hydrogènes 
pour le CH3 terminal montrerait ainsi une valeur de 0,14, ce qui signifie un rendement de 14% 
d’hydroperoxydes en position 9 ou 10-OOH.  
Acide linoléique.  
Cet acide (Molécule 5-7) est l’acide gras principal de la lécithine. Il est donc intéressant 
d’observer plusieurs produits d’oxydation possibles (Molécule 5-8, Molécule 5-9, Molécule 5-10). 
Par commodité, les molécules sont toutes représentées sous forme linéaire.   




- Dans le CdCl3, selon la littérature.  
 
Molécule 5-7. Acide linoléique avec attributions des déplacements chimiques (ppm) en 1H RMN (Neff et al., 1990). 
 
Molécule 5-8. Acide linoléique hydroperoxydé avec attributions en 1H RMN (Neff et al., 1990). 
 
Molécule 5-9. Acide linoléique hydroperoxydé avec attributions 1H RMN selon (Gardner et Weisleder, 1972) . 
 
Molécule 5-10. Acide linoléique hydroxylé avec attributions 1H RMN selon (Iacazio et al., 1990). 
La molécule obtenue ici, analysée dans le DMSO deutéré (Figure 5-3), fait apparaître de 
nouveaux signaux centrés à 4,13 et 4,22 ppm (CH-OOH). Il semble s’agir ici encore de doublets 
de doublets mais le grand nombre d’isomères possibles rend l’interprétation délicate. Notons la 
présence du signal de l’hydrogène de l’hydroperoxyde, toujours vers 11,2 ppm (CH-OOH). De 
même, plusieurs signaux apparaissent à des déplacements chimiques compris entre 5,4 et 6,8 ppm. 
Ils correspondent aux hydrogènes des diènes conjugués, déblindés par rapport à ceux des 
molécules non conjuguées dont les signaux se situent entre 5,3 et 5,4 ppm.  






Figure 5-3. Analyse en 1H RMN d’un acide linoléique hydroperoxydé (spectre zoomé en intensité pour distinguer les pics de faible intensité) 





Figure 5-4. Analyses en COSY 1H-1H d’un acide linoléique hydroperoxydé 
Une étude en 
1




H (Figure 5-3, Figure 5-4) montre un couplage du signal 
à 4,13 ppm avec le signal à 5,36 ppm et plus faiblement avec 2,16 ppm et 2,36 ppm alors que le 
signal à 4,22 ppm est couplé avec celui à 5,62 ppm et plus faiblement avec 1,4 ppm et 1,59 ppm 
(Figure 5-4). 
 
Molécule 5-11. Attribution 1H RMN correspondant à la zone des doubles liaisons et de l’hydroperoxyde en position 9 
ou 13 




Ce dernier signal correspond bien à la forme 13-OOH telle que montrée plus haut (Molécule 
5-11), laquelle est semblable à la forme 09-OOH. Si, par contre, un hydroperoxyde en position 10, 
11 ou 12 est considéré, les déplacements chimiques sont différents (Molécule 5-12) : 
 
Molécule 5-12. Attribution 1H RMN correspondant à la zone des doubles liaisons et de l’hydroperoxyde en position 10 
ou 11 
Ainsi, l’intégration de l’hydrogène en 4,13 ou 4,22 permet de différencier deux formes 
oxydées de l’acide linoléique.  
Il est possible d’aller plus loin en considérant l’oxydation de DLPC 
(dilinoleylphosphatidylcholine) effectuée avec des conditions oxydantes plus poussées (2mL de 
solution) – (Figure 5-5).  
Avec DLPC, les mêmes couplages en COSY sont retrouvés indiquant que l’oxydation de 
l’acide linoléique dans sa forme libre ou au sein d’un phospholipide procède de façon similaire. 
Cependant, le pic à 11,2 ppm correspondant à CH-OOH est moins net, peut-être à cause de 
liaisons hydrogènes intramoléculaires et un pic à 10,23 ppm apparaît. Cet hydrogène n’est couplé 
à aucun carbone entre 0 et 160 ppm selon l’HSBC et couplé à aucun carbone entre 0 et 210ppm en 
2
J ou plus tel que vu en HMBC. Il est ainsi certainement relié à un oxygène et il peut s’agir d’un 
hydrogène relié à une fonction hydroxyle et/ou d’un hydrogène impliqué dans une liaison 
hydrogène intramoléculaire. En effet, concernant une fonction acide, l’hydrogène –COOH de 
l’acide linoléique se trouve plutôt vers 12 ppm. Notons de même l’absence de signal en RMN du 
carbone caractéristique d’aldéhydes ou cétones (13C = 190 – 200ppm) et un signal à 172ppm 
correspondant aux deux carbonyles de DLPC avec aucun carbone qui pourrait indiquer une 
fonction acide. Dans tous les cas, ce signal ne semble pas être la résultante d’une scission de 
chaînes grasses. Ici, l’intégration de CHOOH en 1H RMN donne 0,12 soit 12% de rendement, une 
valeur proche de celle observée pour l’acide oléique. 





Figure 5-5. Spectre 1H RMN correspondant au DLPC oxydé. 




Acide linolénique  
 
Molécule 5-13. Attribution 1H RMN correspondant à un hydroperoxyde de l’acide linolénique en position 13.  
Dans le cas de l’acide 13-hydroperoxy-linolenique (Molécule 5-13), le déplacement chimique 
du proton du carbone portant l’hydroperoxyde se situe autour de 4,4 ppm (Gardner et Weisleder, 
1972). Concernant cet acide, le nombre de positions possibles de l’hydroperoxyde est plus 
important et il est plus difficile de différencier tous les signaux correspondant à CH-OOH. Ils se 
situent entre 4,03 et 4,30 ppm. Ici encore, le rendement est de 14% 
a. Oxydation des phospholipides 
Considérant la lécithine de soja (ca. 90% de phosphatidylcholine) oxydée par illumination, 
l’étude RMN peut être affinée avec des mesures 2D HSQC 13C-1H pour permettre les attributions 
suivantes (Tableau 5-1). 




Attribution Déplacement couplé 
1
H (mm) 
14,37 -CH3 Relié à 0,85 
22,41, 22,56 CH2-CH3 Relié à 1,29 
24,87, 24,95 b-CH2 Relié à 1,5 
25,67 =CH-CH2-CH= Relié à 2,75 
27,07 CH2CH=CHCH2 Relié à 2 
28,88, 28,91, 29,01-29,56 (CH2)n Relié à 1,29 
31,37 (CH2)n Relié à 1,29 
31,77 (CH2)n Relié à 1,25 
32 CH2-C=C Relié à 2 
33,86, 34,06 CH2-CH2-COO Relié à 2,26  
53,57 N(CH3)3 Relié à 3,12 
58,72, 58,76 CH2O(choline) Relié à 4,02 




62,89, 62,93 CH2O(glycérol), PO3CH2 Relié à 3,72, 4,07 et 4,30 
65,97 CH2N Relié à 3,5 
71,05 CHO Relié à 5,07 
85,02 CHOOH Relié à 4,13 et 4,22 
127,8 C=C conjugués Relié à 6,45 
128,18, 128,23 C=C non conjugués Relié à 5,25 à 5,35 
128,6 C=C conjugués Relié à 5,98 
130,10, 130,18 HC=CHCH2CH= Relié à 5,30 à 5,38 
131,94 C=C conjugués Relié à 5,39 
132,5 C=C conjugués Relié à 5,42 
134,36 C=C conjugués Relié à 5,60 
173,01 C=O  
L’ensemble des analyses RMN confirme que les déplacements chimiques à 4,13 et 4,22ppm 
correspondent bien à l’hydrogène du carbone portant l’hydroperoxyde – CHOOH-. Ces 
déplacements correspondent aux chaînes linoléiques, les signaux des hydroperoxydes des autres 
chaînes se superposant à des signaux propres à la tête polaire de la phosphatidylcholine (Molécule 
5-14). Ainsi, le rendement en hydroperoxydes est plutôt calculé selon l’intégration des signaux 
entre 11,1 et 11,4 ppm (Tableau 5-2).  
 
Molécule 5-14. Tête polaire de la phosphatidylcholine avec déplacements chimiques en RMN 1H 
Le Tableau 5-2 montre un rendement plus important en hydroperoxydes pour la lécithine de 
soja que pour les acides gras qui la constituent. Sachant que la formation d’hydroperoxydes 
s’accompagne dans le cas des acides linoléiques et linoléniques par l’apparition de diènes et/ou 




triènes conjugués, une étude en UV des différents échantillons à plusieurs dilutions permet de 
calculer les coefficients d’extinction des différents produits à 233nm et 270nm (Tableau 5-3). Pour 
transformer le coefficient d’extinction massique en son pendant molaire, une masse molaire de 
775 g.mol
-1
 a été considérée pour la lécithine, considérant sa composition en acides gras. 
Tableau 5-2. Rendements en hydroperoxydes des différents substrats. 
Substrat oxydé 











Acide oléique 4,04 , 4,09 0,14 , 0,02 11,2 0,14 14 % 
Acide linoléique 4,13 , 4,22 0,05 , 0,05 11,2-11,4 0,12 12 % 
Acide linolénique  4,03 – 4,30 0,14 11,3-11,4 0,14 14 % 
Lécithine de Soja 4,13, 4,22 0,24 , 0,27 11,3-11,6 0,66 40  
* Un rendement de 100% est atteint si chaque chaîne insaturée contient un hydroperoxyde. 
 
Tableau 5-3. Coefficients d’extinction de la lécithine de soja et de ses acides gras polyinsaturés majoritaires. 




























Lécithine de soja PC 5,88 0,19 4557 147 
Acide linoléique 5,38 - 1509 - 
Acide linolénique 7,94 0,9 2211 251 
 
Ces résultats (Tableau 5-3) confirment l’étude RMN avec des diènes et triènes conjugués bien 
plus concentrés dans la lécithine de soja oxydée que sa constitution en acides gras ne le laisserait 
présager. Concernant les diènes conjugués, alors que les acides linoléique et linolénique ne 
représentent qu’environ 70% des acides gras de la lécithine, cette dernière a un coefficient 
d’extinction molaire plus de deux fois supérieur à ces derniers. Au niveau des triènes, alors que 
l’acide linolénique ne représente qu’environ 10% de la lécithine, celle-ci a un coefficient 




d’extinction molaire supérieur à la moitié de celui de cet acide. Ainsi, il est clair que l’oxydation 
de la lécithine de soja par photosensibilisation avec le bleu de méthylène suit un parcours 
privilégié par rapport aux acides gras. Il est vraisemblable qu’une forte interaction se produise 
entre le photosensibilisateur et les phospholipides, cela rejoignant les différences de coloration 
observées lors de l’utilisation du bleu de méthylène pour le dosage des lipides polaires. 
Plan d’expériences 
De façon à mieux comprendre et, à terme, mieux contrôler l’oxydation des phospholipides par 
photosensibilisation, il est important de préciser les principaux paramètres intervenant. Le temps 
de traitement est un paramètre intéressant car il dépend de la durée de vie du bleu de méthylène. 
Ce dernier se dégrade en présence de phospholipides et d’air, perdant à la fois sa charge positive et 
sa coloration. En effet, d’après des tests témoins, un échantillon composé uniquement de bleu de 
méthylène dans l’éthanol ne se dégrade pas après 8 heures d’illumination, un échantillon recouvert 
de papier aluminium et placé dans le soleil artificiel pendant 8 heures ne réagit quasiment pas et 
un échantillon préalablement mis sous azote ne réagit pas non plus, indiquant que c’est bien la 
réaction du bleu de méthylène avec l’air et les phospholipides sous illumination qui provoque sa 
dégradation. Une fois que ce dernier est consommé, l’oxydation ne procède plus par 
photosensibilisation. Des tests ont ainsi été réalisés en suivant l’oxydation avec le temps pour un 
ratio phospholipides/air fixé (5mL d’une solution de phospholipides à 20mg/mL et 15mL d’air) et 
trois concentrations différentes de bleu de méthylène. Ils montrent qu’à une concentration de 10-3 
M dans l’éthanol, le bleu de méthylène se dégrade lentement et une absorbance est encore 
mesurable après 13 heures d’illumination (absorbance à 290nm). A une concentration plus faible, 
10
-4
 M, il n’est que très peu coloré après 8H et à une concentration de 10-5 M, il est totalement 
décoloré. Si le temps est ainsi un paramètre important, la production d’oxygène singulet est 
directement dépendante de la quantité d’oxygène et de bleu de méthylène. Si le temps est fixé à 
8h, il est possible de faire varier la concentration en bleu de méthylène et la quantité d’air pour 
observer plusieurs réponses ayant trait à la nature et au rendement des composés oxydés mais 
aussi les propriétés de vésicules formées avec ces derniers.  
De façon à observer un large domaine de variations, cinq valeurs de log (1/V) sont choisies 
pour le volume (V) de la solution de phospholipides et trois valeurs de log (C) pour la 
concentration en bleu de méthylène. Un plan d’expériences est ainsi réalisé avec une matrice de 
Doehlert comprenant 2 paramètres avec 15 expériences (Tableau 5-4). Celles-ci se décomposent 
en 7 expériences servant à bâtir un modèle, 3 expériences qui sont des répétitions pour déterminer 




une variance expérimentale et enfin 4 expériences tests servant à tester les capacités prédictives du 
modèle. 
Tableau 5-4. Description des différentes expériences de la matrice de Doehlert utilisée pour l’oxydation de lécithine de 





















 -0,3 -4 1 0 
2 20 1x10
-4
 -1,3 -4 -1 0 
3 3,5 1x10
-3
 -0,55 -3 0,5 0,866 
4 11 1x10
-5
 -1,05 -5 -0,5 -0,866 
5 3,5 1x10
-5
 -0,55 -5 0,5 -0,866 
6 11 1x10
-3
 -1,05 -3 -0,5 0,866 
7 6 1x10
-4
 -0,8 -4 0 0 
8 répétition 6 1x10
-4
 -0,8 -4 0 0 
9 répétition 6 1x10
-4
 -0,8 -4 0 0 
10 répétition 11 1x10
-3
 -1,05 -3 -0,5 0,866 
11 point test 6 1x10
-3
 -0,8 -3 0 0,866 
12 point test 6 1x10
-5
 -0,8 -4 0 -0,866 
13 point test 15 1x10
-3
 -1,18 -3 -0,76 0,866 
14 point test 15 1x10
-5
 -1,18 -5 -0,76 -0,866 
Les diverses réponses analysées peuvent être listées (Tableau 5-5) avec les valeurs observées 
et prédites par les différents modèles. Concernant l’oxydation des phospholipides, le rendement 
(Rdt) d’hydroperoxydes et les coefficients d’extinction (233) correspondant aux diènes conjugués 
sont mesurés. De même, le ratio entre diènes et triènes conjugués (233/270) est calculé. 
Concernant les vésicules formées à partir de ces phospholipides oxydés, les réponses étudiées sont 
la taille granulométrique moyenne en intensité (Z), le potentiel zêta , et l’absorbance finale de 
solutions de vésicules soumises à des tests de perméabilité (Ainf). Toutes ces réponses sont 
détaillées par la suite. 




Tableau 5-5. Valeurs des différentes réponses du plan d’expérience. 


































   nm nm mV mV 
 
 
1 1 0 63,13 69,21 13,89 15,00 27,54 27,86 146 141 -0,03 -6,13 0,114 0,113 
2 -1 0 26,25 20,17 5,20 4,10 15,96 15,64 338 342 4,08 10,18 0,409 0,410 
3 0,5 0,866 60,63 54,55 15,91 14,81 16,17 15,85 126 130 5,24 11,34 0,138 0,193 
4 -0,5 -0,866 30,63 36,71 4,54 5,65 28,59 28,91 523 518 2,54 -3,56 0,253 0,252 
5 0,5 -0,866 43,13 43,96 6,74 5,64 27,71 27,39 308 312 2,55 8,65 0,190 0,191 
6 -0,5 0,866 2,50 5,86 3,24 3,89 1,98 2,11 134 126 47,60 39,85 0,362 0,376 
7 0 0 43,75 43,96 9,02 8,81 29,77 32,31 228 237 4,31 3,54 0,163 0,161 
8 0 0 45,00 43,96 8,70 8,81 32,80 32,31 248 237 3,33 3,54 0,166 0,161 
9 0 0 43,13 43,96 8,72 8,81 34,36 32,31 236 237 2,97 3,54 0,155 0,161 
10 -0,5 0,866 3,13 5,86 3,44 3,89 1,91 2,11 122 126 38,20 39,85 0,391 0,376 
11 0 0,866 26,25 30,02 8,23 9,17 4,25 11,62 96 127 26,00 25,97 0,169 0,233 
12 0 -0,866 40,00 36,70 6,21 5,46 29,71 30,79 284 414 -1,72 2,92 0,231 0,197 
13 -0,76 0,866 0,63 -6,57 2,64 1,30 1,52 -4,93 122 126 42,50 46,77 0,546 0,470 
14 -0,76 -0,866 16,25 36,86 2,72 5,89 20,06 25,85 360 573 -2,30 -7,23 0,414 0,300 





Les corrélations entre les différentes réponses et variables (Tableau 5-6) pourront également 
servir de base à l’interprétation des résultats de ce plan. 





log(C) Rendement 233nm 233nm270nm Z moyen  Ainf 
X1 1        
X2 -0,06 1       
Rendement 0,82 -0,31 1 
     233nm 0,83 0,14 0,89 1 
    233nm270nm 0,44 -0,74 0,75 0,39 1 
   Z moyen -0,29 -0,85 0,09 -0,31 0,56 1 
   -0,38 0,76 -0,77 -0,45 -0,88 -0,60 1 
 Ainf -0,84 0,17 -0,87 -0,81 -0,63 0,03 0,56 1 
Rendement et coefficients d’extinction 
Le rendement de la réaction d’hydroperoxydation (soit la quantité d’hydroperoxydes produits 
par rapport à la quantité obtenue si toutes les chaînes insaturées contenaient un hydroperoxyde), a 
été déterminé par l’intégration des signaux RMN correspondant aux hydroperoxydes (-OOH). Le 
modèle proposé est : 
Y = 44,76+ 26,43.log(1/V) – 3,15logCMB – 1,27[log(1/V)]² - 16,72[logCMB]² + 17,75log(1/V)xlogCMB 
R² = 0,915  
 Le détail statistique de l’analyse des réponses se trouve en annexe (ANNEXE 19). L’analyse de la 
variance du modèle proposé pour cette réponse indique une faible probabilité que le modèle ne 
décrive pas correctement les valeurs expérimentales (P1 < 0,01). Ainsi, la régression est hautement 
significative. Cependant, la comparaison des expériences répétées montre une faible erreur 
expérimentale qui ne permet pas d’englober les différences trouvées entre le modèle et 
l’expérience (P2=0,041). Le modèle reste qualitatif et permet déjà de comprendre que le rendement 
est particulièrement dépendant de log (1/V). Selon le Tableau 5-6, cette dépendance est d’autant 
plus remarquable. Ainsi, le rendement dépend bien plus du volume d’air dans le milieu que de la 
concentration en bleu de méthylène. Une augmentation de la concentration en bleu de méthylène 
ne s’accompagnant d’ailleurs pas forcément d’une augmentation du rendement, celui-ci étant 
maximal à des concentrations intermédiaires de photosensibilisateur (Figure 5-6a).  





Figure 5-6. Courbes d’isoréponse du rendement (a) et du coefficient d’extinction à 233nm (b) 
Cette baisse de rendement aux fortes concentrations de bleu de méthylène soulève plusieurs 
hypothèses. Certains auteurs ont affirmé que le bleu de méthylène pouvait polymériser à haute 
concentration et perdre ainsi en efficacité. Selon certains (Bergmann et O’Konski, 1963; Florence 
et Naorem, 2014; Tafulo et al., 2009), la présence de dimères et trimères pourrait être déterminée 
par des absorbances à plus faibles longueurs d’onde que le monomère. Ainsi, des analyses des 
spectres UV/visible pour différentes concentrations de bleu de méthylène dans l’éthanol ont été 
effectuées. Celles-ci ont montré que les ratios des absorbances à 654 nm sur les absorbances à 
616nm (dimère) et 490nm (trimères) ne diminuaient pas avec la concentration. Ces résultats 
rejoignent ceux qui ont déjà été observés avec le méthanol (Zhao et Malinowski, 1999) et ce qui 
avait été déjà remarqué avec l’éthanol à température ambiante il y a plus de 70 ans (Lewis et al., 
1943), contrairement à ce qui est généralement observé avec l’eau. Par contre, aux hautes 
concentrations de bleu de méthylène, lorsque le volume d’air est faible, la quantité d’oxygène est 
insuffisante pour dégrader ce photosensibilisateur de façon significative le long des huit heures de 
réaction. Le milieu conserve ainsi une absorbance très importante à 654 nm, la longueur d’onde 
caractéristique pour la génération d’oxygène singulet. Plusieurs essais ont été réalisés pour 
déterminer justement le coefficient d’extinction du bleu de méthylène seul à cette longueur 









 donnée par la littérature (Mahmood et al., 2013) permet de calculer l’atténuation subie par 
la lumière le long de sa traversée d’un échantillon de bleu de méthylène. En lien avec 
l’expérience, cela indique que 99,9% de la lumière de cette longueur d’onde est absorbée après 
seulement un parcours optique de 1mm dans une solution à 35mg/100mL de bleu de méthylène 
a b 




(Figure 5-7). Ainsi, l’échantillon n’est pas illuminé en profondeur et la réaction se fait 
difficilement aux hautes concentrations en bleu de méthylène.  
 
Figure 5-7. Atténuation de la lumière (=654nm) selon le trajet optique en fonction de la concentration en bleu de 
méthylène. 
Les observations faites sur le rendement peuvent être appliquées au coefficient d’extinction à 
233nm (Figure 5-6b). Celui-ci se détermine en mesurant l’absorbance à 233nm pour plusieurs 
concentrations de phospholipides. Le modèle proposé est : 
nm = 8,91 + 5,71×log(1/V) + 2,17×logCMB + 0,48×[log(1/V)]² - 2,38×[logCMB]² + 
4,59×log(1/V)×logCMB 
R² = 0,934 
Les deux réponses sont fortement corrélées comme la production d’hydroperoxydes s’accompagne 
généralement de la formation de diènes. Si le modèle est ici plus qualitatif que quantitatif, il est 
important de noter que le coefficient d’extinction ne diminue pas aux conditions d’oxydation les 
plus poussées (volume maximal d’air et concentration la plus élevée de bleu de méthylène). Ainsi, 
il semble que les doubles liaisons conjuguées ne sont pas significativement dégradées par une 
scission oxydative. Selon certains chercheurs, l’absence de produits de scission oxydative prouve 
que l’oxydation par photosensibilisation se produit principalement par un mécanisme de type II, 
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Concernant les triènes conjugués et notamment le ratio des coefficients d’extinction 
233nm/270nm (diènes conjugués sur triènes conjugués), il faut tout d’abord noter que le bleu de 
méthylène possède une bande d’absorption centrée sur 290nm et, par conséquent, peut intervenir 
dans l’absorbance mesurée à 270nm. Cette perturbation n’est valable que dans le cas de la plus 
forte concentration en bleu de méthylène, lorsque la quantité d’air est trop faible pour avoir induit 
une dégradation importante. Plusieurs expériences montrent que, dans ce cas, l’extinction à 270nm 
peut être surestimée d’environ 10% et donc le ratio légèrement sous-estimé. 
Ce ratio est parfaitement décrit par le modèle polynomial suivant :  
233nm/270nm = 32,31 + 6,11xlog(1/V) - 11,07xlogCMB - 10,56x[log(1/V)]² - 14,81x[logCMB]² + 
8,81xlog(1/V)xlogCMB 
R² = 0,991 
  
Figure 5-8. Courbe d’isoréponse du ratio des coefficients d’extinction 233nm/270nm (a), Evolution de ce ratio en 
suivant la ligne A-C entre un milieu A faiblement concentré en bleu de méthylène et sous faible volume d’air à un milieu C 
concentré en bleu de méthylène et sous un grand volume d’air (b). 
Ce modèle possède une meilleure validité que celui obtenu pour l’extinction à 233nm. Si les 
points tests sont considérés, il apparaît que deux valeurs calculées (expériences 11 et 13, Tableau 
5-5) sont significativement différentes des valeurs expérimentales. Le modèle reste donc 
principalement descriptif.  
Le tableau des corrélations, (Tableau 5-6), la courbe d’isoréponse (Figure 5-8a) et 
l’équation ci-dessus confirment que le ratio des coefficients d’extinction est inversement corrélé 
a b 




avec la concentration en bleu de méthylène mais aucune relation linéaire n’existe entre des 
conditions peu oxydantes et fortement oxydantes (Figure 5-8b). Une hypothèse peut être formulée 
considérant que lorsque le volume d’air est faible et que le bleu de méthylène est fortement 
concentré, les phospholipides sont uniquement dégradés en surface de l’échantillon, subissant une 
forte concentration d’oxygène singulet dans un volume réduit, ce qui pourrait induire une 
oxydation importante. Avec de plus hauts niveaux d’oxygène, le bleu de méthylène se dégrade peu 
à peu, permettant une illumination graduelle de l’échantillon et ainsi une homogénéisation des 
mécanismes d’oxydation. 
Taille et Potentiel Zêta des vésicules 
 
Figure 5-9. Image en CRYO-MEB d’une solution de vésicules de phosphatidylcholine de soja dispersées dans l’eau par 
ultrasonication. 
1 mL d’une solution de lécithine de soja dans l’éthanol absolu (20mg/mL), après 
évaporation de l’éthanol, a été dispersée dans 2mL d’eau distillée par ultrasonication (3min avec 
sonde de 3mm de diamètre, pulsation : 5s ON/10s OFF, amplitude : 57µm/20%). Après 
refroidissement à haute pression (LEICA EM ICE), elle a été observée en microscopie 
électronique à balayage. La Figure 5-9 semble montrer une vésicule multi-lamellaire de lécithine 




de soja, sans doute coupée en deux par la cryofracture. Son diamètre est alors supérieur à 1 µm. 
Elle est entourée d’un grand nombre d’objets plus petits. Même si l’eau refroidie peut prendre la 
forme de petits objets sphériques, il peut s’agir de petites vésicules. 
L’observation précise de vésicules inférieures à 100nm nécessiterait une plus grande résolution 
microscopique (par exemple en microscopie électronique à transmission) pour obtenir une 
distribution granulométrique en nombre. Cependant, les vésicules formées avec les phospholipides 
oxydés peuvent été analysées très simplement par diffusion dynamique de la lumière (DLS). Dans 
cette analyse, la distribution est obtenue selon l’intensité diffusée, les objets de plus gros diamètres 
diffusant davantage la lumière et étant alors davantage représentés que les petites vésicules. Les 
solutions contiennent une population trop polydisperse pour pouvoir correctement manipuler le 
signal obtenu de façon à facilement transformer la distribution en intensité en une distribution en 
volume ou en nombre. Ainsi, seule la moyenne granulométrique en intensité (Z-moyen) donne des 
résultats stables. Cependant, d’un point de vue qualitatif, l’obtention de mesures indiquant la 
présence de vésicules de diamètre inférieur à 20nm est un signe que l’ultrasonication a 
principalement généré des liposomes unilamellaires (Akbarzadeh et al., 2013). Les résultats 
concernant la moyenne en volume et en nombre sont disponibles en annexe (ANNEXE 20).  
L’analyse statistique concernant Z-moyen montre une bonne pertinence du modèle (P1 <0,01) 
et une validité correcte (P2=31,9). L’équation relative à cette réponse est : 
 = 237– 101xlog(1/V) – 166xlogCMB +4x[log(1/V)]² + 45x[logCMB]² + 121xlog(1/V)xlogCMB 
R² = 0,997 
La plus faible taille des vésicules dans les échantillons oxydés peut provenir d’une 
déstabilisation des vésicules due à l’oxydation mais peut aussi indiquer que les phospholipides 
oxydés autorisent une affinité plus importante avec l’eau et donc des tensions interfaciales plus 
faibles, ce qui peut permettre d’obtenir davantage de surface entre phospholipides et l’eau et donc 
des vésicules plus petites. L’hypothèse de l’éjection de produits de peroxydation solubles soulevée 
par des chercheurs (Caetano et al., 2007) ne semble pas pertinente même si elle pourrait participer 
au phénomène pour les forts taux d’oxydation. 
 Cette réponse n’est que peu corrélée avec le rendement mais est inversement corrélée avec la 
concentration en bleu de méthylène. En effet, de petites vésicules sont obtenues à des hautes 
concentrations en bleu de méthylène, même avec de faibles niveaux d’oxydation. La courbe 




d’isoréponse (Figure 5-10) montre bien ce comportement. Malgré sa présence à des concentrations 
molaires bien plus faibles que celle des phospholipides (1mM<<25mM), le bleu de méthylène 
pourrait fortement contribuer aux propriétés de surface des vésicules. Comme ce composé est 
positivement chargé, une mesure du potentiel zêta peut apporter des éclaircissements. 
 
Figure 5-10. Courbe d’isoréponse de la taille moyenne en intensité (nm) des vésicules formées à partir des 
phospholipides oxydés au cours des différentes expériences du plan. 
En analysant le potentiel zêta des différentes solutions de vésicules, un modèle peut être utilisé 
avec une bonne pertinence (P1=0,867) même si la validité du modèle demeure faible (P2=3,46).  
Rappelons ici que la nature zwiterrionique de la phosphatidylcholine pourrait laisser présager 
un potentiel zêta nul des vésicules. Cependant, lorsque des vésicules sont formées avec 
uniquement de la lécithine de soja non oxydée, un potentiel zêta négatif est obtenu (-8,66 ± 0,42 
mV N=3). Ainsi, la charge de la molécule est tout aussi importante que l’exposition de cette 
dernière vers le milieu extérieur. La phosphatidylcholine semble exposer davantage son 
groupement phosphate que son groupement choline (Chibowski et Szcześ, 2016; Makino et al., 
1991). Quand le bleu de méthylène est ajouté à une forte concentration, s’il est non dégradé, alors 
le potentiel zêta est positif (Figure 5-11). Ce potentiel peut même atteindre des valeurs supérieures 




à 40mV et induire ainsi de fortes répulsions électrostatiques entre les vésicules, ce qui peut 
permettre de limiter leur agrégation et coalescence et partiellement expliquer la plus faible taille 
des vésicules obtenues. Par contre, lorsque le bleu de méthylène est dégradé et que sa charge a 
ainsi disparu, des potentiels zêtas négatifs sont à nouveau obtenus. La forte contribution du bleu de 
méthylène au potentiel zêta, confirmée par un haut coefficient de corrélation, implique le 
positionnement de cette molécule à la surface des vésicules, proche des phospholipides, ce qui 
rejoint la plus forte réactivité de ce dernier avec les phospholipides qu’avec les acides gras. 
 
Figure 5-11. Courbe d’isoréponse du potentiel zêta des vésicules formées à partir des phospholipides oxydés au cours 
des différentes expériences du plan. 
Le bleu de méthylène pourrait s’adsorber sur la surface zwiterrionique et changer l’orientation 
du dipôle P-N (Haugen et May, 2007). Il est ainsi possible qu’en plus de sa charge propre, il 
permette d’augmenter l’expression de la charge positive portée par le groupement choline. De 
même, il est étonnant de constater que des potentiels zêta positifs sont aussi observés avec de 
faibles concentrations de bleu de méthylène et de faibles volumes de solution (soit des volumes 
d’air importants), alors que le bleu de méthylène est ainsi totalement dégradé et a sans doute perdu 
sa charge positive. Dans ce cas, le potentiel zêta provient exclusivement de la conformation du 




groupe phosphocholine. Selon certains chercheurs, celle-ci peut dépendre de la force ionique 
(Makino et al., 1991) et, en effet, une augmentation de la conductivité est constatée avec 
l’augmentation de la concentration en bleu de méthylène. Cependant, à la faible concentration 
considérée, selon cette étude, la charge négative du groupement phosphate devrait être plus 
importante. En l’absence de photosensibilisation, l’hypothèse peut être faite de produits 
d’oxydation différents impliquant le groupement phosphate ou interagissant préférentiellement 
avec lui. Cependant, la RMN, dans le mode 
1
H ou 
31P, ne permet pas d’identifier de tels composés. 
Une autre possibilité est une plus grande orientation des acides gras hydroperoxydés vers la phase 
aqueuse externe, interagissant potentiellement avec les groupements anioniques même si des 
chercheurs indiquent que les hydroperoxydes restent dans le cœur de la membrane (Siani et al., 
2016).  
Etude de perméabilité 
Méthode de mesure :  
Les liposomes ont des perméabilités différentes selon les solutés qui les traversent. Ainsi, ils 
sont en général très perméables aux gaz et à l’eau mais beaucoup moins aux ions et d’autres 
molécules organiques. Ainsi, lorsqu’une vésicule renferme un sel à une concentration différente 
du milieu extérieur, la pression osmotique qui va résulter de cette différence de concentration va 
avoir principalement pour effet d’augmenter la quantité d’eau à l’intérieur de la vésicule pour 
diminuer la concentration du soluté ou de diminuer cette quantité d’eau pour augmenter cette 
concentration. Ainsi, la vésicule va changer de taille selon qu’elle contient plus ou moins d’eau. Si 
la perméabilité du soluté n’est pas négligeable, cette variation de taille sera compensée par la perte 
ou le gain de soluté. En considérant que le taux de perméation d’un soluté obéit à la première loi 
de diffusion de Fick et dépend de la variation de concentration en solutés, la quantité de soluté 
dans une vésicule varie de façon exponentielle (Clerc et Thompson, 1995) :  
Nsoluté = As + Bs.exp(-ks.t) où As et Bs sont des constantes, ks est la constante de perméabilité 
du soluté et Nsoluté est la quantité de molécules de soluté dans la vésicule. La quantité de molécules 
d’eau dans la vésicule varie selon la même loi :  
Nw = Aw + Bw.exp(-kw.t). 
Le volume de la vésicule dépendra du nombre de molécules d’eau et de solutés. Ainsi : 




Vliposome = Vinf + B.exp(-kst) + C.exp(-kwt)  
où Vinf
 
est le volume de la vésicule au temps infini, B et C, les contributions respectives du 
soluté et de l’eau au volume du liposome.  
Selon la théorie de Mie, le facteur d’efficacité de diffusion de la lumière Qdiff s’écrit (Bernal et 














Ni est l’indice de réfraction du composé i, 𝜆 est la longueur d’onde, r, le rayon de la particule 
diffusante. Pour une particule non absorbante, l’extinction est seulement causée par la diffusion et 
Qext=Qdiff.  
L’absorbance ou la densité optique peut s’écrire, en considérant toutes les particules, un trajet 
optique L et une concentration de Z particules par unité de volume (Mulvaney et Liz-Marzán, 
2003) :  
𝑂𝐷𝜆 = 𝑍𝜋𝑟
2𝐿𝑄𝑠𝑐𝑎𝑡. log (𝑒) 
Ainsi, l’absorbance dépend de r6 ou V2 et il est possible d’écrire : 
𝑂𝐷𝜆=Ainf + ∑ 𝐴𝑖𝑒𝑥𝑝(−𝑘𝑖𝑡)𝑖  où les constantes ki dépendent des constantes de perméabilité de 
l’eau et du soluté et Ainf est l’absorbance au temps infini.  
Dans le cas où la vésicule est un osmomètre idéal, alors la perméation du soluté est très 
inférieure à celle de l’eau et le volume de la vésicule peut s’écrire : 
Vliposome = Vinf + C.exp(-kwt) 
Ainsi, il est possible de modéliser les changements d’absorbance par une loi exponentielle : 
Abs=Abseq + Aexp(-kt) avec Abseq : l’absorbance à l’équilibre (temps infini), A la 
variation d’absorbance entre celle à t=0 (Abs0) et celle à l’équilibre : A = Abs0 - Abseq ; k une 
constante.  
Celle loi peut être corrélée au volume des vésicules. Cependant, le choc osmotique que peut 
subir une vésicule est en général si bref que le changement de taille initial est difficilement 
mesurable par la mesure de l’absorbance. Par contre, la remise à l’équilibre de la vésicule est 




suffisamment lente pour pouvoir être observée. Ainsi, une augmentation d’absorbance est alors 
reliée à une diminution de taille des vésicules tandis qu’une diminution d’absorbance à une 
augmentation de taille.  
La perméabilité des vésicules est directement dépendante de la nature et de la densité des 
phospholipides les constituant. Sur une vésicule composée de phospholipides non oxydés, la 
perméabilité de l’eau est de plusieurs ordres de grandeur supérieure à celle d’un sel comme KCl. Il 
est donc intéressant de comprendre comment l’oxydation des phospholipides peut modifier la 
perméabilité des vésicules formées à l’eau et à ce sel. Tout d’abord, la perméabilité d’une vésicule 
formée exclusivement de DLPC (dilinoleylphosphatidylcholine) a été comparée avec celle d’une 
vésicule formée de lécithine de soja. Pour provoquer les phénomènes de perméation et observer 
les changements d’absorbance, des vésicules renfermant une solution de KCl à 0,1M vont être 
dispersées dans une solution hypertonique de KCl 2M.  
 
Figure 5-12. Comparaison des régressions exponentielles (Abs=ΔAbs.Exp(-k.t)+Absequ) de l’évolution de l’absorbance 
de solutions de KCl 2M après l’ajout de solutions hypotoniques (0,1M de KCl) de vésicules de DLiPC ou de lécithine de soja 
10mg de phospholipides, dissous dans 0,5mL d’éthanol, après évaporation de ce solvant par 
bullage d’azote, sont dispersés sous ultrasons (1min avec sonde de 3mm de diamètre, pulsation : 
5s ON/10s OFF, amplitude : 29%) dans 1mL d’une solution de KCl 0,1M. Pour éviter une trop 















DLiPC - Régression exponentielle moyenne (k,̅ Ab͞seq, ΔA͞bs) sur 3 courbes expérimentales 
PC de soja - Régression exponentielle moyenne  (k,̅ Ab͞seq, ΔA͞bs) sur 6 courbes expérimentales 




ensuite versé dans une cuvette de 1,5mL de KCl 2M. Celle-ci est rapidement agitée manuellement 
avant de mesurer l’évolution de son absorbance à une longueur d’onde de 450nm.  
La pression osmotique qui va s’exercer sur les vésicules va tendre à équilibrer les 
concentrations intra et extravésiculaires, cet équilibre se produisant d’autant plus vite que la 
perméabilité aqueuse est importante. L’absorbance des vésicules de DLPC va augmenter avec le 
temps (Abs0– Abseq. =-0,072 ± 0,001 ; Abseq.= 0,585±0,028). Un profil similaire est observé pour 
la phosphatidylcholine de soja mais avec une plus faible absorbance et une variation moins 
prononcée, ce qui suggère une plus faible perméabilité de ces vésicules à l’eau (Figure 5-12).  
La barrière principale à la perméabilité est généralement la partie la plus ordonnée de la 
bicouche, la plus dense. Les insaturations amènent un arrangement moins compact et ordonné des 
chaînes et une augmentation de la fluidité membranaire, ce qui peut entraîner davantage de pores 
transitoires et augmenter la perméabilité de l’eau. La phosphatidylcholine de soja, comprenant à la 
fois des chaînes saturées, mono et polyinsaturées, contient moins d’insaturations que la 
dilinoleylphosphatidylcholine et est donc moins perméable à l’eau.  
Si l’évolution de l’absorbance des vésicules issues du plan d’expériences est considérée, il 
apparaît que, pour nombre d’entre eux, l’absorbance ne varie pas de façon significative, rendant 
une modélisation de Abs impossible. Cependant, quelques constats peuvent être effectués. 
L’échantillon correspondant à l’expérience 14, très peu oxydé, a un comportement proche de celui 
de la lécithine de soja. Les échantillons oxydés avec peu de bleu de méthylène (4, 5 et 12) mais 
une concentration moyenne à élevée d’air montrent une diminution d’absorbance avec le temps, 
indiquant ainsi un gonflement des vésicules traduit par une augmentation de la perméation de KCl. 
Les échantillons avec une concentration moyenne à élevée de bleu de méthylène mais réalisés 
avec peu d’air (2 et 13), forment de petites vésicules avec une forte absorbance qui augmente avec 
le temps, indiquant ainsi une rétractation des vésicules due au flux d’eau. Cette haute absorbance 
peut être partiellement causée par l’absorption due au bleu de méthylène en plus de la diffusion 
due aux vésicules. Les phospholipides oxydés avec des volumes d’air et des concentrations de 
bleu de méthylène moyennes et hautes (1, 3, 7, 8, 9, 11) ont formé des suspensions de vésicules 
d’une faible absorbance qui n’a pas varié avec le temps, indiquant une absence de 
gonflement/rétractation. Cette faible absorbance peut être liée à la faible taille des vésicules et 
l’absence de variation à une haute perméabilité membranaire. Ce comportement est aussi observé 
pour les échantillons correspondant aux expériences 6 et 10, malgré de faibles rendements 
d’hydroperoxydes et de faibles extinctions à 233nm. Cela peut être alors dû à la haute 




concentration de bleu de méthylène, suggérant que cette dernière pourrait augmenter la 
perméabilité membranaire à de bas niveaux d’oxydation.  
 
Figure 5-13. Courbe d’isoréponse de l’absorbance à finale (ou à l’équilibre) des vésicules 
La surface de réponse correspondant à l’absorbance finale (Ainf) peut être obtenue (Figure 
5-13) et il est nécessaire de la comparer à la taille initiale des vésicules. L’analyse statistique 
montre que le modèle est pertinent (P1 <0,01) avec une très bonne validité (P2 =84,1). L’équation 
du modèle polynomial correspondant à l’absorbance finale est : 
inf= 0,161 - 0,149xlog(1/V) + 0,021xlogCMB + 0,100x[log(1/V)]² + 0,071x[logCMB]² - 
0,0102xlog(1/V)xlogCMB 
R² = 0,996 
Les points tests divergent peu des valeurs calculées et, ainsi, le modèle décrit bien les valeurs 
expérimentales avec une capacité prédictive. Cette dernière serait améliorée en augmentant les 
degrés de liberté. La surface de réponse ressemble peu à celle de la taille des vésicules. Même si la 
contribution du bleu de méthylène à l’absorbance doit être prise en compte, l’équation précédente 




et le Tableau 5-6 indiquent que l’absorbance à l’équilibre est principalement corrélée au volume 
de solution tandis que la taille des vésicules est inversement corrélée avec la concentration en bleu 
de méthylène. A la fois le rendement et les coefficients d’extinction sont inversement corrélés à 
l’absorbance finale, celle-ci n’étant par conséquent pas dépendante de la taille initiale mais plutôt 
de la quantité d’hydroperoxydes des phospholipides formant la membrane vésiculaire. 
5.1.ii. Modification chimique de l’émulsion 
Les phospholipides présents initialement dans les olésomes des graines ne se retrouvent que 
partiellement dans l’émulsion obtenue par broyage aqueux des graines, sans doute du fait de 
l’action enzymatique des phospholipases. Des essais d’oxydation d’une émulsion de tournesol ont 
cependant été réalisés. Les essais d’oxydation par photosensibilisation pour les phospholipides ont 
montré que ces derniers s’oxydent bien plus facilement que les acides gras qui les composent. Les 
oléosomes de tournesol sont composés à leur surface d’une monocouche de phospholipides 
recouverte de protéines membranaires. Ainsi, il serait intéressant de déterminer s’il est possible 
d’oxyder ces phospholipides de façon à modifier la perméabilité de la membrane. Cela permettrait 
d’élargir les possibilités de vectorisation utilisant les oléosomes ou de permettre une extraction 
facilitée des triglycérides. Les oléosomes sont extraits sous forme d’une émulsion concentrée lors 
du broyage aqueux des graines suivi d’une centrifugation. L’émulsion comporte environ 50% de 
lipides. Parmi les lipides, les phospholipides représentent 0,14% massique. 400mg d’émulsion 
contiendraient ainsi un peu moins de 300 µg de phospholipides. Un lot d’émulsion fourni début 
novembre 2017 et obtenu par broyage aqueux de 5% de graines de tournesol très haut oléique sous 
fort cisaillement (Broyeur Silverson à double Rotor + Homogénéisateur haute pression avec 3 
cycles à 600 bars) sert d’échantillon de base. Six tubes à essai sont d’abord préparés dans l’éthanol 
ou l’eau distillée avec ou sans bleu de méthylène. 
1. Après homogénéisation à la spatule, 400mg d’émulsion sont prélevés et complétés à 10 
mL avec une solution de bleu de méthylène à 3,5mg/100mL d’éthanol pour avoir une 
concentration d’environ 20mg de lipides/mL 
2. De même, 2g d’émulsion sont additivés de 2mL d’une solution de bleu de méthylène à 
35mg/25mL dans l’éthanol et homogénéisés au vortex de façon à additiver le 
photosensibilisateur avec le moins de dilution possible. 
3. Un blanc est réalisé avec 2g d’émulsion et 2mL d’éthanol pur.  
4. Un blanc est réalisé avec 400mg d’émulsion complétés à 10 mL avec de l’eau distillée.  




5. De même que pour l’échantillon 1, 400mg d’émulsion sont ici complétés à 10mL avec une 
solution de bleu de méthylène à 3,5mg de MB/100mL d’eau distillée. 
6. Enfin, 2g d’émulsion avec 2 mL d’une solution de bleu de méthylène à 0,35mg/100mL 
dans l’éthanol sont réalisés. 
Les 6 tubes sont alors placés en quinconce sur un portoir métallique et illuminés pendant 8 
heures sous lampe Xénon au sein de l’appareil ATLAS SUNTEST. La température monte jusqu’à 
58°C. Après l’illumination, les aspects diffèrent peu entre les blancs et les échantillons traités. Les 
échantillons 3 et 6 montrent une phase huileuse en surface. Les échantillons 4 et 5 montrent une 
séparation de phase classique avec présence d’une phase aqueuse et d’une émulsion. L’échantillon 
1 montre une phase éthanolique colorée en phase supérieure. L’échantillon 2 est resté très foncé. 
Les diamètres moyens en volume D(4 :3) et la largeur de la distribution (SPAN) des échantillons 
sont mesurés par granulométrie laser (MALVERN MASTERSIZER 2000) et peuvent être 
comparés (Tableau 5-7).  
Tableau 5-7. Analyse granulométrique des émulsions des différents essais (l’écart-type des mesures est indiqué). 
Echantillon Conditions D(4:3) 
(µm) 
SPAN 
Référence (Emulsion native) 1,96 ± 0,09 1,051 
Essai 1 400mg, 10mL EtOH, 3,5mg MB/100mL 3,81 ± 2,27 3,098 
Essai 2 2g, 2mL EtOH, 140mg MB /100mL 9,72 ± 2,01 3,518 
Essai 3 2g, 2mL EtOH, 0mg MB /100mL 8,07 ± 1,33 3,294 
Essai 4 400mg, 10mL eau, 0mg MB /100mL 2,74 ± 0,29 1,534 
Essai 5 400mg, 10mL eau, 3,5mg MB /100mL 2,87 ± 0,29 1,593 
Essai 6 2g, 2mL EtOH, 0,35mg MB /100mL 8,49 ± 1,60 3,328 
 
La taille moyenne des émulsions n’est pas significativement différente entre les échantillons 
additivés de bleu de méthylène et les autres (Tableau 5-7, Figure 5-14). En effet, l’essai 4 donne 
des gouttelettes semblables à l’essai 5 et l’essai 2 aux essais 3 et 6. L’essai 1, traité avec de 
l’éthanol, semble donner des gouttelettes un peu plus grosses que les essais 4 et 5 traités avec de 
l’eau. Par contre, les émulsions peu diluées (essai 2, 3 et 6) donnent des gouttelettes bien plus 
grosses et avec une distribution de taille (SPAN) plus large, le ratio Solvant/Emulsion étant 
certainement le facteur le plus influent (Figure 5-15). 





Figure 5-14. Taille moyenne volumique (D(4 :3) des gouttelettes de l’émulsion en fonction des essais 
 
Figure 5-15. Approche qualitative de l’influence des différents facteurs sur la taille moyenne volumique D(4 :3) des 
gouttelettes de l’émulsion (Solv/Em : Rapport volumique Solvant/Emulsion) – Construction sous NEMRODW 2000. 
Après centrifugation, le milieu se sépare en une phase émulsionnée (crème) et une phase 
aqueuse ou hydroalcoolique avec une faible différence entre les essais avec et sans bleu de 
méthylène. Les phases hydroalcooliques sont facilement extraites du milieu et les phases aqueuses 
sont extraites à la pipette, sous la couche de crème. Sur les phases émulsionnées, 9mL d’un 
mélange chloroforme/méthanol 2 :1 (en volume) sont ajoutés avant homogénéisation au vortex. 
L’ensemble est laissé reposer avant centrifugation à 5000xg. Les phases chloroforme/méthanol 
sont récupérées indépendamment des phases aqueuses ou hydroalcooliques. L’ensemble est mis à 























mesurée pour chaque échantillon avec des dilutions diverses dans l’éthanol pour calculer les 
coefficients d’extinction massique correspondants. Une moyenne pondérée est alors calculée entre 
les coefficients obtenus sur les phases aqueuses/hydroalcooliques et ceux obtenus sur les phases 
émulsionnées (Figure 5-16).  
Rappelons que le coefficient d’extinction à 233nm est relié à la quantité de diènes dans les 
molécules tandis que le coefficient d’extinction à 270nm est relié à la quantité de triènes dans les 
molécules. Si les essais 4 et 5 sont comparés, il apparait que les coefficients d’extinction sont plus 
élevés dans l’essai 5 correspondant à un ajout de bleu de méthylène. Concernant les essais 
concentrés 2, 3 et 6, l’échantillon le plus riche en bleu de méthylène (essai 2) a le coefficient 
d’extinction à 270 nm le plus élevé, suivi de l’échantillon 6 et du 3 dans l’ordre des concentrations 
en bleu de méthylène. Par contre, concernant le coefficient d’extinction à 233 nm, l’essai n°3, ne 
contenant pourtant pas de bleu de méthylène, a un coefficient d’extinction plus élevé que les essais 
2 et 6. Il n’est pas exclu, en l’absence de répétition des expériences, que ce résultat puisse provenir 
d’un biais opératoire. L’hypothèse peut être sinon faite que l’émulsion puisse contenir des 
composés photosensibles (chlorophylle…) ou tout simplement s’oxyder selon d’autres voies, le 
milieu étant resté à 58°C pendant 8 heures.  
 
Figure 5-16. Comparaison des coefficients d’extinction massique à 233 et 270nm pour les différents essais 
L’échantillon 1 est celui qui comporte le coefficient d’extinction à 233nm le plus élevé. Cet 
essai est équivalent à l’essai 5 sauf que le solvant est ici de l’éthanol. Ainsi, dans l’éthanol, 








































De même, il apparaît que la concentration optimale en bleu de méthylène soit de 
3,5mg/100mL (essais 1 et 5), une concentration à 140mg/100mL (essai 2) étant beaucoup trop 
importante pour l’obtention de diènes/triènes et une concentration à 0,35mg/100mL donnant des 





Figure 5-17. Influence des différents facteurs sur l’extinction à 233nm (a) et à 270 nm (b) 
En conclusion, d’après ces quelques essais préliminaires, il semblerait que l’éthanol permet 
d’améliorer l’effet du bleu de méthylène. Une concentration en bleu de méthylène de 
3,5mg/100mL est préférable pour augmenter l’oxydation de l’émulsion. De même, une trop forte 
concentration de l’émulsion provoque, après illumination, une augmentation de la taille des 
gouttelettes avec une démixtion plus prononcée.  
Ces différents essais montrent une absence de fragilisation de l’émulsion avec un déphasage 
qui n’est pas accéléré et ainsi une tendance à la coalescence non augmentée aux conditions 
d’oxydation utilisées. Il faut cependant rappeler la faible quantité de phospholipides dans 
l’émulsion. De même, l’importance de ces derniers sur la stabilité des oléosomes doit être 
relativisée, la membrane contenant également des oléosines et autres protéines membranaires qui 
sont moins susceptibles d’être affectées par l’oxydation.  




5.2. Etude in silico 
5.2.i. Les phospholipides, le bleu de méthylène et l’oxygène singulet 
Dans un premier temps, il convient de s’intéresser aux phospholipides pris individuellement, 
particulièrement la phosphatidylcholine sous la forme DLPC, forme préférentielle de la lécithine 
de soja utilisée dans les expériences in vitro. Après recherche du meilleur conformère en 
mécanique moléculaire avec l’algorithme MM3, la géométrie de ce dernier est optimisée en mode 
semi-empirique avec l’algorithme PM7 et le modèle de solvatation implicite COSMO en 
considérant l’éthanol comme solvant. Pour ce modèle de solvatation, il faut considérer le milieu 
comme une phase continue de constante diélectrique fixée (ici, 24,3 pour l’éthanol) avec une 
interaction avec le solvant considérant le rayon effectif de ce dernier. L’éthanol a un rayon effectif 
de 2,85 Å alors qu’il n’est que de 1,3 Å pour l’eau. Pour des géométries complexes, la 
modélisation ne peut traiter des rayons effectifs importants et il est alors conseillé de conserver le 
rayon effectif de l’eau.  
 
Figure 5-18. Représentation 3D de DLPC (couleur des atomes : gris -> carbone, blanc -> hydrogène, violet -> 
phosphore, rouge -> oxygène, bleu -> azote, couleur des orbitales : bleu, vert -> HOMO, rouge, jaune ->LUMO) 
Il est alors possible de considérer les orbitales HOMO et LUMO de la molécule DLPC (Figure 
5-18). Si les orbitales occupées de plus hautes énergies (HOMO, HOMO-1, HOMO-2, HOMO-3 
et HOMO-4) sont représentées, il apparait que ces dernières (en bleu et vert) sont principalement 




localisées au niveau des doubles liaisons (HOMO à HOMO-3) et du groupement phosphate 
(HOMO-4) tandis que les orbitales LUMO (LUMO, LUMO+1, LUMO+2, LUMO+3, LUMO+4) 
sont principalement localisées au niveau des liaisons esters (LUMO, LUMO+2, LUMO+3, 
LUMO+4) et du groupement choline (LUMO+1).  
 
 
Figure 5-19. Orbitales HOMO et LUMO du bleu de méthylène selon une modélisation MM3+PM6/COSMO (éthanol) 
Le bleu de méthylène semble avoir une densité LUMO importante sur l’azote cyclique et une 
densité HOMO importante sur l’atome de soufre (Figure 5-19). Les niveaux HOMO et LUMO de 
DLPC sont respectivement à -9,57eV et 0,32eV tandis que pour le bleu de méthylène ils sont 
respectivement à -8,34eV et à -2,41eV. Il y a ainsi peu de chances d’interaction électronique entre 
les niveaux HOMO de l’un et les LUMO de l’autre mais une interaction ionique est possible du 
fait de la charge positive du bleu de méthylène et de la charge négative du groupement phosphate 
de DLPC. La recherche de l’énergie des états de transition correspondant à des mécanismes 
d’oxydation de type I ou II demanderait une modélisation DFT complexe. Il est cependant 
possible de comparer les énergies de réaction relatives des différents hydroperoxydes produits à 
partir de l’acide linoléique et de ceux produits à partir de DLPC (Tableau 5-8)   : 




DLPC + O2  DLPC-monoOOH 
DLPC + 2O2  DLPC-diOOH 
L’énergie de formation de l’oxygène singulet a été calculée dans le vide à 25,7 kcal/mol. La 
valeur expérimentale trouvée dans la littérature (Herzberg, 1950) est de 22,5 kcal/mol. Le 
formalisme semi-empirique ne permet cependant pas toujours de comparer de manière absolue les 
énergies trouvées avec les valeurs expérimentales. Les énergies de formation sont ainsi données à 
titre plutôt indicatif : 
Tableau 5-8. Energies de formation de différents hydroperoxydes selon une modélisation semi-empirique PM7-
COSMO (=24,3 ; Rsolvant = 1,3 Å) 
Molécule Position de 
l’hydroperoxyde  









1 et 2 
Différence 
entre  
C9 et C13 
Ac. linoléique   -144    
Ac. linoléique-OOH 9 -164 -68  
-6 
 13 -170 -74  
DLPC  -521    
DLP-OOH 1-9OOH -560 -87 
19 
 
 2-9OOH -541 -68  
 1-13OOH -558 -85 
9 
-2 
 2-13OOH -550 -76 -9 
 1-09OOH, 2-09OOH -587 -162   
 1-13OOH, 2-13OOH -586 -160   
 1-09OOH, 2-13OOH -572 -146   
 1-13OOH, 2-09OOH -584 -158   
D’après ces calculs, il apparaît que le gain énergétique produit par l’hydroperoxydation est 
supérieur lorsque la réaction se fait sur la chaîne 1 du phospholipide, des différences de 26 
kcal/mol et 9 kcal/mol étant respectivement trouvées entre 1-9OOH et 2-9OOH et entre 1-13OOH 
et 2-13OOH. La position de l’hydroperoxyde au carbone 13, de par la liaison hydrogène permise 
avec le groupement phosphate, procure également un gain énergétique par rapport à la position 9 
même si cela est plus significatif sur l’acide gras (-6 kcal/mol) ou la deuxième chaîne des 
phospholipides (-9 kcal/mol) que pour la première chaîne (-2 kcal/mol). Notons aussi, dans le cas 




d’une double oxydation, le plus faible gain énergétique d’une configuration 1-9OOH, 2-13OOH (-
146 kcal/mol) par rapport aux autres (de -158 à -162 kcal/mol), sans doute du fait de gênes 
stériques. 
5.2.ii. Organisation de phospholipides oxydés 
De façon à mieux comprendre les phénomènes de perméation au sein des liposomes ou 
vésicules, il est possible de s’intéresser à l’organisation des phospholipides oxydés au sein d’une 
bicouche lipidique. Plusieurs bicouches de DLPC ont été modélisées avec différentes proportions 
de phospholipides hydroperoxydés. Malgré les résultats précédents, de façon à rendre compte 
d’une insaturation majoritairement placée sur la deuxième chaîne de la phosphatidylcholine (voir 
bibliographie), l’hydroperoxyde se place sur cette chaîne. 
 
Figure 5-20. Représentation d’une bicouche de phospholipides (ici DLPC + 50% de 9-DLPC-OOH) après 2ns de 
production. 
Ainsi, une bicouche a été réalisée avec 90 molécules de phospholipides par couche avec 0, 1, 
5, 9, 45, 75 et 90 molécules de DLPC hydroperoxydé en position 9 ou 13. L’ensemble est entouré 
de molécules d’eau (Figure 5-20). Après une phase d’équilibration de la bicouche, celle-ci est 
laissée évoluer à 300K pendant 2 ns. Malgré les phases d’équilibration, certaines configurations 




mettent plus ou moins de temps pour atteindre une aire par lipide (voir Figure 1-16, p. 53) ou une 
épaisseur stable. Ainsi, seules les valeurs entre 1 et 2ns sont considérées pour les calculs (Tableau 
5-9). Cela permet de comparer l’aire par lipide, l’épaisseur de la membrane ainsi que le taux de 
recouvrement des deux couches lipidiques (Détails dans l’ANNEXE 13). La Figure 5-20 montre 
l’intrication des deux couches de phospholipides. La tête polaire (atome d’azote en bleu) de ces 
derniers se trouve bien ancrée dans la phase aqueuse tandis que les chaînes grasses se déploient 
plus ou moins vers l’intérieur.  













DLPC - 73,00±1,98 73,00±1,33 36,09±0,47 0,374±0,016 
1% 9-DLPC-OOH 79,27±15,77 73,55±2,04 73,61±1,03 35,77±0,36 0,356±0,009 
5% 9-DLPC-OOH 78,34±11,73 73,68±2,03 73,89±0,78 35,78±0,41 0,358±0,011 
10% 9-DLPC-OOH 79,77±10,02 73,39±2,29 74,03±1,23 35,59 ±0,47 0,368±0,024 
50% 9-DLPC-OOH 81,18±3,38 76,77±4,00 78,98±0,88 33,08±0,24 0,387±0,011 
75% 9-DLPC-OOH 81,37±3,40 84,11±6,70 82,07±0,75 31,88±0,22 0,414±0,010 
100% 9-DLPC-OOH 88,50±4,02 - 88,50±0,57 30,09±0,22 0,471±0,010 
50% 13-DLPC-OOH 82,77±4,36 82,58±3,96 82,67±0,91 32,14±14 0,404±0,015 
100% 13-DLPC-OOH 90,60 ±10,30 - 90,60 ±0,88 28,84±0,29 0,468±0,007 
25% 9-DLPC-OOH, 
25% 13-DLPC-OOH 
85,31±7,5 78,49±4,8 81,90±1,59 32,55±0,65 0,437±0,009 
NOTE : Les valeurs sont indiquées comme la moyenne des 1000 trames (couvrant 1ns) avec l’écart-
type des valeurs obtenues au cours de cette période.  
L’aire par lipide, qui est calculée à 73,00±1,98 Å² pour DLPC est déjà une valeur assez élevée 
du fait des insaturations et se rapproche de la valeur de 70,3±0,1 Å² modélisée par ailleurs 
(Doktorova et al., 2017). Cette aire semble augmenter dès l’incorporation d’une seule molécule 
oxydée dans la membrane, avec une très forte variabilité au cours du temps, le milieu s’équilibrant 




plus difficilement. Elle continue ensuite à augmenter selon une variation qui semble exponentielle 
(Figure 5-21). 
 
Figure 5-21. Evolution de l’aire par lipide totale et de l’épaisseur d’une bicouche de DLPC selon le taux 
d’incorporation de 9-DLPC-OOH. 
Concernant les hydroperoxydes en position 9 ou 13, il semblerait que la position 13 entraîne 
une augmentation plus importante de l’aire par lipide si la configuration à 50% de phospholipides 
oxydés est analysée. Ainsi, la configuration 13 autorise une organisation moins compacte des 
phospholipides que la position 9, elle-même moins compacte que la molécule non oxydée.  
L’épaisseur moyenne de la membrane, du fait d’une imbrication plus importante des chaînes, 
diminue avec le pourcentage de phospholipides oxydés. Cette diminution semble linéaire. Une 
carte en trois dimensions de l’épaisseur de la membrane moyennée dans le temps permet de bien 
visualiser l’évolution du système avec le taux d’oxydation (Figure 5-22). Jusqu’à 10% 
d’incorporation, malgré une épaisseur moyenne stable, les collines (épaisseur supérieure à 35 
angströms - violet à rouge) disparaissent peu à peu. De 10 à 100% d’incorporation, des vallées se 
forment (vert à bleu) et s’élargissent. A 100% d’incorporation, de nombreuses zones d’une 
épaisseur inférieure à 26 Å sont présentes. Ce phénomène est accentué avec le composé 13-DLPC-
OOH (Figure 5-23) comme cela était prévisible selon le calcul de l’épaisseur moyenne. Dans ce 
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Figure 5-22. Evolution de la distribution de l’épaisseur de la membrane (en Å) selon le taux d’incorporation de 9-DLPC-
OOH 
 









Figure 5-23. Comparaison des cartes d’épaisseur de la membrane entre 100% 9-DLPC-OOH et 100% 13-DLPC-OOH 
Enfin, concernant le taux de recouvrement massique entre les couches (fraction of mass 
overlap), il augmente assez légèrement avec la quantité de molécules oxydées, mais aucun flip-
flop de phospholipides n’est observé.  
 
Figure 5-24. Représentation des phases aqueuses d’une bicouche de phospholipides (ici 100% de 9OOHDLiPC) après 
1ns de production (en couleur or : atomes de phosphore des phospholipides). 
Les bicouches formées avec de hauts pourcentages de phospholipides oxydés montrent la 
présence de molécules d’eau pouvant passer d’une couche à l’autre, la formation de fils d’eau 




devenant possible, comme le montre la Figure 5-24. D’ailleurs, si la répartition des molécules 
d’eau le long de l’axe perpendiculaire à la membrane (axe z) ne change pas vraiment jusqu’à 10% 
d’incorporation d’hydroperoxydes, au-delà de 50%, la zone hydrophobe se rétrécit fortement 
(Figure 5-25).  
 
Figure 5-25. Profil de densité d’eau au niveau de la membrane en fonction du taux d’incorporation de 9-DLPC-OOH                                                                                                                                                                                                                                                   
5.2.iii. Organisation de vésicules 
De façon à comprendre et évaluer certaines propriétés des vésicules formées avec les 
phospholipides oxydés, il est possible de modéliser leur formation. Le grand nombre de molécules 
d’eau (~7420) et de phospholipides (256) impliqués incite à simplifier la modélisation par un 
système gros-grains. Par exemple, 9,9-DLPC-OOH est représenté par 18 grains au lieu de 138 
atomes. La fonction hydroperoxyde permettant une augmentation importante de la polarité du 
grain auquel elle est rattachée, un mode P2 (le maximum étant P4) est attribué à ce dernier (Ileri 
Ercan et al., 2018) (Figure 5-26). La molécule 13,13-DLPC-OOH est construite de la même 
manière. La formation d’une vésicule uniquement constituée de DLPC se compare à celle d’une 
vésicule constituée uniquement de 13,13-DLPC-OOH. Des programmes détaillés en annexe 
(ANNEXE 14) permettent alors de calculer certains paramètres du système au cours du temps 












































 Figure 5-26. Représentation des grains de la molécule 13,9-DLPC-OOH avec leurs attributs selon MARTINI  
a. Formation de la vésicule 
 
  





50 ns 100 ns (plan x-z) 100 ns (plan x-y) 
13,13-DLPC-OOH  
Figure 5-27. Observation de vésicules phospholipidiques à différents temps de simulation (les molécules d’eau ne sont 
pas représentées par souci de visibilité). En rose : groupes esters (grains Na). 




Au bout de 50ns, une vésicule sphérique se constitue dans les deux cas avec une bicouche de 
phospholipides. Les têtes polaires (repérées par les groupements esters en rose) se retrouvent 
tournées vers l’extérieur aqueux et l’intérieur de la vésicule, permettant un fin cœur aqueux. Au 
bout de 100ns, la vésicule a pris une forme cylindrique, tirant sans doute vers une bicouche plane 
(Figure 5-27). Cependant, si la surface de la vésicule est observée plus attentivement, il apparaît 
une plus grande inhomogénéité de la distribution des composés polaires en son sein. Si la distance 
entre les têtes hydrophiles est comparée selon les deux cas (Figure 5-28), aucune différence 
significative n’est observée, ce qui indique que les groupements hydroperoxydes ne suffisent pas à 
écarter de façon significative les groupements phosphocholines. Ce résultat semble contredire les 
résultats de la modélisation d’une membrane alors qu’ici les phospholipides sont doublement 
oxydés. Cependant, les deux simulations sont peu comparables. En effet, les temps de simulation 
sont différents (100ns ici contre 1 ou 2 ns pour la modélisation « tout atome »), le paramétrage 
gros-grains donne une précision moins importante et ce n’est pas l’aire par lipide qui est 
considérée mais la distance entre têtes polaires. Cela peut entraîner un résultat différent étant 
donné que dans le cadre de la formation d’une vésicule, les possibilités d’arrangement des 
phospholipides sont plus importantes (courbure de la membrane).  
 
























Figure 5-29 Nombre de molécules d’eau au sein de la vésicule selon le temps de simulation 
Concernant le nombre de molécules d’eau qui sont piégées par la vésicule durant le temps de 
modélisation, un équilibre est vite arrivé dans le cas non oxydé tandis que le système est plus 
erratique dans le cas oxydé avec une tendance à l’augmentation du piégeage avec le temps (Figure 
5-29). De même, si le cas non oxydé se limite à un centre hydrophile, le cas oxydé peut voir 
l’apparition simultanée de plusieurs poches hydrophiles au sein de la vésicule. Celle-ci est ainsi 
moins homogène et sa perméabilité à l’eau est renforcée, certainement par la présence de défauts 
ou un volume libre plus important.  
b. Perméation des ions 
Quelle que soit la concentration en KCl observée (0,1M à 2M), aucune perméation d’ion n’est 
observée dans la vésicule durant un temps de modélisation de 100ns. Même si la modélisation 
gros-grains ne rend pas compte de l’évolution de vésicules micrométriques et si le phénomène des 
fils d’eau est sans doute délicat à observer par ce biais, ce résultat semble indiquer que la 
perméation ionique, tout du moins dans des petites vésicules, viendrait d’une inhomogénéité plus 
importante dans la composition de ces dernières, avec la présence de produits d’oxydation 
secondaires ou de l’influence du bleu de méthylène. En effet, une étude récente (Ileri Ercan et al., 
2018), en utilisant également la modélisation gros-grains nous montre qu’une bicouche oxydée 









































par une augmentation de l’aire membranaire et une diminution de la diffusivité latérale de la 
bicouche. L’influence de telles modifications sur une perméation ionique reste cependant à 
déterminer.  
5.3. Conclusion sur la modification chimique des phospholipides 
En prenant l’exemple d’une lécithine de soja, l’oxydation des phospholipides a pu se faire 
par photosensibilisation dans l’éthanol avec de très faibles quantités de bleu de méthylène. 
Un plan d’expériences a permis de déterminer l’influence de la concentration de ce 
photosensibilisateur et de la quantité d’air sur l’oxydation des phospholipides et les 
vésicules qu’ils peuvent ensuite former. Ainsi, ces deux paramètres jouent un grand rôle 
dans la taille des vésicules, leur potentiel surfacique mais également leur perméabilité. La 
modélisation moléculaire révèle ainsi que les phospholipides hydroperoxydés rendent la 
membrane moins épaisse avec une aire par lipide plus grande ce qui permet une plus grande 
perméabilité de l’eau mais cela ne semble pas avoir d’effet notable pour les ions. Selon la 
modélisation gros-grains, même avec un haut degré d’hydroperoxydation, les vésicules se 
forment et la membrane reste intacte. La présence d’un plus grand nombre de poches d’eau 
pourrait mener à la formation de fils d’eau plus nombreux pouvant augmenter la perméation 
ionique dans les temps plus longs. Cependant, l’augmentation de la perméabilité de KCl 
observée expérimentalement avec le taux d’oxydation pourrait provenir de la présence, 
même en faibles quantités, d’hétérogénéités dans la membrane qui peuvent être des 
produits d’oxydation secondaires formés au cours de la photosensibilisation ou par la suite. 
De même, les interactions des phospholipides avec le bleu de méthylène, si elles peuvent 
rendre compte de la taille et de la charge surfacique des vésicules pourraient de même 
affecter la perméabilité membranaire. Ainsi, un contrôle de la perméabilité des vésicules 
nécessiterait une grande précision dans une fenêtre étroite de photosensibilisation des 
phospholipides. Cela permettrait de jouer à la fois sur la formation sélective des 








Figure B. Schéma représentant les différentes étapes suivies pour l’obtention de phospholipides à partir de graines de caméline (A) et de vésicules à partir de phospholipides oxydés (B). Les 





L’étude menée ici a permis de développer les différentes étapes permettant l’obtention d’une 
vésicule phospholipidique modifiée chimiquement à partir de phospholipides et celles 
permettant d’obtenir ces derniers par un procédé intégré à partir d’une graine oléoprotéagineuse à 
mucilage comme la caméline (Figure B). S’appuyant fortement sur la technologie ultrasonore, 
elle procède tout d’abord par un enrichissement progressif de la matière traitée en phospholipides 
en valorisant les sous-produits. Un procédé en milieu aqueux utilisant une canalisation à ultrasons 
d’une puissance volumique d’environ 650W/L permet en premier lieu d’extraire le mucilage des 
graines. Ce dernier composé ne contient pas de lipides mais est constitué de protéines (8-15%), 
minéraux (5-10%) et polysaccharides (80-85%) valorisables. Le suivi de son extraction par 
diverses méthodes d’analyse in situ (pH-métrie, conductimétrie, réfractométrie, couple moteur) 
montre que celle-ci s’effectue de façon non linéaire, une partie plus adhérente à la graine 
nécessitant un temps de traitement plus long et/ou un cisaillement plus important. Celui produit 
par les ultrasons peut être augmenté par une recirculation du milieu, les deux s’alliant alors pour 
accélérer la diffusion des composés. Les minéraux et les polysaccharides acides sont plus 
rapidement extraits que les protéines et polysaccharides neutres. A mesure que le temps 
d’extraction augmente, les polysaccharides du mucilage deviennent plus riches en glucose et les 
protéines plus riches en acide glutamique aux temps longs. Ce mucilage a un pouvoir gélifiant et 
épaississant qui est alors modulé par les conditions de son extraction. Ainsi, un traitement plus 
court ou avec un cisaillement plus faible produit un mucilage aux propriétés élastiques plus 
prononcées. Les graines démucilaginées semblent plus facilement exprimer leurs lipides neutres 
par trituration mécanique, un rendement massique de 36% en lipides étant obtenu par rapport à la 
masse de graines. Si l’huile extraite avec les graines traitées est légèrement plus riche en 
phospholipides que l’huile extraite de graines natives, la quasi-totalité des phospholipides reste 
dans le tourteau. Les lipides de ce dernier peuvent alors être extraits par des mélanges de solvants 
verts comme l’éthanol et l’acétate d’éthyle. Le ratio entre les deux joue un rôle important dans la 
nature et la quantité de phospholipides extraits dans l’huile. Enfin, les phospholipides sont 
idéalement précipités de l’huile par ajout d’eau finement dispersée sous ultrasons. Cette 
récupération est aisément suivie par une méthode spectrophotométrique au bleu de méthylène 
développée dans le cadre de ces travaux. L’utilisation de différentes concentrations de ce composé 
 233 
 
utilisé comme photosensibilisateur, ainsi que différents volumes d’air permettent une modulation 
de l’oxydation de la phosphatidylcholine. Ce phospholipide oxydé, en synergie avec le bleu de 
méthylène, autorise l’obtention de vésicules de taille réduite et de perméabilité augmentée par 
rapport à des phospholipides natifs. Cela peut élargir les domaines d’applications de ces vésicules, 
au vu de la variabilité des longueurs et largeurs des voies d’accès des nutriments aux cellules 
animales ou végétales. L’utilisation de la dynamique moléculaire permet de comparer différentes 
organisations de phospholipides hydroperoxydés et de comprendre l’influence de l’oxydation sur 
l’arrangement des lipides et la perméabilité. Il en ressort que si l’aire par lipide augmente et 
l’épaisseur membranaire diminue avec le taux d’hydroperoxydes, l’intégrité membranaire est 
conservée. Si la perméabilité des vésicules à l’eau est augmentée, elle n’est pas sensiblement 
modifiée pour un sel comme le chlorure de potassium dans les temps considérés. La 
compréhension des différences entre cette modélisation et les observations expérimentales 
nécessite ainsi la considération de produits d’oxydation plus diversifiés ou secondaires et de leurs 
interactions avec le bleu de méthylène.  
De nombreuses pistes ont pu être abordées au cours de ces travaux et laissent entrevoir des 
possibilités d’association des phospholipides et du mucilage pour permettre la formation de 
radeaux glucolipidiques, en référence aux radeaux lipidiques (RAFTS). Les bicouches 
phospholipidiques associées aux protéines, glucides et minéraux du mucilage pourraient constituer 
une structure à la fois rigide et flexible, permettant le transport facilité de ces composés d’intérêt 
vers des cellules végétales ou animales. Certaines pistes mériteraient d’être davantage explorées. 
Ne pouvant être exhaustif, quelques exemples peuvent être détaillés. Ainsi, concernant le mucilage 
extrait des graines, l’analyse de la nature des polysaccharides permettrait de confirmer l’extraction 
de cellulose concomitamment à celle du mucilage adhérent. Le suivi de l’évolution de la taille des 
polysaccharides selon le temps et les conditions d’extraction permettrait de déterminer l’influence 
respective des ultrasons et de l’hydrodynamique sur la rupture des liaisons osidiques. Au niveau 
de l’extraction des phospholipides du tourteau, le mélange de solvants doit encore être optimisé de 
façon à améliorer le rapport « rendement/empreinte écologique ». L’utilisation d’eutectiques 
profonds pourrait même être envisagée avec un mélange de chlorure de choline avec des acides ou 
sels appropriés. La purification des phospholipides obtenus par une voie mécanique sans solvant 
organique doit de même être approfondie. Enfin, les variations de distribution des classes de 
phospholipides selon les conditions d’extraction devraient être plus profondément analysées pour 
une extraction plus sélective des phospholipides. L’étude de l’oxydation des phospholipides 
devrait ainsi prendre en compte d’autres classes que la phosphatidylcholine de façon à évaluer 
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l’influence de la tête polaire sur la photosensibilisation avec le bleu de méthylène. Des essais de 
dynamique moléculaire avec ce composé pourraient contribuer à une meilleure compréhension de 
ses interactions avec les phospholipides seuls ou sous forme de vésicules en présence d’eau et de 
sel. Cela pourrait contribuer à un contrôle encore plus précis non seulement de l’oxydation des 
phospholipides mais de la formation des vésicules et de leur formulation. Dans ce dernier cas, 
l’utilisation du mucilage précédemment extrait pourrait intervenir en tant qu’épaississant mais 
aussi pour compléter les apports glucidiques, minéraux et protéiques dans le cadre d’une 
formulation à but de nutrition humaine, animale ou végétale. Il conviendrait alors d’étudier la 
toxicité et écotoxicité des phospholipides oxydés et des résidus de bleu de méthylène. Pour une 
valorisation des phospholipides oxydés seuls, la mesure de leurs propriétés interfaciales par 
tensiométrie statique et dynamique et l’évaluation de leur stabilité selon diverses conditions 
thermiques ou chimiques devraient être effectuées. De même, les vésicules obtenues pourraient 
être davantage caractérisées, notamment par microscopie électronique en transmission et leur 
perméabilité pourrait être mesurée précisément avec d’autres substances par fluorimétrie. Enfin, la 
méthode de dosage de composés polaires par spectrophotométrie au bleu de méthylène mériterait 
quelques ajustements avec d’autres types de composés polaires à d’autres concentrations pour 
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ANNEXE 1.  Méthode HPIC 
Dosage des monosaccharides 
Préparation des étalons 
La gamme de solutions étalons est réalisée en fonction des monosaccharides susceptibles 
d’être présents dans le substrat. Une solution mère est préparée avec l’ensemble de ces 
monosaccharides dilués dans de l’eau ultra-pure (UHQ).  Pour ceux dont les temps de rétention 
sont proches (ribose et fructose par exemple), des solutions avec un seul monosaccharide sont 
également préparées.  
Tableau A 1. Monosaccharides calibrés pour l’analyse des mucilages  
Monosaccharides Gamme de concentrations  
mg/100mL 
Glucose 0 – 100 
Xylose 0 – 60 
Mannose 0 – 10 
Fucose 0 – 5 
Rhamnose 0 – 50 
Galactose 0 –50 
Arabinose 0 – 100 
Fructose 0 –50 
 
Préparation des solutions  
100mg de mucilage lyophilisés sont pesés précisément puis 1,25mL d’H2SO4 72% sont 
ajoutés. L’ensemble est laissé reposer 30min et est ensuite dilué avec 13,5mL d’eau distillée. 
3 à 5 prélèvements sont alors effectués, placés à l’étuve à 103°C pendant des durées 
différentes (de 15 à 120 minutes). A la sortie de l’étuve, 3,6mL de NaOH à 32% sont ajoutés dans 
chaque échantillon. Ceux-ci sont dilués 50 fois avec de l’eau UHQ (1mL dans 50mL) et sont 







La séquence d’injection doit comporter les différents étalons, une ligne d’eau puis les 
échantillons sont injectés du plus hydrolysé au moins hydrolysé. Des lignes d’eau sont ajoutées 
régulièrement de même que des étalons pour vérifier la présence d’une dérive des temps de 
rétention. Le programme d’injection est « Sucres 3 avec passeur » détaillé ci-dessous  
METHODE « SUCRES 3 AVEC PASSEUR » 
Sampler.AcquireExclusiveAccess 
Sampler_DiverterValve.Position_1 
Flush Volume = 250 
Column_TC.AcquireExclusiveAccess 
AM_HP2.State  B 
AM_LP1.State  Open 
Pressure.LowerLimit = 200 [psi] 
Pressure.UpperLimit =  3000 [psi] 
MaximumFlowRamp =  6.00 [ml/min²] 
%A.Equate = "%A" 
%B.Equate = "%B" 
%C.Equate = "%C" 
%D.Equate = "%D" 
CR_TC =  Off 
Wait FlushState 
EDet1.Mode =  IntAmp 
EDet1.CellControl  = On 
Data_Collection_Rate = 1.00 [Hz] 
pH.UpperLimit = 13.00 
pH.LowerLimit = 10.00 
WaveformName = "Carbohydrates (Standard Quad)" 
WaveformDescription = "Carbohydrates (std. quad. potential)" 
Electrode = AgCl 
Waveform Time = 0.000, Potential = 0.100, GainRegion = Off, Ramp = On, 
Integration = Off 
Waveform Time = 0.200, Potential = 0.100, GainRegion = On, Ramp = On, 
Integration = On 
Waveform Time = 0.400, Potential = 0.100, GainRegion = Off, Ramp = On, 
Integration = Off 
Waveform Time = 0.410, Potential = -2.000, GainRegion = Off, Ramp = On, 
Integration = Off 
Waveform Time = 0.420, Potential = -2.000, GainRegion = Off, Ramp = On, 
Integration = Off 
Waveform Time = 0.430, Potential = 0.600, GainRegion = Off, Ramp = On, 





Waveform Time = 0.440, Potential = -0.100, GainRegion = Off, Ramp = On, 
Integration = Off 
Waveform Time = 0.500, Potential = -0.100, GainRegion = Off, Ramp = On, 
Integration = Off, LastStep = On 
Flow =  1.000 [ml/min] 
%B =  0.0 [%] 
%C =  0.0 [%] 
%D =  0.0 [%] 
NeedleHeight = 2 [mm] 
CutSegmentVolume =  30 [.l] 
SyringeSpeed = 3 
CycleTime = 0 [min] 
WaitForTemperature =  False 
Column_TC.Mode =  Off 
Wait SampleReady 
-10.000 Concentration =  1.00 [mM] 







39.000  Concentration =  1.00 [mM] 
40.000  Concentration =  100.00 [mM] 
48.000  Concentration =  100.00 [mM] 
49.0  ED_1.AcqOff 
   
Concentration =  100. [mM] 
Column_TC.ReleaseExclusiveAccess 








ANNEXE 2. Méthode de Lowry en microplaque 
Dosage des protéines équivalent BSA  
Cette méthode s’appuie sur le protocole de Lowry avec le « Modified Lowry Protein Assay 
Kit » fourni par Thermofischer. Cette méthode s’appuie sur le manuel disponible avec le kit, 
disponible à l’adresse suivante (lien actif en janvier 2019) : 
 https://assets.thermofisher.com/TFS-Assets/LSG/manuals/MAN0011229_Mod_Lowry_Protein_Asy_UG.pdf 
En fonction d’une estimation de la concentration protéique des échantillons à doser, plusieurs 
solutions étalons de BSA et un blanc ont été préparés en partant d’une ampoule de standard 
d’albumine (1mL à 2mg/mL). Les échantillons de mucilage lyophilisés ont été dilués dans de 
l’eau distillée. 
40µL de chaque standard et chaque échantillon ont été pipetés dans les puits d’une 
microplaque en faisant des duplicats. Ensuite, 200µL du réactif de Lowry (sulfate de cuivre) ont 
été ajoutés dans chaque puits en utilisant une pipette multi-canaux. La microplaque a alors 
été agitée avec l’appareil BMG Labtech pendant 30 secondes à vitesse modérée (200rpm) et 
laissée reposer 10 minutes.  
20µL du réactif de Folin-Ciocalteu ont alors été ajoutés (sous sorbonne) dans chaque puits 
avec la pipette multi-canaux. L’ensemble a été mélangé 30 secondes à 200 rpm et laissé incuber 
30 minutes.  
L’absorbance a alors été mesurée à 750 nm toutes les 30 secondes pendant 2’30s et le 
maximum de chaque puits a été enregistré et corrigé avec la moyenne des blancs. Une fois la 
courbe d’étalonnage réalisée, pour chaque échantillon, la valeur moyenne des deux puits a été 








ANNEXE 3. Analyse des Acides Aminés 
Utilisation de l’appareil HPIC Biochrome 
Préparation des échantillons 
5mL d’une solution d’acide chlorhydrique à 6N sont ajoutés à 100mg de mucilage lyophilisé 
dans un tube en verre (pyrex). De l’azote est mis à buller dans le tube pendant 2 minutes (pour 
éviter l’oxydation des acides aminés) avant de le fermer hermétiquement et le placer à l’étuve à 
103°C. Après 24 heures d’hydrolyse, l’échantillon est laissé refroidir à température ambiante puis 
mis à un pH 2,2 avec de la soude 30% puis une soude plus diluée. Il est ensuite dilué à 25mL avec 
la solution de chargement (tampon à pH 2,20) et filtré à 0,2µm avant d’être versé dans un vial. 
L’analyse est ensuite réalisée selon le protocole suivant  
Cette partie s’appuie sur le document de travail rédigé par Golnaz Sender et Jean-François Fabre en 2013. 
Analyse : 
Allumer l’appareil, le passeur et l’ordinateur. Ouvrir le « Biosys Manuel » (bureau). Vérifier 
que la température du passeur soit à 4°C. Dans la fenêtre « Biosys Manuel » choisir « View », puis 
« Fluidics diagram ». Cocher « Reaction coil » puis régler la température à 135°C. L’affichage de 
température devient rouge le temps du chauffage. Sur l’appareil tourner les deux boutons noirs en 
position « drain ». Pour purger avec chaque tampon, sélectionner « Buffer », rentrer un par un le 
numéro des bouteilles de tampon 1, 2…6. Attendre 1-3 minutes pour purger avec chaque tampon 
avant de mettre le numéro suivant.  
Une fois que la température atteint 135°C (Biosys Manuel), purger la Ninhydrine. Pour cela 
d’abord choisir et cocher buffer 1, puis cocher « Nin ».  
A la fin de la purge retourner les boutons à la position initiale (coil et colonne).  
NB : le tampon 6 et la Ninhydrine ne peuvent pas être lancés simultanément.  
NB : cocher « override » sinon les erreurs « low pressure » bloquent le «Biosys Manuel ».  
Vérifier que la lampe soit bien allumée (dans l’appareil) sinon cocher «lamp » pour l’allumer. 





Pour créer le programme de l’essai, sur le bureau ouvrir « Biosys Programmer ». Faire 
« insert », puis « programme » et choisir le « file name » adapté. Commencé par un programme de 
régénération puis le programme d’analyse. A l’origine, il s’agit de « 99610NaoxHp.prg » mais il a 
été depuis optimisé pour améliorer la séparation des pics. Placer les échantillons dans le passeur et 
vérifier qu’il est bien en mode « serial ». Dans « Biosys Programmer » faire « insert list » et 
rentrer des échantillons sur la liste (« sample id », quantité d’injection, numéro vial). Placer un 
blanc (solution tampon pH 2,2) et un échantillon étalon (par exemple level 3 (c-à-d standard 1 
avec une injection de 40 L) avant les échantillons à analyser. Ajouter également à la fin de la 
liste le même échantillon étalon. Le programme finit par le « Flush ». 
NB. N’utiliser jamais le même nom pour deux échantillons (vials) différents. Le fichier ne sera 
pas enregistré. 
Dans « Biosys Fluidics » ou « Biosys Manuel » ouvrir « control », « reagent management », et 
corriger les volumes de chaque tampon. Puis dans « Biosys programmer », « control » ouvrir 
« expected reagent usage » et vérifier que les quantités soient suffisantes. 
Pour commencer l’analyse dans « Biosys programmer » faire « Run ». 
Traitement des données : 
A la fin de l’analyse, sur le bureau ouvrir « Ezchrome elite » puis « file », « sequence » and 
« open ». Chercher la séquence souhaitée en organisant les dossiers par date dans le c:/data 
biochrome-30.  
1) Choix de la méthode d’intégration 
Faire File –Open – Method et choisir la méthode à utiliser pour l’intégration. De même, si 
nécessaire, changer les méthodes (ex. EGN20130913.met) dans la colonne correspondante de la 
séquence. Pour cela choisir la méthode sur la première ligne, ouvrir et choisir la bonne méthode. 
Puis faire clic droit sur la ligne corrigée et choisir « fill down » pour appliquer les méthodes sur 
toutes les lignes. 
2) Vérification de l’étalonnage 
Si nous faisons un étalonnage complet il faut cliquer sur « unknown », choisir « clear all 





correspondant à chaque étalon. Si nous faisons juste la vérification de l’étalonnage sur un ou deux 
points, choisir la ligne correspondant à un étalon. Dans la colonne « level » corriger la valeur (ex. 
« level 3 »). Puis Choisir « clear calibration at level ». Cet étalon remplace l’ancien étalon existant 
de même « level ». 
3) Vérification des résultats 
Sur la ligne étalon, faire clic droit et choisir « open data ». Vérifier en haut de la fenêtre que la 
méthode soit la bonne méthode puis faire « analysis ». Regarder que les pics soient 
correctement identifiés.  
NB . Si les pics ne sont pas bien identifiés, revenir sur l’onglet « method », choisir « peak 
groups » (ou) et corriger manuellement le temps de rétention. Si les temps de rétention sont 
fortement décalés, il faut le signaler sur le carnet de suivi et aux personnes responsables de 
l’appareil. 
4) Compilation des résultats 
D’abord choisir les lignes correspondant aux étalons, faire clic droit et choisir « process 
sequence » (ou). Puis choisir « selection » et « start ».  
Une fois que les étalons ont été compilés, il faut vérifier la calibration. Pour cela dans l’onglet 
« méthode », choisir « review calibration » (ou). Vérifier que les points étalons ajoutés se 
trouvent sur une droite pour tous les acides aminés avec un bon coefficient de détermination 
(R²>0.99) 
NB. La longueur d’onde est de 440 pour la plupart des acides aminés. Cela peut être modifié (à 
570) en haut de page.  
Si l’étalonnage est bon, choisir la ligne du premier échantillon et faire « process sequence » 
mais en choisissant « all » et « start ». 





ANNEXE 4. Méthode de Dubois en microplaque 
Dosage du sucre équivalent glucose  
Le protocole s’appuie sur le kit « Total Carbohydrate analysis kit » fourni par Sigma-Aldrich. 
Différents étalons de glucose sont réalisés à partir d’une solution à 2mg/mL par dilution avec 
de l’eau distillée. 50µL de chaque étalon sont alors versés dans les puits d’une microplaque en 
quartz en réalisant des triplicats.  
100mg de différents mucilages lyophilisés sont tout d’abord préalablement dilués dans 25mL 
d’eau distillée. 10µL de la solution sont ensuite versés dans des puits et complétés à 50µL avec la 
solution tampon.  
150µL d’acide sulfurique concentré sont ajoutés à chaque puits avec une pipette multi-canaux 
et l’ensemble est bien mélangé par pipetage. La plaque en quartz est ensuite placée dans un 
caisson fermé en téflon et mise 30 minutes dans une étuve à 90°C. Après la réaction, 30µL du 
réactif de Dubois sont ajoutés à chaque puits avec la pipette multi-canaux et l’ensemble est agité 
300 secondes au sein du lecteur de microplaque du spectrophotomètre BMG Labtech. Après 60 
secondes d’agitation supplémentaire à 200rpm, l’absorbance est mesurée à 490nm.  
Après correction des valeurs selon le blanc, une droite d’étalonnage est obtenue et permet de 






ANNEXE 5. Méthode de Blumenkrantz en microplaque 
Préparation des différentes solutions  
 
 Solution de Na2B4O7 à 120nM dans du H2SO4 96%  
 
Dans un erlenmeyer on pèse 0,603g de Na2B4O7 puis on ajoute environ 20mL de H2SO4 96%. 
Cette solution est placée aux ultrasons jusqu’à dissolution complète du sel dans l’acide (minimum 
2h). Une fois la solution homogène, elle est transvasée dans une fiole de 25mL qui est complétée 
avec du H2SO4 96% en rinçant l’erlenmeyer.  
 
 Solution de m-hydroxydiphenyl  
 
Pour cela il faut préparer deux solutions en parallèle qui ne seront mises en contact qu’au dernier 
moment.  
Solution 1 : H2SO4 80% (v/v). Dans une fiole jaugée de 10 mL sont introduits 1mL d’eau distillée 
puis 8,29 mL d’acide sulfurique à 96%. L’ensemble est complété à l’eau distillée.  
Solution 2 : M-hydroxydiphenyl dans le DMSO à 100 mg/mL. Dans un vial sont pesés 100 mg de 
M-hydroxydiphenyl et 1mL de DMSO est ajouté. Le vial est agité afin de dissoudre le réactif dans 
le DMSO.  
 
Au dernier moment, (avant de devoir le verser dans les puits de la microplaque, la solution finale 
de m-hydroxydiphenyl est préparée. 200μL de la solution dans le DMSO sont ajoutés à 4,8mL 
d’acide H2SO4 à 80%(v/v).  
 
Préparation des solutions étalons pour la courbe de calibration  
 
Dans une fiole jaugée de 100mL, 20 mg d’acide d-galacturonique sont pesés et la fiole est 
complétée jusqu’au trait de jauge avec de l’eau distillée. A partir de la solution mère obtenue 
(concentration de 200mg/L), les solutions filles sont formées de la façon suivante : 
 
Tableau A 2. Etalons préparés pour la calibtration de l’acide galacturonique 
Volume de 
solution mère  
Volume d’eau 
distillée ajoutée  
Volume total de 
solution  
Concentration  
1 mL  0.5 mL  1,5 mL  150 mg/L  
1 mL  1 mL  2 mL  100 mg/L  
1 mL  3 mL  4 mL  50 mg/L  
1 mL  4 mL  5 mL  40 mg/L  
1 mL  7 mL  8 mL  25 mg/L  






Préparation des échantillons  
 
 Hydrolyse des graines :  
 
Environ 150 mg de graines broyées sont pesées et insérées dans des flacon en verre de 15 mL. 
1,5 mL d’acide sulfurique à 96% sont ajoutés sur les graines broyées et les flacons sont laissés à 
température ambiante pendant 30 min. Ensuite 8,5 mL d’eau distillée sont ajoutés et les flacons 
sont placés 30 min dans une étuve à 100°C. Une fois sortis de l’étuve, les flacons sont laissés 
refroidir puis le contenu est placé dans une fiole jaugée de 50 mL complétée ave de l’eau distillée 
en rinçant le flacon. 
  
 Préparation des solutions de mucilages :  
 
Environ 25 mg de mucilage lyophilisés sont pesés et placés dans une fiole jaugée de 50 mL 
complétée avec de l’eau distillée. La fiole est bien agitée afin de dissoudre totalement le mucilage 
dans l’eau.  
 
 Préparation de la microplaque :  
 
Pour chaque puits de la μplaque (en quartz) (blanc, calibration ou échantillons) 40 μL de 
solution à doser sont insérés (pour les blancs c’est 40μL d’eau distillée). Ensuite 200 μL de la 
solution acide de Na2B4O7 sont ajoutés puis le tout est agité par aspiration dans la micropipette 
plusieurs fois. La microplaque est mise à agiter 5 min dans le spectrophotomètre (200 rpm) puis 
mise à incuber 30min à 100°C. Après refroidissement jusqu’à température ambiante, l’absorbance 
de référence des puits est mesurée à 540 nm. Ensuite, 40μL de la solution de m-hydroxydiphenyl 
fraichement préparée sont ajoutés. Le tout est agité par aspiration dans la micropipette plusieurs 
fois pour assurer une bonne homogénéité et ainsi favoriser la réaction qui confère sa couleur à la 
solution. La plaque est mise à agiter pendant 2 min puis une mesure de l’absorbance à 540 nm est 
réalisée toutes les deux minutes pendant 60 minutes afin de faire un suivi cinétique. L’absorbance 
de référence est retirée des mesures d’absorbances réalisées après ajout du m-hydroxydiphenyl et 







ANNEXE 6. Fichiers topologiques et de champ de force –Tout atome 
Base CHARMM36 
La base des fichiers topologiques et de champ de force utilisés est déjà disponible avec le package 
NAMDVMD. (respectivement « CHARMM36 All-Hydrogen Lipid Topology File » et 
« CHARMM36 All-Hydrogen Parameter File » ), parfois nommés avec le préfixe « top_all36» ou 
« par_all36 ». Ils sont basés sur plusieurs articles (Klauda et al., 2012, 2010). Les paramètres 
concernant les hydroperoxydes ont été ajoutés en modifiant les paramètres du DLPC normal 
(Garrec et al., 2014b). Ici, sont placées uniquement les parties modifiées concernant les DLPC 
hydroperoxydés en position 9 et 13. Le DLPC normal est déjà configuré.  
Ajouts au fichier topologique top_all36_lipid_MISC…… 
MASS  -1  HGP1       1.00800 H ! Hydrogen hydroperoxide 
MASS  -1  HGA1       1.00800 H ! Hydrogen carbon hydroperoxide 
MASS  -1  CG31      12.01100 C ! hydroperoxide 
MASS  -1  OG31 15.99940 O ! hydroperoxyde 
….. 
 
RESI DLP9       0.00  !   1-9 hydroperoxylinoleyl, 2-linoleoyl--sn-glycero-3-Phosphatidylcholine 
…… 
GROUP                  !               | 
ATOM C29  CG31    0.08 !       H9R ---C29 |          
ATOM H9R  HGA1    0.09 !               |   O9Y  
ATOM O9Y  OG31   -0.14 !               |    | 
ATOM O9Z  OG31   -0.39 !               |    O9Z---H9Z  |  
ATOM H9Z  HGP1    0.36 !               | 
GROUP                  !        H10R---C210              | 
ATOM C210 CEL1   -0.15 !               ||  (TRANS)    | 
ATOM H10R HEL1    0.15 !               ||              | 
GROUP                  !        H11R---C211           | 
ATOM C211 CEL1   -0.15 !               |              | 
ATOM H11R HEL1    0.15 !       H12R---C212           |   |              | 
GROUP                  !               || (CIS)       | 
ATOM C212 CEL1   -0.15 !               ||             | 
ATOM H12R HEL1    0.15 !        H13R---C213           | 
…… 
 
! Chain from C2 
…… 
BOND  C28  H8R       C28  H8S       C28  C29 
BOND  C29  H9R       C29  O9Y       O9Y  O9Z 
BOND  O9Z  H9Z 
BOND  C29  C210 
DOUBLE C210 C211 
BOND  C210 H10R       
BOND  C211 H11R      C211 C212 





DOUBLE C212 C213 
BOND  C213 H13R      C213 C214 
BOND  C214 H14R      C214 H14S      C214 C215 
BOND  C215 H15R      C215 H15S      C215 C216 
BOND  C216 H16R      C216 H16S      C216 C217 
BOND  C217 H17R      C217 H17S      C217 C218 
BOND  C218 H18R      C218 H18S      C218 H18T 
 
! IC table from CHARMM ic generate 
!     I     J     K    L  R(I(J/K)) T(I(JK/KJ))  PHI   T(JKL)  R(KL)  
IC C27 C28 C29 C210 1.5744 111.76 -44.62 112.65 1.502 
IC C210 C28 *C29 H9R 1.502 112.65 -123.73 112.43 1.1 
IC C28 C29 C210 C211 1.538 112.65 -88.01 122.62 1.45 
IC C211 C29 *C210 H10R 1.45 122.62 -180 118.69 1.1 
IC C28 C29 O9Y O9Z 1.502 109.73 69.41 106.67 1.4588 
IC C28 C210 *C29 H9R 1.502 112.65 -122.97 110.8 1.111 
IC C28 C210 *C29 O9Y 1.502 112.65 120.01 102.69 1.415 
IC C29 O9Y O9Z H9Z 1.415 106.67 125.95 104.5 0.9726 
IC C29 C210 C211 C212 1.502 122.62 178.87 121.77 1.34 
IC C212 C210 *C211 H11R 1.34 121.77 180.00 119.12 1.100 
IC C210 C211 C212 C213 1.45 121.77 -168.51 125.2 1.401 
IC C213 C211 *C212 H12R 1.401 125.2 -180 117.4 1.100 
IC C211 C212 C213 C214 1.5595 129.71 -2.78 124.41 1.5034 
IC C214 C212 *C213 H13R 1.5034 124.41 0.00 112.53 1.1 
IC C212 C213 C214 C215 1.4010 124.41 -158.80 108.96 1.5671 
 
RESI DL13       0.00  !  ! 1-13 hydroperoxylinoleyl, 2-linoleoyl--sn-glycero-3-phosphatidylcholine 
…. 
GROUP                  !        H9R ---C29   
ATOM C29  CEL1   -0.15 !               ||          
ATOM H9R  HEL1    0.15 !               ||    
GROUP                  !        H10R---C210              | 
ATOM C210 CEL1   -0.15 !               |  (CIS)    | 
ATOM H10R HEL1    0.15 !               |              | 
GROUP                  !        H11R---C211           | 
ATOM C211 CEL1   -0.15 !               ||             | 
ATOM H11R HEL1    0.15 !       H12R---C212           |   |              | 
GROUP                  !               | (TRANS)       | 
ATOM C212 CEL1   -0.15 !               |             | 
ATOM H12R HEL1    0.15 !        H13R---C213---H13Y           | 
GROUP                  !               |              | 
ATOM C213 CG31    0.08 !       H13R ---C213            |          
ATOM H13R  HGA1    0.09 !               |    O13Y 
ATOM O13Y  OG31   -0.14 !               |    | 
ATOM O13Z  OG31   -0.39 !               |    O13Z---H13Z  |  
ATOM H13Z  HGP1    0.36 !               | 
GROUP                  !        H14R---C214---H14S    | 
ATOM C214 CTL2   -0.18 !               |              | 
ATOM H14R HAL2    0.09 !               |              | 






! Chain from C2 
…… 
BOND  C28  H8R       C28  H8S       C28  C29 
BOND  C29  H9R        
DOUBLE C29 C210 
BOND  C210 H10R      C210 C211 
BOND  C211 H11R      C212 C213 
BOND  C212 H12R 
DOUBLE C211 C212 
BOND  C213 H13R      C213 C214      C213 O13Y 
BOND  O13Y O13Z      O13Z H13Z 
BOND  C214 H14R      C214 H14S      C214 C215 
… 
IC C27 C28 C29 C210 1.5744 112.00 -120.83 129.97 1.3959 
IC C210 C28 *C29 H9R 1.3959 129.97 175.44 112.43 1.1000 
IC C211 C210 C29 C28 1.5595 129.71 -2.78 124.41 1.5034 
IC C211 C213 *C212 H12R 1.45 122.62 -180 118.69 1.1 
IC C214 C213 O13Y O13Z 1.502 109.73 69.41 106.67 1.4588 
IC C214 C212 *C213 H13R 1.502 112.65 -122.97 110.8 1.111 
IC C214 C212 *C213 O13Y 1.502 112.65 120.01 102.69 1.415 
IC C213 O13Y O13Z H13Z 1.415 106.67 125.95 104.5 0.9726 
IC C213 C212 C211 C210 1.502 122.62 178.87 121.77 1.34 
IC C210 C212 *C211 H11R 1.34 121.77 180.00 119.12 1.100 
IC C212 C211 C210 C29 1.45 121.77 -168.51 125.2 1.401 
IC C29 C211 *C210 H10R 1.401 125.2 -180 117.4 1.100 
IC C28 C210 *C29 H9R 1.5034 124.41 0.00 112.53 1.1 
IC C210 C29 C28 C27 1.4010 124.41 -158.80 108.96 1.5671 
IC C213 C215 *C214 H14R 1.5132 112.00 -130.36 105.76 1.1110 
IC H14R C213 *C214 H14S 1.1110 104.52 -122.37 111.15 1.1110 
IC C216 C215 C214 C213 1.4872 118.52 -179.47 112.00 1.5132 
IC C213 C215 *C214 H14R 1.5132 112.00 -130.36 105.76 1.1110 
 
END 
Fichier de champ de force par_all36_cgenff.prm 
CG31     0.0       -0.0320     2.0000 ! C hydroperoxyde 
OG31     0.0       -0.1000     1.6500 ! O de l'hydroperoxyde 
Fichier de champ de force par_all36_lipid.prm 
!atom type Kb          b0 
 
CG31  OG31  719.520     1.415 
OG31  OG31  512.450    1.459 
CEL1  CG31  729.512     1.502 
CG31  HGA1  617.590    1.111 
CG31  OG31  719.520    1.415 
CG31  CTL2  444.700     1.538 





ANNEXE 7. Etapes d’équilibration de la bicouche lipidique 
 
6 étapes d’équilibration de la membrane vont être effectuées. La première est indiquée ci-dessous.  
Les autres diffèrent principalement par le temps d’équilibration. 
1 – 25000 steps soit 25 ps (1ps/step) 
2 – 25000 steps soit 25 ps 
3 -  25000 steps soit 25 ps 
4 – 100000 steps soit 200 ps (2ps/step) 
5 – 100000 steps soit 200 ps 
6 – 100000 steps soit 200 ps 
Soit un total de 375000 steps, 675ps ou 0,675ns 
 
structure          ionized.psf 
coordinates        ionized.pdb 
 
set temp           303.15; 
set outputname step6.1_equilibration; 
 
source             step5_assembly.namd.str 
 
temperature        $temp; 
 
outputName         step6.1_equilibration;  
# base name for output from this run 
# NAMD writes two files at the end, final coord and vel 
# in the format of first-dyn.coor and first-dyn.vel 
 
firsttimestep        0;                 
# last step of previous run 
restartfreq        500;     
# 500 steps = every 1ps 
dcdfreq           1000; 
 
dcdUnitCell        yes;                 
# the file will contain unit cell info in the style of 
# charmm dcd files. if yes, the dcd files will contain 
# unit cell information in the style of charmm DCD files. 
xstFreq           1000;                 
# XSTFreq: control how often the extended systen configuration 
# will be appended to the XST file 
outputEnergies     125;                 
# 125 steps = every 0.25ps 
# The number of timesteps between each energy output of NAMD 
outputTiming      1000;                 
# The number of timesteps between each timing output shows 
# time per step and time to completion 
 
# Force-Field Parameters 
paraTypeCharmm     on;                  
# We're using charmm type parameter file(s) 
# multiple definitions may be used but only one file per definition 
parameters          toppar/par_all36m_prot.prm 





parameters          toppar/par_all36_lipid.prm 
parameters          toppar/par_all36_cgenff.prm 
parameters          toppar/toppar_water_ions.str 
parameters          toppar/toppar_all36_lipid_miscellaneous.str 
parameters          toppar/toppar_all36_lipid_model.str 
parameters          toppar/toppar_all36_lipid_prot.str 
 
# These are specified by CHARMM 
exclude             scaled1-4           
# non-bonded exclusion policy to use "none,1-2,1-3,1-4,or scaled1-4" 
# 1-2: all atoms pairs that are bonded are going to be ignored 
# 1-3: 3 consecutively bonded are excluded 
# scaled1-4: include all the 1-3, and modified 1-4 interactions 
# electrostatic scaled by 1-4scaling factor 1.0 
# vdW special 1-4 parameters in charmm parameter file. 
1-4scaling          1.0 
switching            on 
vdwForceSwitching   yes;                
# New option for force-based switching of vdW 
# if both switching and vdwForceSwitching are on CHARMM force 
# switching is used for vdW forces. 
# You have some freedom choosing the cutoff 
cutoff              12.0;               
# may use smaller, maybe 10., with PME 
switchdist          10.0;               
# cutoff - 2. 
# switchdist - where you start to switch 
# cutoff - where you stop accounting for nonbond interactions. 
# correspondence in charmm: 
# (cutnb,ctofnb,ctonnb = pairlistdist,cutoff,switchdist) 
pairlistdist        16.0;              
# stores all the pairs within the distance. It should be larger 
# than cutoff( + 2.)  
stepspercycle       20;                 
# 20 redo pairlists every ten steps 
pairlistsPerCycle    2;                 
# 2 is the default  
# cycle represents the number of steps between atom reassignments 
# this means every 20/2=10 steps the pairlist will be updated 
                         
# Integrator Parameters 
timestep            1.0;               # fs/step 
rigidBonds          all;                
# Bound constraint all bonds involving H are fixed in length 
nonbondedFreq       1;                  
# nonbonded forces every step 
fullElectFrequency  1;                  
# PME every step 
 
# Constant Temperature Control ONLY DURING EQUILB 
reassignFreq        500;                
# reassignFreq:  use this to reassign velocity every 500 steps 
reassignTemp        $temp; 
 
# Periodic Boundary conditions. Need this since for a start... 





   set b [expr {$a / 2 * sqrt(3)}] 
   set d [expr {$a / 2}] 
   set wrapnearst on 
} else { 
   set wrapnearst off 
   set d 0.0 
} 
 
cellBasisVector1     $a   0.0   0.0;   # vector to the next image 
cellBasisVector2     $d    $b   0.0; 
cellBasisVector3    0.0   0.0    $c; 
cellOrigin          $xcen $ycen $zcen;   # the *center* of the cell 
 
wrapWater            on;                
# wrap water to central cell 
wrapAll              on;                
# wrap other molecules too 
wrapNearest $wrapnearst;                
# use for non-rectangular cells (wrap to the nearest image) 
 
# PME (for full-system periodic electrostatics) 
PME                yes; 
PMEInterpOrder       6;                 
# interpolation order (spline order 6 in charmm) 
PMEGridSpacing     1.0;                 
# maximum PME grid space / used to calculate grid size 
 
# Pressure and volume control 
useGroupPressure       yes;             
# use a hydrogen-group based pseudo-molecular viral to calcualte 
pressure and 
# has less fluctuation, is needed for rigid bonds (rigidBonds/SHAKE) 
useFlexibleCell        yes;             
# yes for anisotropic system like membrane  
useConstantRatio       yes;             
# keeps the ratio of the unit cell in the x-y plane constant A=B 
 
langevin                on 
langevinDamping         1.0 
langevinTemp            $temp 
langevinHydrogen        off 
 
# A partir de la troisieme phase d’équilibre, le bloc suivant est 
ajouté 
 
## constant pressure 
#langevinPiston          on 
#langevinPistonTarget    1.01325 
#langevinPistonPeriod    50.0 
#langevinPistonDecay     25.0 










ANNEXE 8. Etape de production de la bicouche lipidique 
 
Après équilibration, la bicouche est observée pendant 1 nanoseconde à atmosphère contrôlée. Un 
autre fichier de production peut être également ajouté pour un temps supplémentaire 
 
structure          ionized.psf 
coordinates        ionized.pdb 
 
set temp           303.15; 
outputName         step7.1_production; # base name for output from this run 
                                       # NAMD writes two files at the end, final coord and vel 
                                       # in the format of first-dyn.coor and first-dyn.vel 
 
set inputname      step6.6_equilibration; 
binCoordinates     $inputname.coor;    # coordinates from last run (binary) 
binVelocities      $inputname.vel;     # velocities from last run (binary) 
extendedSystem     $inputname.xsc;     # cell dimensions from last run (binary) 
restartfreq        500;                # 500 steps = every 1ps 
dcdfreq           1000; 
dcdUnitCell        yes;                # the file will contain unit cell info in the style of 
                                       # charmm dcd files. if yes, the dcd files will contain 
                                       # unit cell information in the style of charmm DCD files. 
xstFreq            500;                # XSTFreq: control how often the extended systen configuration 
                                       # will be appended to the XST file 
outputEnergies     125;                # 125 steps = every 0.25ps 
                                       # The number of timesteps between each energy output of NAMD 
outputTiming       500;                # The number of timesteps between each timing output shows 
                                       # time per step and time to completion 
 
# Force-Field Parameters 
paraTypeCharmm     on;                 # We're using charmm type parameter file(s) 
                                       # multiple definitions may be used but only one file per definition 
parameters          toppar/par_all36m_prot.prm 
parameters          toppar/par_all36_na.prm 
parameters          toppar/par_all36_carb.prm 
parameters          toppar/par_all36_lipid.prm 
parameters          toppar/par_all36_cgenff.prm 
parameters          toppar/toppar_water_ions.str 
parameters          toppar/toppar_all36_lipid_miscellaneous.str 
source step5_assembly.namd.str 
 
# These are specified by CHARMM 
exclude             scaled1-4          # non-bonded exclusion policy to use "none,1-2,1-3,1-4,or 
scaled1-4" 
                                       # 1-2: all atoms pairs that are bonded are going to be ignored 
                                       # 1-3: 3 consecutively bonded are excluded 
                                       # scaled1-4: include all the 1-3, and modified 1-4 interactions 





                                       # vdW special 1-4 parameters in charmm parameter file. 
1-4scaling          1.0 
switching           on 
vdwForceSwitching   yes;               # New option for force-based switching of vdW 
                                       # if both switching and vdwForceSwitching are on CHARMM force 
                                       # switching is used for vdW forces. 
 
# You have some freedom choosing the cutoff 
cutoff              12.0;              # may use smaller, maybe 10., with PME 
switchdist          10.0;              # cutoff - 2. 
                                       # switchdist - where you start to switch 
                                       # cutoff - where you stop accounting for nonbond interactions. 
                                       # correspondence in charmm: 
                                       # (cutnb,ctofnb,ctonnb = pairlistdist,cutoff,switchdist) 
pairlistdist        16.0;              # stores the all the pairs with in the distance it should be larger 
                                       # than cutoff( + 2.)  
stepspercycle       20;                # 20 redo pairlists every ten steps 
pairlistsPerCycle    2;                # 2 is the default  
                                       # cycle represents the number of steps between atom reassignments 
                                       # this means every 20/2=10 steps the pairlist will be updated 
                           
# Integrator Parameters 
timestep            2.0;               # fs/step 
rigidBonds          all;               # Bound constraint all bonds involving H are fixed in length 
nonbondedFreq       1;                 # nonbonded forces every step 
fullElectFrequency  1;                 # PME every step 
 
wrapWater           on;                # wrap water to central cell 
wrapAll             on;                # wrap other molecules too 
if { $boxtype == "hexa" } { 
wrapNearest         on;                # use for non-rectangular cells (wrap to the nearest image) 
} else { 
wrapNearest         off;               # use for non-rectangular cells (wrap to the nearest image) 
} 
 
# PME (for full-system periodic electrostatics) 
PME                yes; 
PMEInterpOrder       6;                # interpolation order (spline order 6 in charmm) 
PMEGridSpacing     1.0;                # maximum PME grid space / used to calculate grid size 
 
# Constant Pressure Control (variable volume) 
useGroupPressure       yes;            # use a hydrogen-group based pseudo-molecular viral to 
calcualte pressure and 
                                       # has less fluctuation, is needed for rigid bonds (rigidBonds/SHAKE) 
useFlexibleCell        yes;            # yes for anisotropic system like membrane  
useConstantRatio       yes;            # keeps the ratio of the unit cell in the x-y plane constant A=B 
 
langevinPiston          on;            # Nose-Hoover Langevin piston pressure control 
langevinPistonTarget  1.01325;         # target pressure in bar 1atm = 1.01325bar  






                                       # f=1/T=20.0(pgamma) 
langevinPistonDecay   25.0;            # oscillation decay time. smaller value correspons to larger 
random 
                                       # forces and increased coupling to the Langevin temp bath. 
                                       # Equall or smaller than piston period 
langevinPistonTemp   $temp;            # coupled to heat bath 
 
# Constant Temperature Control 
langevin                on;            # langevin dynamics 
langevinDamping        1.0;            # damping coefficient of 1/ps (keep low) 
langevinTemp         $temp;            # random noise at this level 
langevinHydrogen       off;            # don't couple bath to hydrogens 
margin      5; 
# run 
numsteps          1000000;             # run stops when this step is reached 






ANNEXE 9. Construction d'une bicouche lipidique avec Packmol 
Un fichier texte est créé d'extension .inp.  
Les fichiers pdb de l'eau et des lipides sont placés dans le même dossier que le fichier de 
configuration (Attention, le fichier pdb du phospholipide doit avoir ses atomes nommés et 
numérotés en fonction des fichiers topologiques définis). Sous cygwin64 ou cygwin32, le fichier 
est appelé par : ./packmol < conf.inp 
 
Exemple de fichier de configuration pour une bicouche comportant un certain nombre de 
lipides oxydés 
 
# Double couche lipidique entourée d'eau 
 
# Chaque atome de différentes molécules sera éloigné des autres d'au 
moins 2 angströms. 
 
tolerance 2.0  
 








# Couche d'eau sous les lipides 
# Les 3 premiers nombres sont les coordonnées x,y,z minimales pour les 
molécules d'eau et les autres nombres sont les coordonnées maximales. 
La couche d'eau a ici des côtés de 100 angströms dans les directions x 
et z et 20 angströms dans la direction z.  
 
structure watermm3.pdb  
  number 3000 
  inside box 0. 0. -20. 100. 100. 0. 
end structure 
 
# Couche d'eau au-dessus des lipides 
   
structure watermm3.pdb 
  number 3000 
  inside box 0. 0. 30. 100. 100. 50. 
end structure 
 
# Première couche de lipides. Les têtes polaires sont orientées vers 
les molécules d'eau. 
# 86 lipides non oxydés seront placés dans une couche de côté 100 et de 
hauteur 20. Les atomes 2 et 6 du fichier pdb, qui appartiennent à la 





atomes 88 et 133, qui correspondent à la terminaison hydrophobe devront 
être au dessus du plan z=5.  
  
structure DLPC.pdb 
   number 86 
   inside box 0. 0. 0. 100. 100. 20. 
    atoms 2 6 
      below plane 0. 0. 1. 2. 
    end atoms 
    atoms 88 133 
      over plane 0. 0. 1. 5. 
    end atoms 
 end structure  
 
# 4 lipides oxydés seront placés dans une couche de côté 100 et de 
hauteur 20. Les atomes 2 et 6 du fichier pdb, qui appartiennent à la 
tête polaire, sont contraints à être en dessous du plan z=2 et les 
atomes 88 et 133, qui correspondent à la terminaison hydrophobe devront 
être au dessus du plan z=5.  
 
structure DLPC9OOH.pdb 
   number 4 
   inside box 0. 0. 0. 100. 100. 20. 
    atoms 2 6 
      below plane 0. 0. 1. 2. 
    end atoms 
    atoms 88 133 
      over plane 0. 0. 1. 5. 
    end atoms 
 end structure  
 
# Seconde couche de lipides  
# Ici, les têtes polaires sont orientées vers les molécules d'eau qui 
sont au dessus de la bicouche lipidique. Les plans sont z=25 et z=28 
   
structure DLPC.pdb 
  number 86 
  inside box 0. 0. 10. 100. 100. 30. 
  atoms 88 133 
    below plane 0. 0. 1. 25. 
  end atoms 
  atoms 2 6 
    over plane 0. 0. 1. 28.  
  end atoms 
end structure  
 
structure DLPC9OOH.pdb 
  number 4 
  inside box 0. 0. 10. 100. 100. 30. 
  atoms 88 133 
   below plane 0. 0. 1. 25. 
  end atoms 
  atoms 2 6 
    over plane 0. 0. 1. 28.  
  end atoms 





ANNEXE 10. Fichiers de configuration GROS-GRAINS 
Fichier de définition des grains. 
Les différents grains du fichier sont détaillés dans le tableau ci-dessous. Ils sont encadrés par 
les balises CGBEGIN et CGEND et nommés par la première ligne. Ensuite, le nom du résidu 
(DLP ici) précède le nom de l’atome compris dans le grain.Ce fichier est utilisé par le module CG 
builder du logiciel VMD. 
#Grain CH3 terminal 1 
CGBEGIN 
DLP CH3A 0 
DLP C46 0 
DLP H117 0 
DLP H118 0 
DLP H119 0 
CGEND 
 
#Grain CH3 terminal 2 
CGBEGIN 
DLP CH3B 0 
DLP C54 0 
DLP 2H13 0 
DLP 3H13 0 





DLP CHOL 0 
DLP N38 0 
DLP C40 0 
DLP C39 0 
DLP C41 0 
DLP H100 0 
DLP H101 0 
DLP H102 0 
DLP H103 0 
DLP H104 0 
DLP H105 0 
DLP H106 0 
DLP H107 0 
DLP H108 0 
DLP C36 0 
DLP C37 0 
DLP H96 0 
DLP H97 0 
DLP H98 0 





DLP PO4 0 
DLP P32 0 
DLP O31 0 
DLP O33 0 
DLP O34 0 
DLP O35 0 
DLP C17 0 
DLP H76 0 
DLP H77 0 
CGEND 
 
#Grain entre phosphate 
et chaîne 1 
CGBEGIN 
DLP EST1 0 
DLP C18 0 
DLP H78 0 
DLP H79 0 
DLP C20 0 
DLP O19 0 
DLP O30 0 
CGEND 
 
#1er grain de la chaîne 1 
CGBEGIN 
DLP PRA1 0 
DLP C22 0 
DLP C21 0 
DLP C23 0 
DLP H80 0 
DLP H81 0 
DLP H82 0 
DLP H83 0 
DLP H84 0 




DLP PRA2 0 
DLP C25 0 
DLP C24 0 
DLP C26 0 
DLP H86 0 
DLP H87 0 
DLP H88 0 
DLP H89 0 
DLP H90 0 
DLP H91 0 
CGEND 
 
#Grain de l’hydroperoxyde 
CGBEGIN 
DLP PRA3 0 
DLP C28 0 
DLP C27 0 
DLP     O135 0 
DLP     O136 0 
DLP H92 0 
DLP H93 0 
DLP H94 0 




DLP PRA4 0 
DLP C29 0 
DLP C47 0 
DLP H95 0 




DLP PRA5 0 
DLP C48 0 
DLP C49 0 
DLP H122 0 




DLP PRA6 0 
DLP C50 0 
DLP C51 0 
DLP C52 0 
DLP C53 0 
DLP H124 0 
DLP H125 0 
DLP H126 0 
DLP H127 0 
DLP H128 0 
DLP H129 0 
DLP H130 0 




DLP EST2 0 
DLP C16 0 
DLP H75 0 
DLP O12 0 
DLP C10 0 




DLP PRB1 0 
DLP C8 0 
DLP C9 0 
DLP C7 0 
DLP H65 0 
DLP H66 0 
DLP H67 0 
DLP H68 0 
DLP H69 0 









DLP PRB3 0 
DLP C2 0 
DLP C3 0 
DLP O138 0 
DLP O139 0 
DLP H140 0 
DLP H56 0 
DLP H57 0 





DLP PRB4 0 
DLP C1 0 
DLP C13 0 
DLP H55 0 




DLP PRB5 0 
DLP C14 0 
DLP C15 0 
DLP H73 0 




DLP PRB6 0 
DLP C42 0 
DLP C43 0 
DLP C44 0 
DLP C45 0 
DLP H109 0 
DLP H110 0 
DLP H111 0 
DLP H112 0 
DLP H113 0 
DLP H114 0 
DLP H115 0 




Fichier topologique selon MARTINI (exemple d’un hydroperoxyde en position 13). 
27 1 
RESI DL2       0.0 ! 
ATOM CHOL   Q0   1.0 ! LE FRAGMENT CHOLINE A UNE INDICATION CHARGE +1   
ATOM PO4   QaL  -1.0 ! LE FRAGMENT PO4 A UNE INDICATION CHARGE -1 (de même accepteur 
d'hydrogène a) 
ATOM EST1   NaL  0.0 ! LE FRAGMENT EST1 EST NON POLAIRE, ACCEPTEUR D'HYDROGENE 
ATOM P2A1   C1   0.0 ! LES FRAGMENTS CARBONES SONT APOLAIRES   
ATOM P2A2   C1   0.0 ! 
ATOM P2A3   C3c  0.0 ! LE FRAGMENT DE LA PREMIERE DOUBLE LIAISON EST PLUS 
POLAIRE QU'UNE LIAISONS SIMPLE et la liaison est CIS 
ATOM P2A4   C3t   0.0 ! LE FRAGMENT DE LA PREMIERE DOUBLE LIAISON EST PLUS 
POLAIRE QU'UNE LIAISONS SIMPLE et la liaison est TRANS 
ATOM P2A5   P2   0.0     ! LE FRAGMENT HYDROPEROXYDE EST POLAIRE, MIS AU NIVEAU 2 
ATOM P2A6   C1   0.0 !  
ATOM CH3A   C1   0.0    ! 
ATOM EST2   NaL  0.0 !  
ATOM P2B1   C1   0.0 !  
ATOM P2B2   C1   0.0 !  
ATOM P2B3 C3c   0.0 ! 
ATOM P2B4 C3t   0.0 ! 





ATOM P2B6 C1   0.0 ! 
ATOM CH3B C1  0.0 
! LES LIENS ENTRE FRAGMENTS SONT PRECISES ENSUITE 
BOND  CHOL PO4  PO4 EST2  EST2 EST1  
BOND  EST1 P2A1  P2A1 P2A2  P2A2 P2A3  P2A3 P2A4  P2A4 P2A5  P2A5 P2A6  P2A6 
CH3A 
BOND  EST2 P2B1  P2B1 P2B2  P2B2 P2B3  P2B3 P2B4  P2B4 P2B5  P2B5 P2B6  P2B6 
CH3B 
ANGLE CHOL PO4 EST2  PO4 EST2 EST1  PO4 EST2 P2B1  EST1 EST2 P2B1  EST2 EST1 
P2A1 
 ! LES ANGLES SONT PRECISES ENSUITE 
ANGLE EST1 P2A1 P2A2  P2A1 P2A2 P2A3  P2A2 P2A3 P2A4  P2A3 P2A4 P2A5  P2A4 
P2A5 P2A6  P2A5 P2A6 CH3A 
ANGLE EST2 P2B1 P2B2  P2B1 P2B2 P2B3  P2B2 P2B3 P2B4  P2B3 P2B4 P2B5  P2B4 P2B5 
P2B6  P2B5 P2B6 CH3B 
 
END 
Fichier du champ de force selon MARTINI 
Les fichiers du champ de force n’ont pas besoin d’être modifiés.Il sera fait appel aux fichiers déjà 









ANNEXE 11. Etape d’équilibration de la vésicule 
set outputname  system-min 
set restart 0 
set temperature    310 
cosAngles          on 
structure   solvate.psf  
coordinates  solvate.pdb 
temperature      $temperature 
firsttimestep   0 
 
paraTypeCharmm     on 
parameters          martini-all-nonb.par 
parameters      martini-lipids-bonds-angles-dihedrals.par  
 
exclude             1-2 
1-4scaling          1.0 
cutoff              12.0 
martiniSwitching    on 
switching           on 
PME       off 
switchdist          9.0 
pairlistdist        14.0 
dielectric          15.0 
 
# Integrator Parameters 
timestep            20.0 
nonbondedFreq       1  
stepspercycle       10 
 
# Constant Temperature Control 
langevin            yes    ;# do langevin dynamics 
langevinDamping     1      ;# damping coefficient (gamma) of 1/ps 





langevinHydrogen    off    ;# don't couple langevin bath to hydrogens 
 
# Periodic Boundary Conditions 
if {1} { 
cellBasisVector1   115.537004  0       0 
cellBasisVector2   0       115.473003  0 
cellBasisVector3   0       0        114.858007 
cellOrigin         40.466881 39.422688 39.596134 
} 
wrapAll             on 
 
# Constant Pressure Control (variable volume) 
useGroupPressure      no 
useFlexibleCell       yes 
useConstantArea       no 
useConstantRatio      yes 
langevinPiston        yes 
langevinPistonTarget  1.01325 ;#  in bar -> 1 atm 
langevinPistonPeriod  2000.  #usually 2000 for RBCG system  
langevinPistonDecay   1000.  #usually 1000 for RBCG system 
langevinPistonTemp    $temperature 
 
# Output 
outputName          $outputname 
restartfreq          1000    
dcdfreq              1000 
xstFreq              1000 
outputEnergies       100 
outputPressure       100 
if {$restart == 0} { 
minimize             5000 







ANNEXE 12. Etape de production de la vésicule 
 
set inputname  system-min 
set outputname system-npt-01 
set restart 1  
 
# Procédure pour récupérer le temps de l’ancienne simulation 
proc get_first_ts { xscfile } { 
  set fd [open $xscfile r] 
  gets $fd 
  gets $fd 
  gets $fd line 
  set ts [lindex $line 0] 
  close $fd 
  return $ts 
} 
 
set temperature    310 
cosAngles          on 
 
structure   solvate.psf  
coordinates  solvate.pdb 
 
if {$restart == 1} { 
  bincoordinates  $inputname.restart.coor 
  binvelocities   $inputname.restart.vel 
  extendedSystem  $inputname.restart.xsc 
  set currenttimestep [get_first_ts $inputname.restart.xsc] 
  COMMotion yes 
} else { 
  temperature $temperature 






firsttimestep   $currenttimestep 
  
# Input 
paraTypeCharmm      on 
parameters         martini-all-nonb.par 
parameters     martini-lipids-bonds-angles-dihedrals.par  
 
# Force-Field Parameters 
exclude             1-2 
1-4scaling          1.0 
cutoff              12.0 
martiniSwitching    on 
PME                 off 
switching           on 
switchdist           9.0 
pairlistdist        14 
dielectric      15.0 
 
# Integrator Parameters 
timestep           20.0  
nonbondedFreq       1  
stepspercycle       10 
 
# Constant Temperature Control 
langevin            yes  ;# do langevin dynamics 
langevinDamping     1     ;# damping coefficient(gamma)5/ps  
langevinTemp        $temperature 
langevinHydrogen    off    ;# don't couple langevin bath to hydrogens 
 
# Periodic Boundary Conditions  
if {1} { 
cellBasisVector1   114.261002  0       0 
cellBasisVector2   0       114.379002  0 





cellOrigin         40.154392 40.343761 40.279522 
} 
wrapAll             on 
 
# Constant Pressure Control (variable volume) 
useGroupPressure      no #  no hydrogens in CG hence set this to no inspite of 1 fs step 
useFlexibleCell       yes  
useConstantArea       no  
useConstantRatio      yes  
 
langevinPiston        yes 
langevinPistonTarget  1.01325 ;#  in bar -> 1 atm 
#one may need to bump up the pressure constants at first 
langevinPistonPeriod  2000.  #usually 2000  
langevinPistonDecay   1000.  #usually 1000 
langevinPistonTemp    $temperature 
 
# Output 
outputName          $outputname 
restartfreq          1000    
dcdfreq              1000 
xstFreq              1000 
outputEnergies       1000 
outputPressure       1000 
 
# Minimization 
if {$restart == 0} { 
minimize             20000 
reinitvels          $temperature 
} 
 
set totsimtime 5000000    






ANNEXE 13. Utilisation de l’outil Membplugin  
Calcul de l’aire par lipide 
Ce module calcule à la fois l’aire totale par lipide et l’aire par lipide de chaque espèce d’une 
bicouche correctement alignée sur l’axe z. C’est le cas pour les bicouches construites avec le 
logiciel packmol. Le module utilise une sélection d’atomes (ici, les carbones du groupement 
choline) représentatifs de la molécule. Les coordonnées X et Y de ces atomes sont projetés sur un 
plan et ce dernier est ensuite divisé en polygones selon le programme tiers qvoronoi (inclus dans 
le plugin). Ensuite, l’aire de chaque polygone est calculée. Ce calcul est effectué pour toutes les 
trames de la simulation (10000 trames). Une aire par lipide moyenne est alors calculée. L’aire par 
lipide totale est calculée plus simplement, en effectuant la division de la surface de la face x-y du 
cube de simulation par le nombre de lipides.  
Calcul de l’épaisseur de la membrane 
Ici, l’épaisseur est calculée entre les atomes de phosphore à partir de leur distribution en masse 
selon l’axe z pour les deux couches. La distance entre les deux pics de distribution donne 
l’épaisseur de la membrane. Elle est ensuite moyennée dans le temps selon le nombre de trames 
choisi. Le module peut également réaliser une carte de l’épaisseur de la membrane à une 
résolution donnée. Ici, avec un découpage de la bicouche sous forme d’une grille d’une résolution 
de 2 angströms, le logiciel réalise une carte à chaque trame. En sélectionnant 1 trame sur 10, une 
carte moyennée dans le temps est obtenue. Pour pouvoir la représenter avec les couleurs et les 
plages de valeurs choisies, les données sont exportées sous excel et une macro est réalisée pour 
mettre les données sous forme de matrice utilisable dans les surfaces de réponse d’Excel :  
Sub Matrice () 
    Dim Lig1&, Lig2&, Esp1&, Curs&, Esp2&, Col&, Var1&, Moy! ‘Déclaration des variables" 
    Esp1 = 2352  ‘Nombre de lignes entre deux trames " 
    Esp2 = 48 ‘Nombre de valeurs Y +1 " 
    Var1 = 0 ‘Variable augmentant entre chaque valeur X” 
    For LigA = 15 To 63 ‘Balayage des valeurs X en partant de la colonne 15 " 
    For Lig1 = 2 To Esp2 + 1 ‘Balayage des ordonnées pour une même abscisse X " 
    Curs = Lig1 + Esp2 * Var1 ‘Pour aller chercher la valeur de la prochaine abscisse’ 
    Moy = Cells(Curs, 4).Value 
    For Lig2 = 1 To 99 ‘Balayage des trames pour un même point " 
        'MsgBox Lig2" 
        Moy = Moy + Cells(Curs + Esp1, 4).Value 
        Curs = Curs + Esp1 





    Cells(Lig1 + 1, LigA).Value = Moy / 100 ‘Calcul et inscription de la moyenne par point ” 
    Next Lig1 
    Var1 = Var1 + 1 ‘On change de valeur X”  
    Next LigA 
End Sub 
 
Fraction de recouvrement 
Ce module calcule la fraction de contacts atomiques entre les deux couches. Il compte donc 
tout simplement le nombre d’atomes en contact avec la couche opposée. On considère ici que 
deux atomes sont en contact lorsque leur distance est inférieure à 4 angströms. La valeur donnée 
est une moyenne sur l’ensemble des trames. 
Profil de densité 
Ici, la densité d’atomes particuliers (ici l’oxygène de l’eau) est calculée selon l’axe z avec une 





ANNEXE 14. Calculs sur vésicules en Gros-Grains 
Analyse de l’auto-assemblage des lipides par modélisation gros grains. 
Ces calculs sont réalisés dans la console de VMD, après chargement des molécules et de la 
trajectoire à analyser (fichiers pdb, psf et dcd). Les codes ne sont pas optimisés. 
Calcul du rayon de giration d’un liposome dans l’eau (eau nommée W et WAF) 
Pour déterminer son évolution dans le temps (au cours des trames) 
# On crée un nouveau fichier 
set file [open "rgyr.dat" w]  
# On fait une boucle sur le nombre de trames à analyser  
for { set i 1 } { $i < 77 } {incr i } { 
# On selectionne les lipides 
set sel [atomselect top "not name W and not name WAF"] 
$sel frame $i 
$sel update 
# On mesure le rayon de giration de l’ensemble des lipides 
set dpr0 [measure rgyr $sel] 
# Ce résultat est ajouté au fichier. 
puts $file "$dpr0" } 
close $file 
Calcul de la distance entre phospholipides les plus proches en considérant le 
groupement PO4 
Considérant 10 phospholipides sur 5 trames consécutives 
set file [open "Dp-p.dat" w] 
# On considère les trames de 1 à 5 
for { set i 1 } { $i < 6 } {incr i } { 
set dpr2 0 
# On considère les 10 premiers phospholipides (pour des raisons de mémoire) 
for {set k 0 } { $k < 10 } { incr k } { 





$sel1 frame $i 
# On considère tous les PO4 proches du phospholipide considéré (dans un rayon de 10 
angströms) 
set sel2 [atomselect top "name PO4 and (within 10 of residue $k) and not residue $k"] 
$sel2 frame $i 
$sel2 update 
set dpr1 20 
# Pour chaque PO4 trouvé, on mesure la distance 
foreach residue [$sel2 get residue] { 
set sel3 [atomselect top "name PO4 and residue $residue" ] 
set dpr0 [measure rmsd $sel1 $sel3] 
# Si la distance est plus faible qu’avec le PO4 calculé précédemment, la distance est mise à 
jour  
if {$dpr0 < $dpr1} { set dpr1 $dpr0 }} 
# On additionne les distances les plus courtes trouvées 
set dpr2 [expr $dpr2 + $dpr1] 
puts $file "La distance la plus courte pour le residu $k dans la trame $i est avec le residu 
$residue : $dpr1"  
} 
# Et on en fait la moyenne 
puts $file "La distance moyenne est : : [expr $dpr2/10]" } 
close $file 
 
Considérant 50 phospholipides sur 5 trames consécutives avec seulement la moyenne indiquée 
# Une instruction pour libérer de la mémoire 
foreach v [ info vars ] { unset $v } 
set file [open "moyenne.dat" w] 
for { set i 0 } { $i < 6 } {incr i } { 
set dpr2 0 
for {set k 0 } { $k < 50 } { incr k } { 
set sel1 [atomselect top "residue $k and name PO4"] 
$sel1 frame $i 





$sel2 frame $i 
$sel2 update 
set dpr1 20 
foreach residue [$sel2 get residue] { 
set sel3 [atomselect top "name PO4 and residue $residue" ] 
set dpr0 [measure rmsd $sel1 $sel3] 
if {$dpr0 < $dpr1} { set dpr1 $dpr0 }} 
set dpr2 [expr $dpr2 + $dpr1] } 
puts $file "the average distance for frame : $i : [expr $dpr2/50]" } 
close $file 
 
Considérant 50 phospholipides toutes les 100 trames (pendant 500 trames) avec seulement la 
moyenne indiquée 
foreach v [ info vars ] { unset $v } 
set file [open "DPCPC9-9OOH.dat" w] 
for { set i 35 } { $i < 40 } {incr i } { 
set dpr2 0 
for {set k 0 } { $k < 50 } { incr k } { 
set sel1 [atomselect top "residue $k and name PO4"] 
set l [expr 100*$i] 
$sel1 frame $l 
set sel2 [atomselect top "name PO4 and (within 10 of residue $k) and not residue $k"] 
$sel2 frame $l 
$sel2 update 
set dpr1 50 
foreach residue [$sel2 get residue] { 
set sel3 [atomselect top "name PO4 and residue $residue" ] 
$sel3 frame $l 
set dpr0 [measure rmsd $sel1 $sel3] 
if {$dpr0 < $dpr1} { set dpr1 $dpr0 }} 
set dpr2 [expr $dpr2 + $dpr1] } 






Calcul du nombre de molécules d’eau au centre de la vésicule 
Nombre de molécules d’eau au centre de la vésicule pour chaque trame : une distance 
maximale est définie par rapport à ce centre. On considère cette distance comme celle séparant le 
centre et le PO4 le plus éloigné moins deux longueurs moyennes des phospholipides plus une 
marge. Ce calcul n’est cependant pas valable en cas de présence de multiples poches d’eau et 
d’une vésicule éloignée de la forme sphérique. 
set file [open "nbreEAU.dat" w] 
set margeXYZ 15 
set dpr0 1 
set dpr1 1 
for {set k 1 } { $k < 100 } { incr k } { 
set sel2 [atomselect top "name PO4 and resid $k" ] 
set sel3 [atomselect top "name PRA1 and resid $k" ] 
set dpr0 [measure rmsd $sel2 $sel3] 
set dpr1 [expr $dpr0 + $dpr1]  
} 
set dpr0 [expr $dpr1/100] 
for { set i 1} { $i < 800 } {incr i } { 
set sel [atomselect top "name PO4" ] 
$sel frame $i 
$sel update 
set Xmax 10 
set Ymax 10 
set Zmax 10 
set Xmin 20 
set Ymin 20 
set Zmin 20 
foreach coord [$sel get {x y z}] { 
set Xcoord [lindex $coord 0] 
set Ycoord [lindex $coord 1] 
set Zcoord [lindex $coord 2] 
if {$Xcoord>$Xmax} { set Xmax $Xcoord } 





if {$Zcoord>$Zmax} { set Zmax $Zcoord } 
if {$Xcoord<$Xmin} { set Xmin $Xcoord } 
if {$Ycoord<$Ymin} { set Ymin $Ycoord } 
if {$Zcoord<$Zmin} { set Zmin $Zcoord }  
} 
set centerX [expr ($Xmax + $Xmin)/2] 
set dX [expr ($Xmax - $centerX - 2*$dpr0 -$margeXYZ)] 
set centerY [expr ($Ymax + $Ymin)/2] 
set dY [expr ($Ymax - $centerY - 2*$dpr0 - $margeXYZ)] 
set centerZ [expr ($Zmax + $Zmin)/2] 
set dZ [expr ($Zmax - $centerZ - 2* $dpr0 - $margeXYZ)] 
set sel1 [atomselect top "(name W or name WAF) and (abs(x - $centerX) < $dX) and (abs(y-
$centerY)<$dY) and (abs(z-$centerZ)<$dZ)"] 
set n [$sel1 num] 
puts $file "frame : $i : $n"} 
close $file 
 
On considère ici un cas simplifié où une molécule d’eau est au centre de la vésicule si sa 
distance par rapport au centre est inférieure à 20 angströms. 
set file [open "nbreEAUdu20.dat" w] 
set dutile 20 
for { set i 1} { $i < 800 } {incr i } { 
set sel [atomselect top "name PO4" ] 
$sel frame $i 
$sel update 
set coord [measure center $sel] 
set centerX [lindex $coord 0] 
set centerY [lindex $coord 1] 
set centerZ [lindex $coord 2] 
set sel1 [atomselect top "(name W or name WAF) and (abs(x - $centerX) < $dutile) and 
(abs(y-$centerY)<$dutile) and (abs(z-$centerZ)<$dutile)"] 
set n [$sel1 num] 






ANNEXE 15. Analyse statistique “Plan d’expériences MUCILAGE“ 
 
Tableau A 3. Analyse statistique du modèle polynomial pour la réponse : rendement d’extraction 









Régression 36.5378 9 4.0598 
12.1465 0.667** 
Résidus 1.6712 5 0.3342 
Validité 1.5379 3 0.5126 
 11.7 
Erreur 0.1333 2 0.0666 
*: significatif à un degré de confiance de 95%, ** : significatif à 99%*** : significatif à 
99.9%. 
Tableau A 4. Analyse statistique du modèle polynomial pour la réponse : teneur en protéines équivalent BSA 









Régression 53.4806 9 5.9423 
11.1217 0.815** 
Résidus 2.6715 5 0.5343 
Validité 0.9994 3 0.3331 
0.3985 77.1 
Erreur 1.6721 2 0.8360 
 
Tableau A 5. Analyse statistique du modèle polynomial pour la réponse : viscosité à 50s-1  









Régression 12035.9 9 1337.32 
7.9777 1.71* 
Résidus 838.163 5 167.633 
Validité 543.84 3 98.1075 
0.3608 79.2 







Tableau A 6. Analyse statistique du modèle polynomial pour la réponse : facteur de perte entre 0.01 et 1Hz  









Régression 0.0290 9 0.0032 
9.2473 1.23 
Résidus 0.0017 5 0.0003 
Validité 0.0005 3 0.0002 
0.2500 85.8 
Erreur 0.0013 2 0.0006 
 
Tableau A 7. Analyse statistique du modèle polynomial pour la réponse : Module élastique  









Régression 51.6610 9 5.7401 
7.2049 2.13 
Résidus 3.9835 5 0.7967 
Validité 2.7006 3 0.9002 
1.4034 44.2 










ANNEXE 16. Ecoulement dans le système de recirculation 
Une estimation de la vitesse de cisaillement peut être réalisée avec la formule générale suivante, 
en considérant un débit volumique (Q) de 6 m
3















Le diamètre 𝜙 du tuyau est de 28 mm. La dimension caractéristique d’une particule dp et la 
masse volumique sont respectivement approximées à 1mm et 1000 g/L. La vitesse du flux V est 
de 2,7 m.s
-1
 et la différence de vitesse entre le flux et une particule (U) est au maximum U=V. La 
viscosité est calculée selon le modèle de Sisko déterminé sur le mucilage extrait pour chaque 





Paramètres de l'équation de Sisko 
 
𝜎 = 𝑎. ?̇? + 𝑏. ?̇?𝑝̇  
 (Pa) 
à 
 ?̇? = 773s-1 
  











EXP  a b p 
    
 
PEX1 1,10 0,0093 0,297 0,344 10,11 13,07 14,36 5277 188 
PEX2 0,41 0,0271 1,668 0,236 28,95 37,43 15,35 4939 176 
PEX3 0,90 0,0197 0,718 0,348 22,51 29,10 26,19 2894 103 
PEX4 0,57 0,0339 2,285 0,263 39,39 50,93 29,03 2611 93 
PEX5 0,80 0,0313 1,681 0,220 31,49 40,72 32,57 2327 83 
PEX6 0,60 0,0324 2,545 0,195 34,36 44,43 26,66 2843 102 
PEX7 0,85 0,0207 0,878 0,252 20,65 26,70 22,69 3340 119 
PEX8 0,58 0,0265 1,432 0,262 28,65 37,05 21,49 3527 126 
PEX9 0,91 0,0206 0,722 0,296 21,08 27,25 24,80 3056 109 
PEX10 0,73 0,0226 0,969 0,248 22,50 29,10 21,24 3568 127 
PEX11 0,54 0,0257 1,552 0,220 26,57 34,36 18,56 4084 146 
PEX12 0,70 0,0257 1,159 0,239 25,53 33,02 23,11 3279 117 
PEX13 0,71 0,0165 0,943 0,222 16,93 21,89 15,54 4877 174 
PEX14 0,69 0,0164 1,494 0,017 14,31 18,51 12,77 5935 212 
PEX15 0,52 0,0246 1,242 0,254 25,75 33,30 17,31 4377 156 
Le nombre de Reynolds de l’écoulement, en fin d’extraction, est compris entre 2000 et 6000 
dans les tuyaux et, en effectuant les mêmes calculs, entre 200 et 600 au sein de la canalisation à 
ultrasons, d’un plus gros diamètre. Concernant le nombre de Reynolds particulaire, on trouve Rep 






ANNEXE 17. Construction d’un modèle QSPR  
Au sein du logiciel SCIGRESS, après optimisation de leur géométrie en mécanique 
moléculaire (MM3) et en mode semi-empirique dans l’éthanol (PM6/COSMO), les molécules 
sont rassemblées dans un tableau (SPREADSHEET) et plusieurs propriétés sont alors 
calculées comme le moment dipolaire, la polarisabilité et l’énergie de formation. Ce tableau 
est ensuite importé depuis ADMEWORKS modelbuilder. Tous les descripteurs moléculaires 
disponibles sont alors calculés (555) pour les molécules et ajoutés à ceux déjà calculés par 
SCIGRESS. Après élimination des descripteurs contenant des valeurs nulles ou manquantes 
(missing value test et zero test), ne sont gardés que des descripteurs ayant des facteurs de 
corrélation inférieurs à 0,9 entre eux (Correlation test). Il reste encore une soixantaine de 
descripteurs. Parmi les algorithmes proposés pour sélectionner les meilleurs descripteurs, 
celui qui a donné les meilleurs résultats (en terme de R²/nombre de descripteurs) est PSO 
(Particle Swarm Optimization). Celui-ci permet de partir de différentes populations 
aléatoires de descripteurs et de sélectionner les populations permettant les modèles les plus 
performants tout en minimisant le nombre de descripteurs. Au cours de la recherche, les 
modèles retenus (R²>0,5) sont classés selon le nombre de descripteurs qu’ils utilisent (leur 
nombre min et maxet les descripteurs correspondants sont classés par le nombre de 
modèles les utilisant. Au fil de la sélection des populations, le nombre de descripteurs des 
modèles diminuent et il ressort alors que le paramètre MDEC13 est celui qui revient dans 
tous les modèles sélectionnés. Au final, le meilleur modèle est obtenu avec seulement 2 
paramètres.  
 





ANNEXE 18. Comparaison des solvants deutérés en 1H RMN 
 PC commerciale oxydée CdCl3 PC commerciale oxydée DMSO d6 
CH3 terminal 
 
2 triplets (0.89 et 0.90 ppm)  
 
1 triplet (0.6ppm J=6.8 Hz) 
CH3 terminal 
  acide 
linolénique 
 
1 triplet (0.99ppm J=7.5Hz) 
 
1 triplet (0.93ppm J=7.6Hz) 
R-CH2-C=C 
 
1 quadruplet et 1 multiplet à 2.02 et 2.07 ppm 
 
1 multiplet à 2.02 ppm 
-C=C-CH2-C=C- 
 
Triplets (2.78 et 2.82ppm) 
I : 1.66 et 0.27 
 
Triplets (2.73 et 2.77) 




Singulet + Multiplet (3.37 ppm) 
I : 8.42 
 
1 singulet (3.13 ppm) 









Absence de pics visibles 
 
2 massifs à 4.13 et 4.22 ppm 




Multiplets (5.32 à 5.42ppm) 
I : 4.45 ppm 
 
Multiplets (5.28 à 5.37ppm) 




Ensemble de multiplets entre 5.42 et 5.70 
 
 





Ensemble de multiplets entre 6.00 et 6.50 
 




1 singulet à 7.28 ppm 
I : 0.65 
 
Ensemble de pics à 11.43 ppm 





ANNEXE 19. Analyse statistique “Plan d’expérience –phospholipides” 
 
Tableau A 8. Analyse statistique du modèle polynomial pour la réponse : rendement d’oxydation 









Régression 3706,57 5 741,31 
14,45 < 0,01 *** 
Résidus 205,27 4 51,32 
Validité 203,25 1 203,25 
302,91 
0,0413 
*** Erreur 2,01 3 0,6710 
*: significatif à un degré de confiance de 95%, ** : significatif à 99%*** : 
significatif à 99,9%. 
 










Régression 157,32 5 31,46 18,49 < 0,01 *** 
Résidus 6,81 4 1,70 
Validité 6,72 1 6,72 239,28 0,0587 *** 
Erreur 0,084 3 0,0281 
 
 











Régression 1297,60 5 259,52 90,09 0,0332 *** 
Résidus 11,52 4 2,87 
Validité 0,63 1 0,56 0,16 71,9 
















Régression 1,41E+05 5 28223,4 294,52 <0,01*** 
Résidus 383,31 4 95,83 
Validité 123,38 1 123,38 1,42 31,9 
Erreur 259,93 3 86,64 
 










Régression 2343,43 5 468,69 7,51 0,867** 
Résidus 249,67 4 62,42 
Validité 204,53 1 204,53 13,59 3,46* 
Erreur 45,14 3 15,05 
 










Régression 0,1130 5 0,0226 183,40 <0,01*** 
Résidus 0,0005 4 1,232E-04 
Validité 7,68E-06 1 7,682E-06 0,048 84,1 







ANNEXE 20. Analyse granulométrique des vésicules 
 
Les distributions en intensité, volume et nombre pour les solutions de vésicules formées avec 
des phospholipids oxydés sont exprimées ici avec la valeur moyenne et l’écart-type (N=3). 
Expérience Diamètre moyen en 
intensité (nm) 
Diamètre moyen en 
volume (nm) 
Diamètre moyen en 
nombre (nm) 
1 145,7 ± 0,6 228,3 ± 87,3 35,3 ± 6,1 
2 337,6 ± 14,8 1015 ± 158,6 59,4 ± 35,0 
3 125,5 ± 12,0 171,7 ± 174,6 43,6 ± 18,3  
4 523,0 ± 176,0 1070 ± 648,7 77,6 ± 36,1 
5 307,7 ± 10,64 1361 ± 582,1 66,7 ± 48,4 
6 133,9 ± 3,5 104,6 ± 83,1 23,8 ± 13,6 
7 228,2 ± 5,2 636,7 ± 96,6 48,0 ± 13,3 
8 235,6 ± 4,6 819,2 ± 228,6 50,9 ± 25,6 
9 247,7 ± 8,0 907,5 ± 250,4 53,7 ± 23,0 
10 122,4 ± 0,3 23,4 ± 6,8 10,6 ± 0,9 
11 95,70 ± 0,7 23,5 ± 0,6 12,9 ± 0,5 
12 284,2 ± 1,3 1466 ± 387 69,0 ± 63,1 
13 121,8 ± 0,6 15,1 ± 1,49 6,4 ± 0,6 
14 360,0 ± 18,7 1924 ± 69,1 72,0 ± 26,4 
Sans 
illumination 







ANNEXE 21. Valorisation scientifique 2016-2019 
Congrès :  
Fabre, J.-F., Cassen, A., Valentin, R., Mouloungui, Z. Controlled Singlet Oxygen Oxidation of Soybean 
Phospholipids. Congrés AOCS,  Orlando, 3 mai 2017 
 
Abstract : Oxidation of phospholipids has a huge impact on their hydropathicity and the functional properties of 
vesicles formed in water. Using a controllable Xenon lamp (SUNTEST benchtop Xenon Instrument), soybean 
phosphatidylcholine in ethanol with different concentrations of a photosensitizer (methylene blue) was submitted to 
different irradiation powers and durations. At moderate conditions, this singlet oxygen oxidation mode induces the 
formation of hydroperoxidized phospholipids with conjugated insaturations. Spectrophotometric study and 1H, 13C 
and 31P NMR analysis allow the control of the chemical modification of the phospholipids according to the 
experimental design performed. The ratio between conjugated dienes and conjugated trienes depends mainly on the 
duration of irradiation and the concentration of the pigment. A granulometric and zeta potential study also indicates 
the high importance of this parameter on the stability and size of the vesicles formed when oxidized pigments are 
redispersed in distilled water. As revealed by Differential Scanning Calorimetry, water trapping abilities of oxidized 
phospholipids are also altered. Coarse-grained molecular dynamics can help to understand the different arrangements 
of phospholipids in water according to a gradual modification of their fatty acid chains. Combining this experimental 
and theoretical approach, a better tailoring of oxidized phospholipids could be reached. 
Fabre, J.-F., Lacroux, E., Cassen, A., Cerny, M., Grave G., Valentin, R., Mouloungui, Z. Physical stability of 
oleosomes dispersions extracted from oleoproteaginous seeds. Congrés « Oil bodies », Wageningen, 15 octobre 
2018 
 
Abstract : Oleosomes can be extracted from different oleoproteaginous seeds through a simple integrated process 
combining an aqueous crushing of the seeds at high shear rate and a phase separation through centrifugation. The 
obtained cream is composed of oleosomes naturally stabilized by native surfactants, mainly oleosins and 
phospholipids. It shows a majorly elastic rheological behavior and a good resistance to coalescence. This process 
preserves the size of oleosomes, minor compounds as sterols and tocopherols and the fatty acid composition of 
triglycerides. However, according to the seeds, phospholipids may be altered, as revealed by mass spectroscopy and 
gas chromatography. Stabilizing proteins are not only oleosins carried initially by the membrane of oleosomes but 
also other hydrosoluble proteins extracted from the seeds.  They all play an important role on the stabilization of oil 
droplets, acting both on flocculation (as evaluated by zeta potential measurements at different pHs) and coalescence 
(as assessed by freeze/thaw cycles and scanning electron microscopy after spray-drying and freeze/drying). Use of 
oleosomes for a wide range of applications must then focus on the preservation of phospholipids and the good 







Articles  / Brevet :  
Fabre, J.-F., Cerny, M., Cassen, A., Mouloungui, Z., 2018. Effect of methylene blue on the formation of oxidized 
phospholipid vesicles (soumis). Bioengineering. https://doi.org/10.1101/403634 
 
Abstract : Soybean phosphatidylcholine, which is rich in linoleic acid, was oxidized with singlet oxygen through 
photosensitization with methylene blue. This compound facilitates the oxidation of phospholipids relative to the 
reaction with free unsaturated fatty acids. A response surface methodology was used to control oxidation, with 
methylene blue concentration and the amount of available air as independent variables. The conjugated diene-to triene 
ratio was then monitored. Hydroperoxide yield dependent principally on the amount of air, whereas photosensitizer 
concentration strongly influenced the size and zeta potential of vesicles formed by the sonication of oxidized 
phospholipids in water. Methylene blue plays an important role in the surface charge expression and ion permeability 
of these vesicles.   
Wallis, C., Bonhomme, M., Fabre, J-F., Mouloungui, Z., 2018. Effect of aliphatic chain length on the chemical 
structures of low molecular weight hyperbranched polyesters. e-polymers 18 (3), 229-235. 
https://doi.org/10.1515/epoly-2016-0309 
 
Abstract : Low molecular weight hyperbranched (HB) polyesters were synthesized via melt polymerization from 
trimethylolpropane and three aliphatic dicarboxylic acids, namely, succinic acid (SA), adipic acid (AA) and 
dodecanedioic acid (DA). The degrees of branching (DBs) ranged between 30% and 75% depending on the monomer 
ratio. Their DB, cyclic index and terminal index were all determined, indicating that the shorter chain HB polyesters 
PE-SA and PE-AA showed a greater degree of intramolecular cyclization, compared to the longer aliphatic chains 
within PE-DA. The HB polyesters form stable colloidal suspensions in buffered aqueous media and were found to be 
pH responsive. The stability of the colloidal suspensions is enhanced by two factors: (1) increasing the aliphatic chain 
length and (2) increasing the pH of the solution for the same HB polyester. 
 Sujet connexe : Les polyesters hyperbranchés sont eux-mêmes utilisables en encapsulation. 
Rahmalia, W., Fabre, J.-F., Usman, T., Mouloungui, Z., 2018. Adsorption characteristics of bixin on acid- and 
alkali-treated kaolinite in aprotic solvents. Bioinorganic chemistry and applications. 3805654/1-3805654/9. 
https://doi.org/10.1155/2018/3805654 
 
Abstract : The adsorption of bixin in aprotic solvents onto acid- and alkali-treated kaolinite was investigated. 
Kaolinite was treated three times, for 6 h each, with 8M HCl or 5M KOH. The adsorbents were characterized by 
XRD, FT-IR, EDS, and BET-N2.
 
The effects of contact time and dye concentration on adsorption capacity and 
kinetics, electronic transition of bixin before and after adsorption, and also mechanism of bixin-kaolinite adsorption 
were investigated. Dye adsorption followed pseudo-second order kinetics and was faster in acetone than in dimethyl 
carbonate. The best adsorption results were obtained for KOH-treated kaolinite. In both of the solvents, the adsorption 
isotherm followed the Langmuir model and adsorption capacity was higher in dimethyl carbonate (qm = 0.43 mg/g) 





3.27 g/mg.min) were better than those of HCl-treated kaolinite (qm= 0.21 mg/g, k2= 0.25 g/mg.min) and natural 
kaolinite (qm=0.18 mg/g, k2=0.32 g/mg·min). There are shift in the band position of maximum intensity of bixin after 
adsorption on this adsorbent. Adsorption in this system seemed to be based essentially on chemisorption due to the 
electrostatic interaction of bixin with the strong basic and reducing sites of kaolinite. 
 Sujet connexe : La bixine est aussi un photosensibilisateur (pour d’autres applications) 
dont les propriétés électroniques peuvent être améliorées par adsorption sur argile. 
Nyame Mendendy Boussambe G., Valentin R., Fabre, J-F., Navailles L., Nallet F., Gaillard C., Mouloungui Z., 2017 
Self-assembling behavior of glycerol monoundecenoate in water. Langmuir 33(13), 3223-3233. 
https://doi.org/10.1021/acs.langmuir.6b03584 
 
Abstract : The self-assembling properties of glycerol esters in water are well known. Still, few data on glycerol 
monoesters of undecylenic acid are available. The aim of this study was to highlight the behavior of glycerol 
monoundecenoate (GM-C11:1) in different diluted and concentrated states. Its self-assembling properties in water and 
upon solid inorganic surfaces were investigated in the diluted state using surface tension experiments, atomic force 
microscopy, and cryogenic transmission electron microscopy studies. In the concentrated state, the gelling properties 
in the presence of water were investigated using polarized light microscopy, differential scanning calorimetry (DSC), 
and small-angle X-ray scattering (SAXS) experiments. GM-C11:1 at 100 mg/L self-assembles at the liquid/air 
interfaces as aggregates of approximately 20 nm in diameter, organized into concentric forms. These aggregates are 
spherical globules composed of several molecules of GM-C11:1. At higher concentrations (1000 and 10
4
 mg/L), GM-
C11:1 is able to uniformly coat liquid/air and liquid/solid interfaces. In bulk, GM-C11:1 forms spontaneously 
aggregates and vesicles. In a more concentrated state, GM-C11:1 assembles into lamellar Lβ and Lα forms in water. 
By cross-referencing SAXS and DSC findings, we were able to distinguish between interlamellar water molecules 
strongly bound to GM-C11:1 and other molecules remaining unbound and considered to be “mobile” water. The 
percentage of water strongly bound was proportional to the percentage of GM-C11:1 in the system. In this case, GM-
C11:1 appears to be an effective molecule for surface treatments for which water retention is important. 
 Sujet connexe : Le monoundécénoate de glycerol est un tensioactif qui peut de même 
s’organiser en bicouches et former des vésicules. Ses propriétés peuvent permettre une utilisation 
dans diverses applications comme dans les industries du bitume et/ou du béton : 
Gaurat, F., Jakubowski, M., Nicolaie, A., Barsi, P., Mikhaielenko, P., Baurion, M., Mouloungui, Z., Valentin, R., 
Nyame Mendendy Boussambe, G., Bertron, A., Fabre, J.-F., 2016. Compositions based on C7-15 mono- to tetra-
alkylenoate of a mono- to tetra- C3-6 trialkanol as additives (such as release agents or curing agents) for 




RÉSUMÉ            
Etude in vitro et in silico de l'extraction, modification chimique et assemblage de phospholipides pour la construction de 
nouvelles vésicules végétales : Exemple de la caméline 
 
Dans le cadre de plusieurs projets de recherche impliquant des partenaires académiques, industriels, et centres techniques locaux et nationaux (CLE 
Région n°14050981 : SMON-FERT, Réseau Carnot 3BCAR : CAMELINOIL, ITE PIVERT n° 2015-GENESYS-WP3P18-063 PROBIORAF, FEDER Convention 
N°16004168  : CHIA-EASYNOV),  des approches d’études génériques de schémas intégrés ont  été conçues pour valoriser le mucilage et les 
phospholipides de graines oléoprotéagineuses à mucilage, prenant ici l’exemple de la caméline. Présent à la surface des graines, le mucilage peut être 
efficacement extrait par l'utilisation d’une colonne à ultrasons alliée à des conditions de cisaillement adéquates.  Sa composition et les propriétés qui 
peuvent en découler (comportement viscoélastique notamment) dépendent fortement des conditions de son extraction, en particulier du temps de 
traitement, comme le révèle le suivi continu de plusieurs paramètres (couple moteur, pH, conductivité, indice de réfraction). Riche en omega-3, l’huile 
est ensuite extraite des graines entières ou démucilaginées par pressage mono-vis pour les besoins alimentaires et de l’oléochimie dans ces différents 
programmes. Les phospholipides peuvent ensuite être récupérés par un traitement ultrasonore de l’huile en présence d’une faible quantité d’eau. 
Selon une méthode colorimétrique mise au point et des analyses chromatographiques, il apparait que si le rendement d’extraction d’huile dépend du 
taux d’humidité des graines, l’huile extraite contient peu de phospholipides, ceux-ci se retrouvant principalement dans le tourteau. Etant démucilaginé, 
ce dernier peut se prêter plus facilement à un traitement aqueux. Cependant, l’activation d’enzymes dans ce milieu impose le recours à des solvants 
organiques. Un couple de solvants comme l’éthanol et l’acétate d’éthyle est utilisé en remplacement du couple traditionnel méthanol/chloroforme, 
donnant des rendements similaires avec un impact supposé bien moindre sur la santé, l’environnement, de même que sur les possibilités de 
valorisation du tourteau. La composition des phospholipides détermine en grande partie les propriétés des vésicules qu’ils peuvent former en milieu 
aqueux. Pour élargir ces propriétés, notamment dans le domaine de l’encapsulation d’éléments nutritifs ou éliciteurs pour les plantes dans le 
programme SMON-FERT, une modification chimique des phospholipides a été entreprise. L’utilisation de faibles concentrations (<0,1 mM)  de bleu de 
méthylène, en présence d’air et sous illumination (pour la génération de l’oxygène singulet), permet l’obtention d’hydropéroxydes à partir de 
phospholipides modèles (lécithine de soja) dissous dans l’éthanol. La variation de la concentration en photosensibilisateur et du volume d’air disponible 
permet de moduler le rendement d’oxydation des phospholipides pour aboutir à des vésicules de différentes tailles, charges et perméabilités ioniques. 
Si des conditions oxydantes trop poussées aboutissent à la perte des propriétés d’encapsulation, des conditions modérées permettent l’obtention de 
vésicules plus petites avec une perméabilité accrue de l’eau et de KCl.  La dynamique moléculaire en mode « tout atome » et « gros grains » permet de 
relier cette perméabilité accrue à une diminution de l’épaisseur de la membrane, une augmentation de l’aire occupée par phospholipide et une plus 
grande hétérogénéité des vésicules formées. La combinaison d’outils in vitro et in silico peut ainsi permettre de comprendre comment adapter la 
modification chimique des phospholipides aux propriétés fonctionnelles voulues. 
Mots-clés : phospholipides, hydropéroxyde, mucilage, caméline, ultrasons, dynamique moléculaire, bleu de méthylène 
ABSTRACT            
In vitro and in silico study of the extraction, chemical modification and assembly of phospholipids for the elaboration of new 
vegetable vesicles: Example of camelina. 
Within the framework of several research projects involving academic and industrial partners as local and national technical centers (CLE Region 
n°1405050981 : SMON-FERT, Carnot network 3BCAR : CAMELINOIL, ITE PIVERT n° 2015-GENESYS-WP3P18-063 PROBIORAF, FEDER Convention 
N°16004168 : CHIA-EASYNOV), generic studies of integrated schemes have been designed to valorise mucilage and phospholipids from mucilaginous 
oilseeds, taking here the example of camelina. As the outermost surface layer of the seeds, mucilage can be effectively extracted by using an ultrasonic 
reactor with adequate shear conditions. Its composition and derived properties (as the viscoelastic behaviour) strongly depend on the parameters of its 
extraction, in particular the processing time, as revealed by the continuous monitoring of several responses (motor torque, pH, conductivity, refractive 
index). The omega-3 rich oil is then easily extracted from whole or demucilaginated seeds by single screw pressing for food and oleo-chemical needs in 
these different programs. According to chromatographic analyses and a specifically developed colorimetric method, it appears that if the oil extraction 
yield depends on the moisture content of the seeds, the phospholipid extraction yield remains low, these polar compounds being mainly found in the 
meal. Phospholipids can be recovered from the extracted oil by ultrasound-assisted precipitation with the presence of a small amount of water. 
Concerning the meal, as it is mucilage-free, it can be easily treated with water. However, the activation of enzymes in this solvent encourages the use of 
organic ones. A couple of solvents such as ethanol and ethyl acetate is used to replace the traditional methanol/chloroform mixture, giving similar 
yields with a supposedly much lower impact on health and environment, as well as on the potential further use of the meal. The composition of 
phospholipids largely determines the properties of the vesicles they can form in an aqueous medium. To extend these properties, particularly in the 
field of encapsulation of nutrients or elicitors for plants in the SMON-FERT program, a chemical modification of phospholipids has been undertaken. 
The use of low concentrations (<0.1 mM) of methylene blue, in the presence of air and under illumination (for the generation of singlet oxygen), allows 
the production of hydroperoxides from model phospholipids (soy lecithin) dissolved in ethanol. Using two variables (photosensitizer concentration and 
air volume) response surface methodology allows the oxidation to be modulated to produce vesicles of different sizes, charges and ionic permeability. 
If excessive oxidizing conditions result in the loss of encapsulation properties, moderate conditions allow the production of smaller vesicles with 
increased water and KCl permeability compared to unoxidized vesicles.  Molecular dynamics study in "all atom" and "coarse grain" modes makes it 
possible to link this increased permeability to a decrease in membrane thickness, an increase in the area per lipid and a greater heterogeneity of the 
vesicles formed. The combination of in vitro and in silico tools can thus provide a way to adapt the chemical modification of phospholipids to the 
desired functional properties. 
Keywords : phospholipids, hydroperoxide, mucilage, camelina, ultrasound, molecular dynamics, methylene blue 
